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BSA —*. albúmina de suero bovino
pNPA —> acetato de para-nitrofenilo
V0 —> velocidad inicial
ee -4 exceso ennatiomérico
E —> coeficiente de enantioselectividad
FE —> factor de enantioselectividad
pI -4 punto isoeléctrico
rend —> rendimiento en éster (reacción sintesis ésteres) y rendimiento en ácido liberado
(reacción hidrólisis de ésteres)
a~ -4 actividad de agua
AINEs -4 antiinflamatorios no esteroideos
Abreviaturas de derivados de la basa de Rh.mlehei
SIL-SP —> lipasa semipurificada por precipitación con un 50% de saturación de sulfato
amónico y postenormente inmovilizada por enlace covalente sobre sílice.
sp -4 lipasa seinipurificada par precipitación con un 50% de saturación de sulfato amónico
SIL-C —* lipasa mnxavibzada por enlace covalente sobre sílice
D -> lipasa dializada
DC —4 lipasa dializada y centrifugada
DCC -+ lipasa dializada y centrifugada dos veces
1M20 —4 derivada comercial (Lipozyme® 1M20) de lipasa inmovilizada por adsorción sobre
una resma de intercambio aniónico
RML-A —* isoenzima A de la lipasa de Rhanieheí
RML-B —> isoenzima B de la lipasa de Rh.miehe¡
rRMI. -4 lipasa de RJi.míehei recombinante
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OBJETIVOS Y PLAN DE TRABAJO
1

Objetivos y Pian de trabajo
La presente Tesis Doctoral se encuadra dentro de la tinca del Proyecto de
Investigación: “Resolución de racematos de 4gjdos2gflj-roiónicosconact~v~dad
antiinflamatoria usando lipasas inmovilizadas como biocatalizadores”. (Código PB 90-
00 10C02-0 1).
Los objetivos planteados en la presente Tesis Doctoral fueron los siguientes:
1).- Caracterización de la lipasa de R.h.miehei cruda e inmovilizada por adsorción sobre una
resma de intercambio aniónico, comercializadas por el laboratorio Novo-Nordisk como
LipozymJ IOQUOL y Lipozyme~ 1M20, respectivamente. Para llevar a cabo dicha
caracterización se pusieron a punto diversas metodologías de:
* determinación de concentración de proteínas
* determinación de actividad esterásica
* determinación de actividad lipásica
2).- Semipurificación de la lipasa cruda de Rhaniehei, para lo cual se analizaron diversas
metodologías de separación de proteinas basadas en:
* la diferencia de tamaño molecular
* la diferencia de solubilidad
3).- Inmovilización de la lipasa de Ritmiehei por enlace covalente con sílice, previamente
activada vía 2,4,6,-tricloro-1,3,5-tnanna
* inmovilización de la lipasa de Rh.mniehei cruda y semipurificada.
* estudio comparativo de este nuevo derivado inmovilizado y el derivado
comercial (1M20).
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Objetivos y Pian de trabajo
4).- Desarrollo y puesta a punto de un método de resolución enantioselectiva de mezclas
racémicas de ácidos (R,S) 2-arilpropiónicos que pueda ser escalado a nivel industrial. Para
ello se han estudiado las variables estructurales y operacionales que intervienen en la
resolución enantioselectiva de estos fármacos, catalizada por la lipasa de Rltmiehei cruda e
inmovilizada por adsorción.
5).- Estudio de la actividad enziniática de los derivados de la lipasa de Rh.mzehez obtenidos
en la presente Tesis Doctoral, tras la semipurificación de esta enzima por diversas métodos
e inmovilización por enlace covalente con sílice, utilizándose posteriormente en la resolución







11.1.1.- CARACTERíSTICAS COMO BIOCATALIZADORES
Las enzimas son proteinas especializadas en la catálisis de las reacciones biológicas.
Su interés reside en las siguientes características principales:
1).- Las enzimas son biocatalizadores y por tanto, disminuyen ¡a energía de
activación necesaria para que las reacciones se desarrollen, aumentando su velocidad.
Asimismo se ha comprobado que la enzimas presentan una actividad catalítica más eficaz que
los catalizadores inorgánicos; por ejemplo, la enegía necesaria para que se produzca la
reacción de descomposición del agua oxigenada en agua y oxígeno es de 75 KJ/mol en
ausencia de catalizador; 5OKJ/mol en presencia de platino y disminuye hasta SKJ/mol en
presencia de la peroxidasa (antiguamente denominada catalasa). Este efecto tan drástico sobre
la energía de activación en presencia de enzimas se debe a la formación de un complejo






Figura 1: Efecto de la catálisis enzimática sobre la energía de activación. AE4 es la energía
de activación para una reacción catalizada par una enzima, mientras que AE’A es la enegía de
una reacción no enzimática. ¿NG
0 es la energía libro de reaccion.
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2). Las enzimas son selectivas, tanto de la reacción que catalizan, como de los
sustratos que reconocen. Además, presentan un elevado grado de estereo y regioselectividad
(en general, aceleran más el proceso con un isómero que con el otro, lo cual constituye una
gran ventaja frente a los catalizadores químicos clásicos). La selectividad de las enzimas se
debe a la formación del complejo enzima-sustrato, el cual produce en una pequeña región de
la enzima denominada centro activo, el cual suele estar localizado en un hueco o cavidad
dentro de la estructura terciaria de la enzima. La especificidad enzimática reside en las
características de ese centro activo (dimensiones, topologia, alineamiento de grupos
contraiónicos y regiones hidrófobas), que condicionan las características que debe reunir un
determinado sustrato para acop larse en esa región enzimática. Solamente un número reducido
de aminoácidos están implicados en la catálisis enzimática, los cuales no se localizan
consecutivamente en la cadena polipeptídica, sino que se encuentran juntos tras el proceso de
plegamiento enzimático.
Se han propuesto numerosos modelos para explicar la selectividad de las enzimas para
un determinado sustrato. El modelo de “la llave y la cerradura” % que da una versión rígida
de las enzimas ha sido superado por el modelo de “el acoplamiento o encaje inducido’ 2
Según este modelo el sustrato induce la orientación de los residuos en el centre activo para
que se unan al centro de fijación y se desarrolle la reacción. La selectividad de las enzimas
es la base de sus aplicaciones en Síntesis Orgánica, que permite llevar a cabo, por ejemplo,
transformaciones muy selectivas con estructuras quirales y polifimcionales.
3).- Las enzimas pueden ser objeto de regulación; es decir, su actividad
catalítica puede estar determinada por la concentración de sustratos, productos y otras
sustancias químicas presentes en el medio; las cuales pueden producir, tanto su activación
como su inhibición.
4).- Las enzimas se degradan en condiciones relativamente suaves; por lo
que requieren una manipulación más delicada que los catalizadores metálicos. Las enzimas
se pueden desnaturalizar por diversos mecanismos como: la acción de proteasas, presentes
8
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como agentes contaminantes en las preparaciones enzimáticas; los cambios bruscos de las
condiciones del medio que pueden alterar la conformación enzimática; contaminaciones
microbianas, procesos de autooxidación, etc
**** * *** * * ** * * ** * ** * *** ** * **** *** * **** * **
Algunos de los principales inconvenientes que presentan los procesas catalizados por
enzimas (la inestabilidad, el precio elevado y la especificidad respecto a sustrato) se han
podido superar mediante diferentes procedimientos como:
a).- La transformación estereoselectiva de algunos sustratos, que conduce a la
obtención de intermedios o productas de gran interés en Síntesis Orgánica.
b).- El desarrollo de técnicas (como la inmovilización enzimática> que permiten
m~orar la estabilidad de las enzimas y facilitan su posterior recuperación y
reutiización3, siendo posible la utilización de estas enzimas como biocatalizadores
en procesos industriales.
4- Los avances en Biología Molecular y las nuevas tecnologías del ADN
recombínante han permitido la manipulación del material genético, el aislamiento de
genes y su expresión con el fin de obtener determinadas enzimas en grandes
cantidades4. Como consecuencia, el precio de las enzimas ha descendido
espectacularmente. Estas técnicas también han permitido la modificación selectiva de
algunas propiedades enzímáticas.
d).- La limitación debida a la insolubilidad de determinadas sustratos en agua, lo que
impedía el desarrollo de las reacciones enzimáticas, ha sido superada mediante la
utilización de sistemas bifásicas’ o la adición de pequeñas concentraciones de
cosolventes orgánicos (etilenglicol, glicerol o dimetilsulfóxido), sin alterar las




El la denominación de enzima (“en la levadura”)no se empleó hasta 1877, pero mucho
antes ya se sopechaba que ciertos catalizadores biológicos intervenían en la fermentación del
azúcar para formar etanol, de ahí el nombre inicial de fermentos.
La primera teoría general sobre la catálisis química fue publicada en 1835 por J.J.
Berzelius, el cual incluía en su artículo un ejemplo de lo que ahora se conoce como enzima,
la diastasa de malta, y señalaba que la hidrólisis del almidón catalizada por la diastasa era
más eficaz que la catalizada por ácido sulfúrico.
Luis Pasteur en 1860 reconoció que la fermentación era catalizada por enzimas y en
1897 E. Búcbner consiguió extraer de las células de la levadura las enzimas que catalizan la
fermentación alcohólica. Sin embargo, fue en 1926 cuando J.B. Sumnier aisló por primera vez
una enzima en forma cristalina; se trataba de una ureasa aislada de extractos de la alubia
Cannavalia enzyfannis. Suininer observó que estos cristales estaban constituidos por
estructuras protéicas y llegó a la conclusión de que las enzimas eran proteínas. No obstante,
sus puntos de vista no fueron aceptados hasta que Northrop entre 1930-36 aisló la pepsina,
tripsina y quimotripsma cristalizadas.
11.3.- CLASIFICACION Y NOMENCLATURA
Las enzimas se han clasificado sistemáticamente en seis clases pnncipales7, cada una
de las cuales se divide a su vez en subclases, de acuerdo con el tipo de reacción catalizada
por cada una de ellas (Tabla 1).
Cada enzima se designapor un nombre recomendado, generalmente corto y apropiado
para su uso habitual; por un nombre sistemático que identifica la reacción que cataliza y por
un número de clasificación (ECC) que se emplea cuando se precisa la identificación
mequivoca de la enzima (Tabla 1).
La enzima objeto de estudio de la presente Tesis Doctoral es la lipasa de Rhizomucor
miehel; la cual viene definida por el número E.C. 3.1.1.3, donde E.C. son las abreviaturas de
Comisión de Enzimas, la primera cifra «3» representa el nombre de la clase (hidrolasa), la
segunda cifra «1» representa a la subclase (enlace que hidroliza, esterasa), la tercera cifra «1 *
a la sub-subclase (esterasa que reconoce ésteres del glicerol) y la cuarta cifra «3» designa a
la glicerol-ester-hidrolasa de ácidos de cadena larga.
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Tabla 1: Clasificación internacional de las enzimas (denominación de clases, números de
código y tipos de reacciones)
í-oxmo REDUCTASAS:
(Reacciones de óxido-reducción)
1.1-Actúan sobre alcoholes >-OH
1.2-Actúan sobre cetonas >C0
1.3- Actuan Sobre alquenos >CCH
1.4- Actúan sobre grupos amino -~~2
1.5- Actúan sobre grupos imino ~=NH
2-TRANSFERASAS:
<Transferencia de grupos funcionales)











3. 5-Anhidridos de ácido
4-LIASAS:









con escisión de ..4TP)
6.1- Entre átomos de C y O
6.2- Entre átomos de C y 5
6.3- Entre átomos de C y N
6.4- Entre átomos de C y C
11.2.- LIPASAS
11.2.1.- DEFINICION
Las lipasas (glicerol éster hidrolasas, FC 3.1.1.3) san un conjunto de enzimas cuya
función biológica es catalizar la hidrólisis de triglicéridos de grasas animales y aceites
vegetales para dar lugar a ácidos grasos y glicerol. Esta hidrólisis tiene lugar a través de los




R2—C—O + 3H~ —.~—.—--. H + R1COOH + R2000H + R30001-4
OH
O-C-R3 Ácidos grasosg GLicerol
Triglicéúdo
Esquema 1: Hidrólisis de triglicéridos, función bilolágica de las lipasas
Actualmente, podemos decir que esta definición se encuentra incompleta debido a que:
a).- No tiene en cuenta la especifidad de este grupo de enzimas, ya que a esta
definición solo se ajustan las lipasas no especificas, que hidrolizan al triglicérido en sus tres
posiciones, como la lipasa de Staphylococcus aureus’
0. Pero hay otras lipasas específicas que
hidrolizan determinadas posiciones del éster del glicerol, como las pertenecientes al género
Rhizopus, que sólo hidrolizan las posiciones 1 y 3”, o la isoenzima B de la lipasa de
Ceotnchum candidum’2 que muestra preferencia por la posición 2.
b).- Mediante el control de las condicones de reacción, las lipasas son capaces
de llevar a cabo la reacción inversa a la de su función biológica, es decir, sintetizar ésteres
mediante procesos de esterificación, transesterificación e interesterificación’3.
e).- Por último, son capaces de hidrolizar otro tipo de enlaces como amido y
tioester i4. 15
Debido a la baja solubilidad de sus sustratos naturales las lipasas se caracterizan por
su capacidad de catalizar la hidrólisis de los enlaces ésteres en la inteifase entre una fase
lipoide (que constituye el sustrato) y una fase acuosa donde está la enzima disuelta. Esta
propiedad las diferencia de las esterasas (carboxil ésterhidrolasas, EC 3.1.1.1), que hidrolizan
preferentemente ésteres solubles en agua’6. Por tanto, la diferencia entre ambos tipos de
enzimas radica en el estado fisico del sustrato; así, las lipasas son capaces de hidrolizar
micelas y emulsiones, mientras que las esterasas trabajan en un medio homogéneo, donde se
12
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encuentran disueltos tanto la enzima como el sustrato.
11.2.2.- DISTRIBUCION EN LA NATURALEZA
Las lipasas son enzimas muy abundantes en la naturaleza. En función de su origen
natural podemos dividirlas en tres grupos’7
1.L2.2.a.- Lipasas animales
Las lipasas se encuentran en todos los niveles del reino animal; desde los invertebrados
hasta los mamíferos, pasando por los reptiles’8 y participan en varios niveles del metabolismo
de lipidos como la digestión de la grasa, y la absorción, reconstitución y metabolismo de
‘9
lipoprotemas
En los mamíferos se pueden distinguir tres subgrupos de enzimas:
1).- las lipasas descargadas en el tracto digestivo por órganos especializados20
2>.- las lipasas tisuiares, tales como las presentes en el corazón, artenas,
cerebro, músculo, tejido sérico, tejido adiposo, etc21
3).- las lipasas presentes en la leche22.
LI.2.2.b- Lipasas veretales
Las lipasas en los vegetales se acumulan principalmente en los tejidos de reserva de
energia como las semillas y frutos2’. Cuando una semilla germtna presenta un alta actividad
lipolitica, para obtener la energía necesaria para llevar a cabo dicho proceso; por ella las
enzimas mejor caracterizadas de este grupo se encuentran en el mait, fruto de palma25,
26 27trigo y avena
fl.2.2.c.- Huasas microbianas
Las lipasas de mayor interés industrial son las producidas por microorganismos
(bacterias, hongos y levaduras)28a9. La mayor parte de ellas son lipasas extracelulares, que tras
ser sintetizadas por el microorganismo son excretadas al medio de cultivo a través de la
membrana celular. A ellas nos referimos a continuación con más detalle.
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11.2.3.- CARACTERISTICAS GENERALES DE LAS LIPASAS
MICROBIANAS
.
Las lipasas microbianas son glicoproteinas ácidas que contienen entre un 3% y un
15% de hidratos de carbono, siendo la manosa la hexosa mas abundante. Su peso
molecular está comprendido entre 20.000 y 60.000 Daltons. Las características concretas
de cada enzima (especificidad de sustrato y condiciones de reacción) son diferentes,
dependiendo del microorganismo del que han sido aisladas. También es frecuente que un
mismo microorganismo produzca varias isoenzimas, que en algunos casos actúan sobre
sustratos diferentes, pero que con frecuencia presentan distintos parámetros cinéticos y
condiciones óptimas de reacción. El origen de esta multiplicidad se relaciona con tres
causas:
a).- Biosíntesis de varias proteínas codificadas por genes diferentes30
b).- Biosíntesis de una secuencia de aminoácidos que sufre posteriormente
modificaciones post-traduccionales: asociación con lípidos31, proteobsis parcial32 y
deglicosilación parcial33
c).- Fenómenos de asociación-disociación de subunidades protéicas iguales o
diferentes.
Se han encontrado un gran número de microorganismos que producen dos
isoenzimas. Las características de cada isoenzima son distintas, ya que actúan sobre
sustratos diferentes y muestran, en muchos casos, parámetros cinéticos y condiciones
óptimas de reacción diferentes.
En la bibliografía consultada aparecen numerosos ejemplos de lipasas de origen
microbiano, tales como: Penícullíum camembertíP3, Aspergíhis nígeR4, Geotflchum
candidum30, Mucor IípolyUcus35, Rhízomucor míehei36 o Cromobacternim viscosum37.
11.2.3.a.- Condiciones de reacción
.
Temperatura
Las lipasas son activas dentro de un amplio intervalo de temperaturas, que va de -
20 a 45 0C; aunque el intervalo óptimo se sitúa entre 30 y 45 OCio Por encima de 40 0C
la mayoría de las lipasas pierden su actividad; pero existen lipasas termoestables, como las
14
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producidas por Aspergíllus níger Rhízopus japonicus, Cromobactenum víscosum y
Geotrzchum candidum, que son estables con temperaturas superiores a 50 0C”.
Excepcionalmente, la lipasa producida por Pseudomonas nutroducans es estable a 70 OCSZ
pH
En cuanto al pH, tas lipasas son activas en amplios intervalos de pH, centrándose
el pH óptimo entre 6,0 y 8,010. No obstante, la lipasa producida por Seaphilococcus hycus
presenta como p11 óptimo 9,032 y la lipasa de Bacillus tiene como pH óptimo ~
U.2.3.b.- Esuecificidacl
En función de su especificidad posicional las lipasas se clasifican en dos grupos:
Lipasas no especificas
No presentan una especificidad particular por las posiciones 1,2 ó 3 de los
triglicéridos. según se refl~a en el esquema anteriormente citado. Producen ácidos grasos
y glicerol, no apareciendo los diglicéndos como intermedios de la reacción.
A este grupo pertenecen las lipasas producidas por Candida n¿gosa, (i7eotrichum
cand¿dum, S¿taphylococcus aureus, Penic¡llium cyclopium, etc.
Lipasas especificas
Actúan especificamente sobre las posiciones 1 y 3 del glicerol. A este grupo
pertenecen las lipasas de Aspergíllus líger, Rhizopus arrhizus, Rhizopus de1ema~ Rhizopus
javanicus, Pseudomonas species y Rhizoinucor rniehei38” (Esquema 2)
También existen lipasas específicas de la posición 2 del esqueleto de glicerol de la







+ 3H20 LIPASA 4 R1COOH + R3COOH
1s 2-monoglicéúdo 2 ácidos gyasos
triglicérido U
Esquema 2: Mecanismo general de acción de las lipasas 1,3-específicas
Dentro de los factores que influyen en la especificidad de las lipasas microbianas, la
longitud de la cadena y el grado de insaturación de los ácidos grasos del triglicérido son los
dos factores mas importantes, pudiéndose encontrar numerosos ejemplos en la bibliografía.
La lipasa de PenicWíum cyclopíum es más activa frente a triglicéridos con ácidos de cadenas
cortas que can los de larga cadena; la lipasa de Aspergillus níger y Rhizopus delemar
muestran más actividad hacia triglicérídos con ácidos de longitud de cadena media
43. Afford~
y Jensen45 han encontrado que la lipasa de Geotflchurn candidum es altamente específicapara
ácidos grasos con un doble enlace cis en C
9.
11.2.4.- MECANISMO DE ACCION
.
Las lipasas son enzimas lipoliucas activas unícamente cuando están adsorbidas sobre
una interfase oleo-acuosa; fenómeno que recibe el nombre de “activación interfacial’
46. Esta
es la diferencia fundamental con las esterasas, que catalizan el mismo tipo de reacciones, pero
en medio acuoso. Por esta razón la utilidad principal de las lipasas reside en la posibilidad
de actuar sobre sustratos apolares, que solo son solubles en medios hidrófobos.
1L2.4.a.- Activación interfacial
Durante décadas se ha discutida mucho acerca de las bases moleculares del fenómeno
de la activación interfacial de las lipasas. Algunas de estas teorías destacan el papel
fundamental del sustrata, mientras que otras se centran en la importancia de la enzima.
Según las denominadas teorías del sustrato se enfatiza el papel de la concentración
y organización del sustrato en la interfase oleo-acuosa. En este sentido, Brockman47 sefiala el
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papel fundamental de la agregación del sustrato en la interfase cuando se lleva a cabo la
hidrólisis de un sustrato insoluble en agua. Otros autores apuntan el hecho de la diferente
orientación/conformación de las moléculas de sustrato en la interfase, lo cual favorecería un
ataque más eficaz del enzima. Brockerhoff y Jensen4 proponen una teoría basada en la
deshidratación del sustrato al unirse en la interfase facilitándose así la formación del complejo
enzima-sustrato.
Por el contrario, los defensores de la denominada teoría de la enzima, postulada
principalmente por Desnuelle y cok, en l960~~, sugieren que durante la adsorción de la lipasa
sobre la interfase oleo-acuosa se producen una serie de cambios coniformacionales en la lipasa.
Los recientes estudios por mecánica molecular y por rayos-x de la lipasa de Rh.miehei y por
rayos-X de su estructura cristalizada apoyan la segunda teoría, ya que se ha comprobado la
existencia de una “tapadera’ hidrofába constituida por un segmento helicoidal de la cadena
protéica, que cubre el centro activo de la lipasa y que tras la adsorción de la enzima a la
interfase oleo-acuosa, se abre dejando libre e] acceso del sustrato hasta el centro activo de la
enzima, donde se sitúa la triada catalítica y el agujero oxianiónico, formado también tras la
adsorción enzimática. Estas zonas estructurales se describirán con detalle más adelante (ver
11.3.3.).
En 1960, Desnuelle y co/si9 sugirieron un modelo bidimensional para explicar la
actividad lipolitica de las lipasas, que supuso un importante avance en el conocimiento del
mecanismo de acción de estas enzimas interfaciales. Dicho modelo sugiere que las lipasas.
que son enzimas hidrosolubles, para fijarse a la superficie interfacial deben sufrir un cambio
confonnacional previo. Este cambio conformacional ha sido observado en la fosfolipasa A
2







Figura 2: Esquema del mecanismo de acción de la fosfalipasa A2 (a) y de una lipasa (h).
Otra hipótesis, basada también en la modificación enzunática, consiste en la
dimerización de la enzima inducida por la agregación del sustrato. Verger y co/sl’ postularon
un modelo según el cual la enzima se une a la interfase por un lugar adicional topográfica y









Un factor característico de la lipolisis es que la concentración y orientación de la
enzima y del sustrato en una fase superficial viene determinada por fuerzas distintas de las
que intervendrían en el caso de interación directa entre la enzima y el sustrato en la catálisis
homogénea.
Como se deduce de la Figura 3. el microentomo de la enzima es muy diferente del
macroentomo. La monocapa donde se encuentra la lipasa viene determinada por la naturaleza
del sustrato, por la presencia o no de agentes emulsificantes, etc., y en general, por el
coeficiente de reparto del sustrato en la bicapa. Por otro lado, hay enzimas que necesitan la
presencia de cofactores, como la colipasa, que sirven de unión entre la proteína y la interfase.
Todos estos factores añaden nuevas dificultades al estudio de la actividad enzimática, por lo
que en la bibliografía se recogen numerosos trabajos acerca de las caracteristicas física-
quimicas de la interfase y de los factores que determinan el área interfacial de• las
emulsiones4754.56
La principal utilidad de la emulsión es la creación de grandes áreas interfaciales que
contienen el sustrato apolar en un volumen relativamente pequeño. Ello permite la adsorción
de todas las moléculas de enzima en la interfase y la máxima velocidad de reacción47. La
diferente distribución del tamaño de la emulsión puede modificar el comportamiento cinético
de la enzima Por otro lada, también es importante utilizar emulsificantes apropiados que
disminuyan la tensión interfacíal e impidan fenómenos de agregación, que provocan la
disminución del área, superficial47
Actualmente se recomienda el uso de monocapas lipídicas frente a los sistemas
clásicos, ya que presentan una sede de ventajas57:
a).- Son muy sensibles por lo que se necesitan cantidades mínimas de lípidos para
realizar medidas cinéticas.
b).- Permiten el control de parámetros físico-químicos característicos de la película
monomolecular, apanando información sobre el curso de la reacción.
c)- Se mejora la “calidad de la interfase’, que depende de la naturaleza de los lípidos




ll.2.4.b.- Mecanismo de reacción de ¡a linolisis y síntesis de ésteres
Las lipasas presentan un elemento estructural diferenciador que no se conoce en otro
grupo de enzimas. Dicho elemento estructural es una “tapadera” formada por una porción
helicoidal de la cadena polipeptidica, que se coloca sobre el centro activo de la enzima
cuando está inactiva. Tras la activación interfacial, expuesta en la sección anterior, esta
“tapadera’ se abre, dejando libre el acceso hasta el centro activo. Además, se forma un
aguj ero oxianiónico donde se unirá el sustrato y será, también, el encargado de estabilizar el
mtermedio tetraédrico de la reaccion.
El centro activo de las lipasas está constituido por una triada catalítica
(Ser His Asp), que constituye otro elemento común (junto con el agujero oxianiónico) entre
las lipasas y las serinproteasas58. Por lo que, el mecanismo de acción de las lipasas es muy
semejante al de las serinproteasas.
Para el estudio del mecanismo de acción de las lipasas se analizó la estructura de los
complejos covalentes cristalizados de la lipasa de Rh.míeheí con sus inhibidores (fosfonato
de p-nitrofenilo y n-hexilfosfonato de etilo)59’60 y se observó que la apertura de la tapadera,
al unirse con el inhibidor, provoca una alteración total en la superficie de acceso al centro
activo de la enzima, de forma que ésta zona adquiere un caracter más hidrófobo, favoreciendo
la interacción de los sustratos (Figura 4).
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El mecanismo de acción de las lipasas en la reacción de sintesis o hidrólisis de ésteres,
en función del tipo de sustratos, es muy similar al de las serin-proteasas61, como se muestra





















Figura 5: Mecanismo general de síntesis de ésteres catalizada por lipasas. La numeración de













Durante la reacción de sintesis de ésteres, el carbono carbonilico del ácido sufre el
ataque nucleofílico del grupo hidroxilo del residuo de Serma de la triada catalítica, que ha
sido previamente activado a través de una red de puentes de hidrógeno con los otros dos
elementos de la triada (Histidina y Aspártico) (Figura 5). A continuación, se forma un
intermedio tetraédrico que se estabiliza porpuentes de hidrógeno con el residuo Serina-82 que
forma parte del agujero oxianiónico. Este frágil intermedio se rompe liberando una molécula
de agua y dando lugar al complejo acil-enzima, el cual es atacado por el alcohol que hay en
el medio de reacción. De esta manera, se forma otro intermedio tetraédrico, también
estabilizado por el agujero oxianiónico, que se rompe liberando el éster corespondiente. Al
mismo tiempo, la tríada catalítica de la enzima recupera su estructura original. La velocidad
de reacción de todo esteproceso está determinada por la primera fase, formación del complejo
acil-enzima, ya que es la más lenta.
En las reacciones de hidrólisis de ésteres el mecanismo de acción es el mismo; la
única variación reside en la naturaleza de los sustratos. El primer donador de ada es un éster,
en lugar de ácido; tras la rotura del primer intermedio tetraédrico se libera un resto alcohólico
y el ataque nucleofilico final lo realiza una molécula de agua, en lugar de una molécula de
alcohol.
11.2.5.- ACTIVIDAD CATALITICA DE LAS LIPASAS
Un catalizador se defme como toda aquella sustancia que acelera la velocidad de una
reacción y puede ser recuperada, sin sufrir cambios químicos, al final de la reacción.
En los organismos vivos las enzimas actúan como catalizadores de la mayoría de las
reacciones biológicas; pero actualmente las enzimas también se utilizan como catalizadores
de reacciones de síntesis quimica orgánica, pennitiendo la realización de reacciones que antes




U.2.5.a.1.- Determinación de la actividad catalitica de una enzima.
La actividad catalitica de una enzima se expresa como milimoles de sustrato
transformados por unidad de tiempo.
Cuando se quiere comparar la actividad de distintas enzimas, como catalizadores de
una determinada reacción, se utiliza el término de actividad específica que equivale a la
actividad catalítica por miligramo de proteína.
El valor de actividad catalítica se calcula a través de la pendiente de la recta obtenida
al representar la velocidad de reacción, expresada en milimoles de sustrato transformados por
minuto, frente a la cantidad de proteína, expresada en miligramos. Para poder comparar la
actividad enzimática especifica de distintas enzimas es necesario que la determinación de su
concentración protéica se haya realizado siguiendo la misma metodología, ya que los
resultados obtenidos, por ejemplo según el método del biuret y el método de Bradford son
diferentes.
ll.2.5.a.2.- Estudio del mecanismo de acción de una enzima
El mecanismo de acción de una determinada enzima depende del tipo de reacción que
catalice. En la presente Tesis Doctoral se analizaron dos mecanismo de acción para la lipasa
de Rh.m¡ehe¡:
a) reacciones de hidrólisis con un salo sustrata (determinación de la actividad
lipásica y esterásica), según cinética Michaelis-Menten.
b) reacciones de síntesis de ésteres con dos sustratos, según cinéticas de tipo
ping-pang bi-bi.
Cinéticas de Michaelis-Menten.
Los principios generales de la cinética de las reacciones químicas son aplicables a las
reacciones catalizadas por enzimas, pero éstas muestran un rasgo característico y que solo se
dá en las reacciones biocatalizadas: la saturación con el sustrata.
Las reacciones más sencillas de la cinética enzimática, son aquellas en las que un
sustrato 5 es convertido en un producto P por medio de una reacción catalizada por una
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enzima E, sin que se produzcan inhibiciones por producto u otras sustancias. Estas reacciones
siguen el siguiente esquema:
S±E S-E -~ P+E
La cinética de estas reacciones enzimáticas sigue el modelo descrito por Leonor
Michaelis y Maud Menten en 191363. Según este modelo cinético, para una determinada
concentración de enzima, la velocidad de reacción aumenta proporcionalmente con la
concentración de sustrato [S], hasta ocupar todos los centros activos de la enzima, alcanzando
entonces un estado de saturación enzimática y máxima actividad con una velocidad constante
(V~j (Figura 6)
Figura 6: Representación de Michaelis-Menten. Efecto de la concentración del sustrato sobre
la velocidad de una reacción catalízada enziniaticamente.
Este proceso se expresa cuantitativamente a través de la ecuación de Michaelis-
Menten, ecuación de velocidad para las reacciones catalizadas por enzimas que sólo actúan





Constante de M.ichaelis (¡CM): es la concentración de sustrato a la cual se alcanza una
velocidad de reacción que equivale a la mitad de la velocidad máxima, es decir, es la
concentración de sustrato a la cual la mitad de los centros activos de la enzima están
ocupados. KM indica el grado de estabilidad del complejo enzima-sustrato; ya que ‘ni valor
elevado de KM indica que la unión del complejo es muy débil.
Velocidad máxima (V~J: Indica la velocidad máxima de reacción, que se obtiene
cuando todos los centros activos de la enzima están saturados de sustrato.
Para analizar la actividad catalítica de una enzima se utiliza el número de recambio
(kJ, parámetro que relaciona la velocidad máxima de reacción con la concentración inicial
de enzima y que, representa el número máximo de moléculas de sustrato convertidas en






Con el fin de transformar la ecuación de Miehaelis-Menten en una representación
lineal se siguen los métodos de: Lineweaver-Burk” y Eadie-Hofstee
6566.
* Método de L¡neweaver-Burk: Se representan el inversa de la velocidad de reaccián
(11v) frente al inverso de la concentración de sustrato (lis). El punto de corte
de la recta con el eje “y” representa la inversa del valor de V~ y el valor de
la pendiente equivale al cociente KMN~
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* Método de Eadie-Hofstee: Se representa la velocidad frente al cociente V/(S]. El
valor de la pendiente equivale a -KM y el punto de corte con el eje de
ordenadas equivale a
La representación de Eadie-Hofstee se considera más precisa67~8, por lo que va a ser
la representación lineal utilizada en la presente Tesis Doctoral.
Cinéticas muitisustrato
La mayoria de las enzimas suelen utilizar más de un sustrato para llevar a cabo su
acción catalítica. Muchos de los principias aplicados para enzimas que actúan sobre un solo
sustrato pueden aplicarse también a sistemas multisustrato. No obstante, en la mayoria de
estos casos se suele observar un comportamiento michaeliano cuando la concentración de un
sustrato se mantiene constante y solamente varía el segunda sustrato. Según la terminología
comunmente aceptada, se consideran reacciones secuenciales aquellas en las que todos los
sustratos se unen a la enzima antes de que se forme el primer producto de la reacción. Estos
mecanismos secuenciales se llaman ordenados si los sustratos se unen a la enzima y los
productos se liberan en un orden obligatorio. Par su parte, un mecanismo al azar implica la
no obligatoriedad en el orden de combinación o liberación. Par otra parte, las reacciones en
las cuales unos o más productos se liberan antes de que todos las sustratos se añadan se
denomnina 1,inz-vona o de doble desplazamiento y el térmno »uni-uni» o “bi-bi” hace referncia
al número de sustratos presentes.
La cinética de las reacciones de transferencia de acilo catalizadas por lipasas en medio
orgánico, que pueden concluir en la síntesis o hidrólisis de ésteres en función de la naturaleza
de las sustratos, corresponde a un mecanismo de reacción tipo pmg-pong bi-bi69, que es una
variación del modelo de Michaelis-Menten, definido para reacciones con das sustratos y que
se desarrollan en das etapas.
El mecanismo general de reacción de las lipasas se basa en la formación de un
complejo acil-enzima con el primer sustrato racénuco (A~ y A
5), que posteriormente sufre un
ataque nucleofilica por el segundo sustrato (B) formándose los producto de la reacción (~R
y P3). Este mecanismo de acción se representó en el apartado anterior (ver 1L2.4.b.; Figura
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Esquema 3: Mecanismo do reacción tipo ping-pang bi bi para sustratos quirales
En las reacciones de síntesis de ésteres los sustratos AR y A8 son los enantiómeros
de un ácido y K-OH es un alcohol, mientras que los productos ~R y P~ son los enantiómeros
del éster formado y R1-OH es el agua liberada en la reacción
En el esquema 3, para la reacción de síntesis de ésteres, k8, kb, W8 y k’b son constantes
netas de velocidad
70. Cineticamente, lc, y k’, equivalen a K
0/K,J, de ambos enentiómeros (AR
y A8) y kb, k’b representan la constante de unión y el rendimiento catalítico de cada complejo
diastereoisomérico acil-enzima respecto al nucleáfilo aquiral.
Los valores de las constantes de velocidad k8 y kb corresponden a las siguientes





donde T1 y T2 indican los estados de transición.
Si la velocidad de reacción del
rival A8 es VAS , entonces ~plicando el
se obtienen las siguientes reacciones:
enantiómero AR es VAR y la velocidad del enantiómero




tÉnz]O¡vÁR= l/kdA~] + (l/kb + k’~[Asjj/k~k’b[AR] ) . l/(ROH] [5]
[EnziO/vAS= l/k’jA5] + (1/k’b + ks[AR]/k’akb[Aj) l/[ROH] [6]
Estas ecuaciones indican claramente que la discriminación entre dos sustratos
competitidores depende de la secuencia completa de la reacción.
En las reacciones de hidrólisis de ésteres los sustratos (AR y A8) son los
enantiómeros de un éster quiral y R2-OH es un alcohol, mientras que los productos (~R y P5)
son los enantiómeros del ácido liberado. En estas reacciones se produce una pérdida parcial
de especificidad debido a la elevada concentración de agua (55,SM), que es el disolvente de
la reacción. Como consecuencia, el segundo término de las ecuaciones 5 y 6, que representa
los pasos que siguen a la fase irreversible de la reacción, son anulados, quedando esas
ecuaciones reducidas a las siguientes ecuaciones , para las reacciones de hidrólisis
[Enz]JvÁ 11kJA] [7]
[Enz]dyB = lIk’a[B) [8]
Combinando las dos ecuaciones 7 y 8 se obtiene la ecuación 9~.
VA/VB = (ka/ka) . ([A]/[B]) [9]
Esta ecuación 9 indica que en las reacciones hidrolíticas, la enantioselectividad
depende i¿micamente de la secuencia catalítica que conduce hasta el púmer paso reversible.
Esta diferencia en cuanto a la enantioselectividad de los dos procesos explica por qué, en
algunos casos, la enantioselectividad del proceso es mayor en las reaccianes de esterificación
73-75
en disolventes orgánicos que en reacciones de hidrólisis en medio acuoso
Las reacciones que siguen un mecanismo de tipo ping-pong dan lugar a gráficas de
Lineweaver-Burk paralelas para diferentes concentraciones del segundo sustrato, mientras la
V~ y la KM del primer sustrato también aumentan (Figura 7).
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Figura 7: Gráficas de Lineweaver-Burk paralelas, características de la cinética ping-pang.
IIZ.5.b.- Estereoseleetividad de las li»asas
Las lipasas son enzimas enantioselectivas; propiedad que ha permitido llevar a cabo
transformaciones regio- y enantioselectivas que no eran posibles por técnicas de Sintesis
Orgánica tradicional y que serán analizadas en el próximo apartado (ver 11.2.6.)
ll.L5.b.1..- Parámetros de enantioselectividad
Con el Fm de cuantificar la enantioselectividad de una enzima en una determinada
reacción, Sih y co¡s76’~ definieron un parámetro denominado Coeficiente de
enannoselectividad iR). Este coeficiente se definió como la relación entre los parámetros V,,~
y KM de los dos enantiómeros AR y A
8.
Durante una reacción enantioselectiva, silos dos enantiómeros compiten por el centro
activo de la enzima y se cumplen las exigencias de la teoría del estado estacionario postuladas
por Michaelis-Menten, las velocidades de reacción de ambos enantiómeros se pueden definir









~AR = (kcat ¡ KM)AR [E] lAR] [10]
~AS = ~ / KM)AS [E] [A8] [11]
Por tanto, el coeficiente de enantioselectividad (E), seguiendo la definición antenor




Dado que estas constantes cinéticas están relacionadas con la energía libre de ambas
estados de transición, la enantioselectividad de una reacción está relacionada con la diferencia




Actualmente, para reacciones irreversibles en lugar de utilizar todos estos parámetros,
característicos de las reacciones correspondientes a cada uno de los enantiómeros, se
simplifica el proceso empleando la expresión matemática propuesta por St y coW
7<”1 que
relaciona el valor de E con la conversión (c) y el exceso enantiomérico del sustrato (e;) o
del producto (eec). El inconveniente de este parámtro es que solo se puede aplicar en
ecuaciones de primer orden o de pseudoprimer orden, es decir en aquellas reacciones
donde solo haya un sustrato o en las que uno de ellos está en una concentración muy supenor,
como la reacción de hidrólisis de ésteres, en la cual uno de los reactivos (el agua) es el










En estas ecuaciones la conversión y los excesoso enantioméricos se expresan en tanto
por uno.
1L2.&b.2.- Determinación experimental del rada de enantiaselectividad de una
reacción.
Para determinar el grado de enantioselectividad alcanzado en una reacción la
metodología más utilizada es la cromatografía por HPLC con columna quiral.
La cromatografía se basa en la distribución de un compuesto entre das fases: una
móvil y otra estacionaria. Hasta hace pocos años, la mayoría de las fases estacionarias
utilizadas en cromatografía gaseosa y en cromatografía líquida eran aquirales, lo que
significaba que la separación de enantiómeros no podía realizarse directamente, sino que
previamente había que formar diastereoisómeros por reacción con un agente opticamente puro.
Brooks y Gilbert76 desarrollaron por primera vez tui método de separación de los dos
isómeros de Ibuprofen por cromatografía gaseosa, mediante la formación de amidas
diasterosisoméricasde este ácido con R(+) «-metil bencil amina. A partir de ese momento, han
ido ~areciendo en la bibliografía diversos métodos de separación de enantiómeros de ácidos
2-anípropiónícos mediante cromatografía, previa derivatización77’7.
No obstante, es más útil utilizar un método cromatagráfico directo de separación de
enantiómeros utilizando una fase estacionaria quiral y una fase móvil aquiral. En la presente
Tesis Doctoral se ha seguido esta metodología utilizando columnas quirales tipo Chiralcel
(Daicel Chemical Imnd.), cuya fase estacionaria supramolecular es un derivado de celulosa y
una fase móvil aquiral, con una composición determinada según el ácido 2-arilpropiónico
analizado (Tabla 13). Dado que experimentalmente se detennina el exceso enantiomérico del
ácido quiral (producto de la reacción de hidrólisis de los esteres de dichos ácidas 2-
arilpropiónicos), para calcular el coeficiente enantiomérico (E) dela reacción de hidrólisis se
utilizará la ecuación [15].
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1L2.6.-. ACTIVIDAD DE LAS LIPASAS EN MEDIO ORGÁNICO
El medio natural de actuación de las enzimas durante los procesos biológicos es el
agua. En este medio las enzimas adoptan una conformación plegada de forma que los
aminoácidos apolares se colocan hacia el interior de la molécula, mientras que los residuos
polares se disponen en la superficie en contacto con el agua del medio79. En medio orgánico
las enzimas tenderían a plegarse en sentido contrario, de forma que quedaran en la superficie
los residuos apolares. Este hecho conduce al planteamiento de cómo es posible que las
enzimas puedan retener su actividad catalítica en medio orgánico.
Las diversas investigaciones llevadas a cabo coinciden en señalar que la estructura
enzimática en medio orgánico no se modifica, y par tanto, la actividad enzimática se
mantiene. Algunos autores afirman que una enzima nativa en medio orgánico sufre mi
atrapamiento cinético, debido a las interacciones hidrófobas producidas por la baja constante
dieléctrica del medio, lo que permite el mantenimiento de la estructura proteica. Esta rigidez
enzimática se ha camprobado en la proteinasa a-lítica mediante técnicas de RMiN de deuterio
so
en estado sólido y en la a-quimotripsina mediante técnicas de resonancia de spin
electrónÁco8t. Otros autores han comprobado que tras liofilizar una disolución enzimática,
dicha enzima mantiene la conformación que tenía al pH de la disolución de partida y además
dicha conformación se mantiene cuando la enzima liofilizada se utiliza en un medio con
disolventes orgánicos anhídros~. Finalmente, se ha comprobado por medio de diagramas de
difracción de rayos-X, que la estructura de la subtilisina Carlsberg cristalizada en acetonitrilo
anhidro es idéntica a la de la enzima en aguan
11L2.6.a.- Ventajas de la catálisis enzimática en medio or~ánco
El empleo de enzimas como catalizadores en medio orgánico presenta una serie de
ventajasl3M:
1).- aumento de la solubilidad de la mayada de las compuestos orgánicos
2).- posibilidad de llevar a cabo reacciones que son imposibles en medio acuoso
debido a restricciones cinéticas o termodinamicas.
3) - aumento de la estabilidad enzimática
4) - sencilla recuperación de los productos de reacción
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5).- debido a la insolubilidad de las enzimas en medio orgánico es posible su
recuperación al final de la reacción por simple filtración, lo que permite su
posterior reutilización.
6).- eliminación de contaminaciones microbianas.
7).- se evitan reacciones secundarias provocadas por el agua, como la hidrólisis de los
anhídridos de ácido utilizados como agentes acilantes o la polimerización de
las quinonas, utilizadas como regenerador de cofactores.
8).- aumenta su estabilidad térmica, permitiendo su utilización a temperaturas elevadas,
hasta 1 00 0C”47.
9).- las enzimas inmovilizadas por adsorción sobre superficies no porosas no se
desprenden del soporte cuando se utilizan en medio orgánico.
IL2.6.b.- Elección del disolvente orgánico
La naturaleza del disolvente orgánico afecta a la estabilidad y actividad enzimática por
70
tres vias
a>.- Inhibiendo o inactivando la enzima por interacción directa con ella, ya que
el disolvente orgánico puede distorsionar las puentes de hidrógeno y las interacciones
hidróbofas que mantienen la estructura protéica, provocando una disminución de su actividad
y estabilidad88.
b).- Los disolventes orgánicos pueden interaccionar con sustratos o con
productos de la reacción. Por ejemplo, el cloroformo provoca una significativa disminución
de la actividad catalítica de la peroxidasa durante la reacción de oxidación de fenoles89.
¿4- el disolvente orgánico puede interaccionar con la capa de agua esencial que
rodea a las enzimas, provocando la alteración de su conformación activa. La interacción entre
el disolvente orgánico y el agua esencial de una enzima es directamente proporcional al
caracter polar de dicho disolvente; ya que los disolventes polares tienen mayor capacidad para
captar esas moléculas de agua, provocando la desnaturalización, y por tanto desactivación
enzimática90. Esta vía de alteración enzimática es la más importante en el caso de las lipasas.
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En general, la eficacia catalitica de las enzimas disminuye al aumentar la polaridad del
disolvente75. Se ha comprobado que los disolventes polares pueden desactivar las enzimas; al
captar el agua esencial para el mantenimiento de la conformación enzimática activar o al
penetrar hasta su núcleo hidrofóbo, alterando su delicada conformación”.
Con el fin de optimizar la actividad catalítica de las enzimas en medio orgánico se
suele utilizar el parámetro logP (coeficiente de partición del disolvente en un medio bifásico
n-octanol/aguaf93, como medida de la polaridad de los disolventes orgánicos7Ú»4.~. Laane ~
cols.96 analizaron la relación existente entre la actividad enziniática de varias lipasas y otros
parámetros fisico-quimicos de los disolventes orgánicos, como la constante dieléctrica (e), la
capacidad de formar enlaces de hidrógeno (y), el momento dipolar (u) y la polarizabilidad
(a), pero solo obtuvieron una correlación clara con el valor de logP.
En función del logP se han clasificado los disolventes orgánicos en tres grupos96:
1).- JogP <2 (solubilidad en agua superior al 0,4 %) Distorsionan la delicada
y vital capa de agua que rodea a las proteínas, ya que penetran en dicha capa o reemplazan
las moléculas de agua de dicha capa
III).- Iog P entre 2 y 4 (solubilidad en agua entre 0,04 y 0,4 %). Distorsionan
las interacciones enzima-agua, pero en menor medida que los disolventes anteriores. Alteran
la actividad enzimática de forma impredecible.
In).- IogP > 4 (insolubles en agua). No distorsionan el escudo de moléculas
de agua que rodean a la proteína y mantienen a la enzima en su estado activo.
Así pues,los disolventes apolares como: hexano, isooctano, tolueno, ciclohexano, terc-
butil- y diisopropiléter y derivados halogenados como tricloro- o trifluoroetano han sido
utilizados con éxito coma disolventes ai reacciones catalizadas par lipasas. Sin embargo, al
utilizar disolventes polares como N,N-dimetilformamida(DMF), piridina y n-butanol, se altera
la estabilidad enzimática y se desactiva el biocatalizador70.
Centrándonos en el comportamiento de la lipasa de Rh.m¡ehe¡ diremos que Zaks y
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Klibanov’3, tras analizar la influencia de la naturaleza del disolvente orgánico en la actividad
de tres lipasas de origen diverso (lipasa pancreática porcina, lipasa de Rhsnwhei y lipasa de
C.cylindracea) durante la reacción de transesterificación de tributirina y n-heptanol,
observaron que la lipasa de Rhw’n¡ehe¡ ocupa una posición intermedia respecto a su
sensibilidad a la naturaleza del disolvente, ya que la actividad de la lipasa de C.cylindracea
es directamente proporcional a la naturaleza del disolvente y la actividad de la lipasa
pancreática porcina no tiene ninguna relación con el mayor o menor grado de polaridad del
medio, debido probablemente a que sus moléculas esenciales de agua están más fuertemente
unidas y es más dificil que el disolvente las elimine96. Además, comprobó que ningua de estas
lipasas era activa en dimetílsulfóxido y DMF, debido a la disolución de las proteinas en estos
disolventes, mientras que en los otros disolventes las lipasas se mantienían en suspensión y
activas.
Miller y cols.9 analizaron la actividad de la lipasa inmovilizada de Rh.mieheí
(Lipozyme® 1M20) en la reacción de síntesis del miristato de propilo utilizando diferentes
disolventes. Comprobaron que esta lipasa es practicamente inactiva en disolventes polares o
miscibles en agua, mientras que presenta una elevada actividad en disolventes apalares.
Además, comprobaron que en algunos casos en los que se utilizaron disolventes polares era
posible recuperar la actividad enzimática resuspendiendo la lipasa en un disolvente apolar
como el hexano y añadiendo una cierta cantidad de agua. Esta recuperación solo fue posible
en el caso del tetrahidrofurano (THF) debido a que este disolvente elimina solamente las
moléculas de agua unidas muy debilimente a la enzima, provocando pocas alteraciones
conformacionales, las cuales son fáciles de solventar al adicionar cierta cantidad de agua. Por
el contrario, al seguir el mismo procedimiento con DMIF, la enzima no recuperaba su
actividad, ya que este disolvente elimina todo el agua de la molécula provocando alteraciones
irreversibles de la proteína.
En conclusión, el disolvente orgánico ideal para una determinada reacción es aquel que
solubiliza los sustrato~9 y no desorbe ni distorsiona el manto acuoso esencial para el
mantenimiento de la conformación activa de la enzima~.
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11L2.6.c.- Importancia del agua en la actividad enzimática en inedia orgánico
.
Como se indicó anteriormente, el medio biológico de actuación de las enzimas es el
agua, ya que participa directa o indirectamente en todas las interacciones no covalentes
(interacciones electrostáticas, enlaces de hidrógeno y fuerzas de Van der Waals’0’ que
permiten el mantenimiento de la conformación nativa, y por tanto, catalíticamente activa de
las enzimas’~ ~ Además, se ha comprobado que aunque las enzimas mantienen
perfectamente su actividad y conformación en medio orgánico, se pueden inactivar si se
elimina todo el agua del medio, ya que el disolvente orgánico captará moléculas de agua de
la enzima. Por tanto, la cuestión que hay que plantearse no es si las enzimas necesitan agua,
smo cuanta agua necesitan para mantener su conformación activa en un medio determinado’3.
El método más conecto para establecer la cantidad de agua esencial para la actividad
de una determinada enzima se basa en la correlación entre la actividad catalítica y la cantidad
de agua disponible por la enzima en un disolvente orgánico. Esta correlación se obtiene a
través del concepto de actividad de agua (a,j, que es el mejor parámetro para describir la
distribución de agua en sistemas multifásicos’t
II.2.6.c.1.- Actividad de agua (a,,)
Sí suponemos un sistema cerrada en el que una fase gaseosa húmeda se encuentra en
equilibrio con una fase líquida, también húmeda, se puede defmir la actividad de agua (a,,)
de la fase líquida a una temperatura dada como [161105
fw
[16]
donde: f,, es la fugacidad del agua en la mezcla a la temperatura de equilibrio
es la fugacidad del agua pura a la misma temperatura
Si la concentración de agua en el sistema es pequeña (como sucede en los procesos
biocatalizados en medios orgánicos ligeramente hidratados) y se trabaja abajas presiones (pe.
a presión ambiental de 1 atm), se puede suponer que el vapor de agua se comporta como un
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La presión de vapor del agua pura (P0,,) en estas condiciones se considera igual a la
unidad. La ecuación transformada y expresada en tanto por ciento se define como Humedad
relativa en el equilibrio (PiRE) [18].
HRE=P,,lO0=a.~<lO0 [181
II.2.6.c.2.- Isotermas de adsorción
En la práctica, la actividad de agua (a,,) se determina introduciendo la muestra en una
cámara de medida cenada, a temperatura constante y con volumen lo más pequeño posible.
Pasado un tiempo, se alcanza el equilibrio entre la humedad del aire de la cámara y la de la
muestra. Esta humedad relativa del aire en la cámara de medida, corresponde a P~, y si
consideramos P~ 1, obtenemos el valor de a,, a partir de [17).
La forma más común de representar estos datos, es una curva que mide la variación
de la cantidad de agua añadida (g. agua ¡ g. muestra) frente a a,,. Según las medidas sean
efectuadas durante la deshidratación de la muestra (desorción) o en el curso de la
rehidratación de la misma (adsorción o resorción) se obtendrán dos curvas, que no tienen por
qué coincidir (fenómeno de histéresis).






Figura 8: Isoterma teórica de adsorción-desorción.
Al analizar el contenido en agua de una enzima hay que considerar dos fracciones de
moléculas unidas a las enzimast06:
a).- la primera fracción está constituida por moléculas de agua facilmente
separables, que pueden ser facil y exactamente cuantificadas por desorción. Estas moléculas
de agua residual (no superior a 0,07 mg agua/mg de enzima), se cree que interaccionan
107
solamente con grupos funcionales cargados y algún agrupamiento de aminoácidos polares
El agua que se desorbe inicialmente procede tanto de residuos polares, como no polares de
la secuencia polipeptídica de la enzima; aunque, evidentemente, los residuos más expuestos
al medio serán los más polares. La energía libre de desoraón, de estas moléculas de agua
hacia el disolvente orgánico es favorable (AG <0).
b).- la segunda fracción de moléculas de agua se mantienen fuertemente unidas
a la enzima y constituyen parte de su estructura. Su desarcián desde zonas cargadas de la
enzima hacia el disolvente orgánico suele ser termodinamicamente desfavorable (¿NG > O).
0.23 (kW 0.75
Activklad de agua <A..’)
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En la isoterma teórica (Figura 8) se pueden diferenciartres zonas, que se corresponden
con los diversos tipos de moléculas de agua unidas a la enzima:
Zona 1: El agua presente en esta zona de la isoterma es el agua más
fuertemente unida, que en el caso de las proteínas corresponderia al agua de cristalización.
Este agua está unida a zonas polares de la proteína por interacciones agua-ión o agua-dipolo.
La entalpía de vaporización de este agua es mucho mayor que la del agua pura, y no puede
congelarse a -40 0C. El limite de las zonas 1 y II coresponde al contenido de humedad
‘monocapa’. Al contrario de lo que pueda inferirse del nombre, la monocapa no significa la
cobertura de toda la materia seca por una capa simple de moléculas de agua densamente
empaquetadas, sino que se trata de la cantidad de agua necesaria para formar una monocapa
sobre los grupos altamente polares y accesibles de la materia seca.
Zona II: El agua añadida en la zona II ocupa los restantes sitios de la primera
capa y vanas capas adicionales (agua en multicapa). La entalpía de vaporización del agua en
multicapa es ligera o moderadamente superior a la del agua pura.
Zona LII: El agua de la zona III es el agua menos ligada a la proteína y por
ello se denomina “agua de la fase masiva”. Tiene una entalpia de vaporización igual que la
del agua pura, por lo que se trata de agua congelable.
ll.2.6.c.3.- Competencia por el agua en un sistema biocatalidco
La disponibilidad del agua alrededor de las moléculas activas de enzima depende de
la presencia de elementos en el sistema que pueden competir por el agua, según sea su
afinidad por la misma,- como: los disolventes orgánicos, los reactivos, los aditivos y los
soportes.
Disolventes orgánicos
Como se indicó anteriormente (ver II.2.6.b.) los disolventes compiten, en función de
su polaridad, con la enzima por el agua.
La capacidad de captación de agua por parte del disolvente se refleja en su isoterma
de adsorción. Halling y cols.’0’ comprobaron la similitud existente entre las isotermas de
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adsroción de agua de las protefnas en aire y en disolventes de diferente polaridad hasta un
valor de a,.’ próximo a 0,5. De esta forma dedujo que el disolvente no influye en la cantidad
de agua fuertemente ligada a la enzima (que corresponde al agua que todavía queda retenida
tras la liofilización).
Al realizar estudios de actividad con lipasas en disolventes tan dispares como hexano
(logP = 3,5) y 3-pentanona (logP = 0,8), se observá que, en todos los casos e
independientemente de la polaridad del medio, la actividad enzimática óptima de las lipasas
analizadas se situaba en tomo a una a.~= 0,55 ‘t Por tanto, la medida de la actividad de agua
permite establecer las condiciones idóneas de reacción.
Reactivos
La naturaleza y concentración de los sustratos sobre los que actúan las enzimas pueden
alterar la distribución del agua en el sistema. Así por ejemplo, una concentración elevada de
alcohol”0 o de ácido”’ en una reacción de esterificación catalizada por lipasas, puede
provocar una disminución drástica de la actividad enzimática debido a un aumento de la
capacidad de la fase orgánica para solubilizar agua, y por tanto de sustraería del
biocatalizador.
Aditivos
Las sales pueden competir con las moléculas de enzima por captar el agua del
medio112. De la misma forma, los azúcares presentes en muchos preparados enzimáticos
comerciales, son capaces de captar agua”3.
Compuestos similares al agua coma el glicerol y otros glicoles”4, la N,N-
dimetilformamida”5 y el dimetilsulfóxido”6 son capaces de alterar la actividad enzimática, ya
que estos compuestos actúan como miméticas del agua y en algunos casos la adición de estos
compuestos produce un mcremento en la actividad de muchos biocatalizadores.
Soportes
Reslow y cols.”7 demostraron que la naturaleza del soporte sobre el que se inmovdiza
una enzima influye en la actividad catalítica de la enzima inmovilizada. Este comportamiento
es debido a la “acuofilia” del soporte, que es la capacidad de éste para adsorber agua,
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utilizando como disolvente de referencia el diisopropiléter saturado en agua. Estudios
análogos”””8 demostraron que los soportes hidrófobos favorecen la actividad catalítica frente
a los soportes hidrofilicos. De todas formas, ni la capacidad del soporte para absorber agua,
ni su contenido en agua pueden pronosticar una determinada actividad en una reacción
biocatalizada.
En el equilibrio, la a.~ será la misma en todas las fases del sistema, incluyendo el
soporte donde la enzima se encuentra mmovilizada. Controlando el valor de a,, del sistema,
se ha podido comprobar que el perfil de la curva actividad enzimática/a,, es similar en la
mayoría de los soportes utilizados”9’22
11.2.7.- APLICACIONES DE LAS LIPASAS
11.2.7.a.- Evolución histérica de la aplicación industrial de las enzimas
El uso de enzimas en procesos industriales se remonta a las antiguas civilizaciones
orientales de Clima y Japán, que utilizaban las enzimas para la producción de alimentos y
bebidas alcohólicas. Homero describe, en ima de sus obras, el proceso seguido por los griegos
para la elaboración de queso; removiendo la leche con ima rama de higuera. Esta rama
liberaba una proteasa que provocaba la coagulación de la leche.
En 1875 Christian Hansen desarrolló la primera industria de producción de enzimas.
En su fábrica producía una preparación enzimática estandarizada, compuesta por una mezcla
de quimosina, también denominada raiina, y pepsina. Esta preparción se denornió cuajo y
se utilizó en la preparación de quesos.
Pero, hasta 1955, con la producción de la glucoamilasa, no se desarrolló a gran escala
la industria de las animas. Sin embargo, fue la utilización de las proteasas en la composición
de los detergentes el factor que impulsó definitivamente esta industria. A partir, de ese
momento se iniciaron diversos frentes de investigación acerca de las enzimas y su utilización.
Las aplicaciones del uso de enzimas se dividen en cuatro categorías’23
1).- enzimas como productos finales:
mdustria de detergentes
industria de agentes de limpieza
industria farmacéutica
mdustria de alimentación animal
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3).- producción de alimentos y bebidas
mdustria quesera
industria cervecera
mdustria del vino y de las zumos
industria de productora de proteínas
mdustria cárnica
industria panadera
industria de grasas y aceites
4).- enzimas como catalizadores industriales
procesamiento del almidón
producción de antibióticos
industria dedicada a la química fina
IILZ.7.b.- Aulicaciones industriales de las basas
Aunque la “industria” de las lipasas se ha desarrollado más lentamente que la de otro
tipo de enzimas industriales como las proteasas y carbohidrasas, recientemente se han
propuesto nuevas aplicaciones potenciales para este tipo de enzimas, lo que las hará
enonnemaite competitivas can las anteriormente mencionadas.
El interés actual acerca del uso de las lipasas en procesos biotecnológicos se debe,
fundamentalmente, a que estas enzimas’24:
a).- son capaces de catalizar reacciones de sintesis o de hidrólisis de ésteres
controlando las condiciones de reacción; ya que, las lipasas pueden trabajar en medios




b).- son enzimas asequibles dada su alta producción mediante técnicas de
ingeniería genética
no son excesivamente sensibles a la estructura del sustrato, lo que las
convierte en biocatalizadores de amplio espectro.
La oferta comercial de lipasas microbianas por parte de laboratorios japoneses,
europeos y americanos, se ha incrementado espectacularmente, debido a su gran variedad de
aplicaciones y a su bajo precio. En la Tabla 2 se muestran algunos ejemplos de lipasas
comerciales.

























Las lipasas se utilizan fundamentalmente en la industria alimentaria (producción de
quesos y elaboración de leche para lactantes) y en la industria de grasas y aceites Asimismo,
se emplean en la industria de los detergentes, de los agentes de limpieza, en la industria




fl.2.7.c.- Utilización de las basas en reacciones de síntesis orgánica
En la presente Tesis Doctoral el estudio de las aplicaciones de las lipasas se ha
centrado en su utilización como catalizadores de reacciones de Sintesis Orgánica, ya que las
lipasas pueden catalizar reacciones difíciles de llevar a cabo por métodos químicos
convencionales. A continuación se indican algunos ejemplos.
* Oxidación indirecta de ácidos
El descubrimiento reciente de que las lipasas pueden catalizar la formación de
peroxiácidos carboxílicos a partir del correspondiente ácido carboxilica y peróxido de
hidrógeno, seña otro ejemplo de aplicación de lipasas en procesos químicos orgánicos’24 El






Esquema 4: Oxidación indirecta de un ácido, catalizada par lipasas.
La lipasa cataliza la oxidación del ácido en perácido, presumibleniente por el
intercambio del grupo -OH por -OOH. Esta reacción se ha utilizado en la epoxidación de




* Ester4ficación regioselectiva de O-glucósidos.
La lipasa B de Candida antarctíca se ha empleado en la esterificación regioselectiva
en C6 de glucósidos’
2t El coste de este proceso es bastante bajo, ya que la glucosa se obtiene
facilmente de los vegetales. Además, la no utilización de reactivos químicos tóxicos hace que







Esquema 5: Esterificación regioselectiva del C~ de O-glucósidos.
Estos compuestos, debido a sus buenas propiedades surfactantes, representan una
importante alternativa a los productos ya existentes, empleados con muy diversos fines; desde
cosméticos a detergentes de lavado en frío, desengrasantes industriales de metales para usos
electrónicos, etc.
ll.2.7.c.1.- RESOL1IJCION DE RACEMATOS
La actividad biológica, la biodisponibilidad y el metabolismo de un compuesto quiral
puede variar de forma muy significativa de un enantiómero a otro’
25~’27. Existen numerosos
ejemplos acerca del distinto comportamiento de los enantiómeros de un determinado
compuesto; ya que uno puede ser activa y el otro inactivo; uno tóxico y el otro inerte, uno
agonista y el otro antagonista’2. A pesar de ésto la mayoría de los fármacos con centros
quirales se han comercializado, hasta ahora, como mezclas racémicas debido a que la
separación de los enantiámeros par métodos de síntesis orgánica convencional en algunos
casos es difícil de realizar; lo que conlieva el encarecimiento y prolongación del proceso’29
En 1982, los fármacos racémicos y aquellos compuestos con un solo enantiómero puro
se comercializaban en ima proporción de 7 a 1. Actualmente la situación es muy diferente,
tras las indicaciones propuestas por la FDA (Administración Americana de Alimentos y





como entidades individuales y comienzan a ser considerados como combinaciones de
fármacos’30. Como consecuencia de estas directrices, el desarrollo de un fármaco quiral, si se
quiere comercializar como mezcla racémica conlíeva la realización de estudios farmacológicos
y toxicológicos de dicha mezcla y de cada uno de los enantiómeros, lo que provoca el
encarecimiento y prolongación del desarrollo de dicho fármaco.
Las circustancias anteriormente descritashan forzado a muchas empresas farmacéuticas
a sintetizar isómeros puros, o por el contrario, a dedicarse a la fabricación de moléculas
aqmrales De ahí el pronóstico de que, para el año 2000, el 80% de este tipo de fármacos
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Figura 9: Evolución de la producción de sustancias opticamente puras durante los últimos
anas
De entre todas las posibilidades de introducir asimetría, o de resolución de racematos,
los procesos biocatalizados están adquiriendo mayor importancia cada dia y sin duda las
lipasas presentan una enorme aplicabilidad, debido a su enantioselectividad y amplia
especificidad de sustrato, lo que las convierte en instrumentos de gran valor para la obtención




Realizar un estudio exhaustivo del gran número de biotransformaciones recogidas en
la bibliografía sería muy extenso, por ello remitimos a una serie de referencias bibliográfica,
que recogen este amplio campo t No obstante, a continuación se indican algunos ejemplos
de interés.
* Reacciones de acilación
Diversos agentes acilantes se han empleado en acilaciones irreversibles y altamente
enantioselectivas (e.e. > 93 %) de 2-halo-1-aril-etanoles empleando la lipasa de Pseudomonas
fiuorescens’39. Se ha demostrado que mediante el uso de esta enzima, en disolventes anhidros
y de acetatos de vinilo como donadores de acilo es posible sintetizar alcoholes









Esquema 6: Síntesis de alcoholes enantioméricamente putos.
* Reacciones de hidrólisis
Scilimati y cok. ~ llevaron cabo la resolución de ésteres racémicos catalizada par
lipasas; para lo cual seleccioná un éster no hidrolizable en carboxilo terminal para mejorar











Esquema 7: Hidrólisis enantioselectiva de ésteres.







El análisis de las influencias estructurales en la hidrólisis de ésteres es uno de los
puntos de mayor actualidad en el campo de la biocatálisis. Tras el estudio de la influencia del
tamaño del anillo en la hidrólisis de acetatos cíclicos, catalizada por la lipasa de Pseudomonas
fluorescens, se ha observado que los acetatos con configuración R se hidrolizan
preferentemente, con alta enantioselectividad, independientemente del tamaño del anillo 1«146~
Las lipasas de páncreas porcino y la de Candida rugosa realizan la hidrólisis
enantioselectiva de ésteres bicíclicos’47 con un exceso enantioménco supenor al 94 % para
el caso concreto de los acetatos y de los butiratos de endo-7-oxabiciclo [2,2,1] hept-2-ilo, para
asi obtener los correspondientes alcoholes bicíclicos y ésteres ópticamente puros con un e.e.=
9397 148
Varias lipasas, de Pseudotnonas fiuorescens, Aspergullus níger y Candida rugosa, se
han probado en la hidrólisis de los ésteres etílicos de 2-cloro-N-benciloxicarbonil derivados
de algunos aminoácidos no naturales. Los mejores resultados se han obtenido mediante la
reacción llevada a cabo con la lipasa de Aspergilh¿s níger, donde se ha observado una
preferencia en la hidrólisis de los enantiómeros L (e.e.= 85-96 %)‘49i Este fué el primer
intento de resolver aminoácidos no naturales, algunos de los cuales no se pueden hidrolizar
mediante acilasas.
Con la lipasa de Candida rugosa se han obtenido los enantiómeros del trans-2-
aminocíclohexanol mediante hidrólisis de (+)-2-azÁdociclohexanoatos y posterior
hidrogenación’50. Con esta rmsma enzima mmovilizada sobre celite’5’ se han resuelto acetatos
de tetrahidroisoquinolinio utilizando como medio de reacción isooctano saturado con agua.
OAc
OH $
CH: Lipasa CH~ + CH3O~y.t~X>
CH
3 doCn¡gosa CH3 — CH3cY>N.Pk..t
Esquema 8: Resolución de acetatos de tetrahidroisoquinolimo.
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La hidrólisis enantioselectiva de chésteres, particularmente en compuestos proquirales
está ahora utilizándose como método para preparar sintones quirales para la sintesis de
compuestos bilógicamente activos. Una fácil sintesis de R(-) muscona se ha realizado
utilizando una aproximación quimoenzimatica vía hidrólisis del diacetato proquiral al sintón








Esquema 9: Síntesis de R(-)-muscona.
Esta enzima, también se ha utilizado en la síntesis de la prostaglandina A2 (PGA2) ya






Esquema 10: Síntesis de prostaglandina k
La preparación de butirato de (R)-glicidilo y (R)-glicsdol, elementos sillares de la
síntesis de fármacos fr-bloqueantes, es un importante ejempío de la aplicación industrial de
lipasas para la obtención de productos enantioméricamente puros. La lipasa pancreática

















Esquema 11: Resolución enanticespecífica del butirato de (R,S)-glicidilo.
La lipasa de Geotflchum candidum ha sido utilizada para catalizar la hidrólisis
enantioselectiva y regioespecifica de ésteres de ácidos grasos con un resto acilox¿i en posición
fr Los correspondientes Whidraxiácidos liberados son componentes estructurales de muchas










éster (A) de ácidogruo ~-rilaxálado
Esquema 12: Hidrólisis de ésteres de ácidos gasos (3-aciloxilados.
* Reacciones de fransester4ficación
La transesterificación de un éster en medio acuoso catalizada por lipasas no tiene un
interés práctico, porque se va a producir preferentemente la hidrólisis enzimática del sustrato
y del producto. Sin embargo, cuando el agua se reemplaza por un disolvente orgánico, como






La piridina seca es el mejor disolvente para llevar a cabo la transesterificación de
ésteres de ácidos carboxilicos y glúcidos empleando la lipasa de Pseudomonas fluorescens.
Esta reacción tiene interés para la producción de biosupeificies’5’59.
Sin embargo, la lipasa de páncreas porcino es más activa en tetrahidrofurano,
habiéndose utilizado en acetilaciones regioselectivas de los hidroxilos primarios en
furanósidos. El grupo donador de adío más activo es el acetato de 2,2,2-trifluoroetilo’60. El
grupo de Wong ha utilizado ésteres de enol, como acetatos de isopropenilo o de vinilo, como
agentes de transferencia irreversible de acilo’61. Este proceso es interesante pues el grupo
saliente se tautomenza al compuesto carbonilico correspondiente, lo que hace que la reacción
sea irreversible (Esquema 13).
O O
+ ROH Lipasa + RÍtCH,
Esquema 13: Reacción de transferencia irreversible de arMo
Bovara’62 llevó a cabo la la resolución enantioselectiva del fármaco mucolítico (±)
trans-sobrerol, por medio de una reacción de transesterificación enantioselectiva.
HO
H
+ ~0Ac Lipasa de Pseudomonas + +
OH ±OH
Esqueusa 14: Transetunficaejón del (±)-tran.s-sobrerolcon acetato de vinilo.
La lipasa de Rh.miehei se empleó para la resolución del trans-fr.fmilglicidato de metilo
vta transesterificación’63. El exceso enantiomérico (ee) de la reacción fue del 95 %. Ambos
productos, el sustrato no modificado (2K, 3S) y el producto obtenido (25. 3R), se convirtieron













Esquema 15: Transestenficacián del trans-~-fenilgIic¡dato de metilo.
Los 2-ciclohexen-l-oles sustituidos en 2 y 3 son intermedios en la síntesis de
alcaloides tales como la (+)-vmcamma. La resolución cinética de dichos compuestos ha sido
llevada a cabo mediante transesterificación con acetato de vinilo catalizada por la lipasa de
Rh.míeheí. El exceso enantiomérico del correspondiente éster fue del 97% ~.
* Reacciones de ester4flcación
Las reacciones de esterificación en medio orgánico catalizadas por lipasas son más
enantioselectivas que las correspondientes reacciones de hidrólisis en agua. Por esta razón las
reacciones biocatalíticas desarrolladas en medio orgánico van adquiriendo una gran
importancia como método de obtención de compuestos homoquirales.
Theil y cola’. 165.166 describen la esterificación regioselectiva y enantioselectiva de un
meso-diol para obtener el acetato de (1 ‘R, 4’S)-4’-hidroxi-2-óiclopenteni]o (esquema 16) que
es un paso clave del proceso de síntesis de la prostaglandina E
2. El rendimiento de esta
reacción fue de 50-65 % y el exceso enantioniérico (ee) superior al 99 %. La enzima
empleada fue la pancreatina y el agente acilante fue el acetato de tricloroetilo.
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Por su parte Johnson y Bist~ obtuvieron rendimientos y excesos enantiométicos





Esquema 16: Esterificación regio- y enantioselectiva de un meso-diol:
11.3.- LIPASA DE Rhfzomucor miehel
HSI.- Rbizomucor ,niehei
Rijízomucor míehel es un hongo ficomiceto que en un principio se incluyó en el género
Mucor’68. Tras un estudio más exhaustivo de su estructura y propiedades se observaron
algunas diferencias importantes en cuanto a su morfología y requerimientos térmicas, por lo
que se reclasificó dentro del género Rhízomnucor, que fue defmido como taxón por Lucet y
Constantin en 1899169.
Los hongos pertenecientes al género Rhizomucor son termófilos. Lindt (1886), Miehe
(1907) y Lucet y Constantin (1900) a principios de siglo, determinaron que la temperatura
óptima para el desarrollo de las cepas de estos hongos es 37-40 oc y su temperatura de
crecimiento se situa desde 22-24 oc hasta 50 oc, muy diferentes de las temperaturas óptimas
para el desarrollo de los hongos del género Mucor”9.
Morfologicamaíte, el género Rhízomucor difiere del género Mucor por la presencia





















Figura 10: Esquema de la morfología del bongo Rhízomucor míeheí. (a) esporangióforos; (b)
rizoides; (o) columelas; (d) esporas; (e) zígosporas entre suspensores.
En la Figura 11 se recoge una imagen de microscopio del esporangio globoso de Rh.
iníehel, que prescita ima columela piriforme y sin q,ófisis.
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113.2.- OBTENCION DE LA LIPASA DE Rhhonu~cor ¡niehel
El hongo ficoiniceto Rhízomucor iníehel produce una lipasa extracelular (triacilglicerol
acilliidrolasa EC 3. [.1.3.) activa en la hidrólisis de un amplio espectro de lípidos de aceites
y grasas de origen vegetal y/o animal’7’
U.3.2.a.- Isoenzimas dc la ¡masa de Rh¡zomucor miehel
En un principio, la lipasa de Rh.míeheí se obtuvo por fermentación de cepas selectas
‘72
de dicho hongo
Tras diversos estudios de purificación’73’74 se observó la existencia de dos isoenzimas
A y B. Aunque en el sobrenadante de la fermentación se identificaron ambas isoenzimas, tras
el proceso posterior de purificación a pH bajo se produce la deglicosilación de la forma A.
que se transforma en la forma B. Las diferencias detectadas entre ambas formas enzimáticas
son las siguientes’73
* sus cargas netas son ligeramente diferentes a pH 8
* presentan distinto punto isoeléctrico: pI (A~ 3,9 y pI (B~ 4,3
* la forma B es más activa, aunque es menos estable.
Las dos isoenziinas presentan tambiéx ima serie de similitudes, ya que a pH 7 alcanzan
ambas su máxima actividad lipásica y son especificas de la posición 1 de los triglicéridos.
siendo su velocidad de reacción mayor con monoglicéridos de ácidos de cadena larga (12:0,
14:0, 16:0, 18:0) que con monoglicéridos con ácidos cortos (4:0, 6:0, 8:0)’”.
C.2.2.- Obtención de la lipasa de R.nñehe
¿
Como se indicó anteriormente, esta lipasa se obtuvo imcialmente par fermentacion del
hongá Rhízomucor miehel’”. Tras el desarrollo de las técnicas de ingeniería genética la lipasa
de Rh.míehez se obtiene actualmente por técnicas de recombinación genética, siguiendo la
estrategia que se representa en el esquema ~7’”.
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Identificación de clones con cADN















expresión de la lipasa
de Rh.míeheí
Esquema 17: Estrategia de clonaje para obtener la lipasa de RI.rniehei
El cADN correspondiente al precursor de la lipasa de Rh.míehei se insertó en un
plásmido de expresión de A.otyzae’76, denominado pRML-787 que presenta un promotor de
A.otyzae a-amilasa, un terminador de A.nzger glucoamilasa y un marcador genético de
acetamidasa, que permite el crecimiento de las células en medios donde la única fuente de
nitrógeno es la acetamida. En la Figura 12 se representa la estructura de la molécula
recombinante obtenida
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Figura 12: Molécula recombinante constituida por .3 plásmido pRiML-787 y el cADN
conespondiente a la lipasa de Rh.m¡ehe¡.
Esta molécula recombinante se introdujo en la célula hospedadora de A.oryzae por un
proceso de transformación, obteniéndose un clon de células, productoras de la lipasa de
Rh.míehei. Tras el estudio de las proteínas secretadas por el clon de células se observó que
una gran proporción correspondía a lipasa de Rh.rníehei (rRML). La composición en
aminoácidos, el peso molecular y la actividad enzimátíca específica de esta lipasa
recombinante (rRML) resultó ser semejante a la de la lipasa de Rh.míehet obtenida por
fermentación del hongo (RNft).
El mecanismo de maduración de la lipasa de Rh.m¡ehet en las células transformantes
no se conoce, pero se comprobó que el 70% de la lipasa secretada por A.oryzae era
correctamente madura, es decir, había perdido la secuencia de aminoácidos característica del
precursor; mientras que el restante 30% había perdido el residuo de serna N-terminal”’.
A partir de la estructura de los dos cADN aislados de esta lipasa3’ se llegó a la
conclusión de que la lipasa de Rh.míeheí es sintetizada como un precursor de 363
aminoácidos (peso molecular de 39.529 D) que presenta una s~al peptídica de 24
aminoácidos y un propéptido de 70 aminoácidos. Tras un proceso de maduración, todavía
desconocido, la lipasa de Rh.míehet queda constituida por 269 aminoácidos (peso molecular





lipasa purificada’77. Esta secuencia de aminoácidos (utilizando la nomenclatura estándar de
tres letras) se representa en la Figura 13, comparándola con la secuencia de nucleátidos del
cADN, ¿oxTqondiaxte a la pre-lipasa de Rh.míehei3.
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Figura 13 Secuencia de aminoácidos de ¡a lipasa de Rh.mieheí y secuencia de nucisótídos
de su cADN.
Los nucleátidos se numeran a partir de la primera base del codon iniciado? (ATO) y
los aminoácidos se numeran a partir del primer residuo de la lipasa madura, dando números
negativos a los 94 aminoácidos del precursor que se pierden tras la maduración. Una flecha
indica la posición del primer aminoácido de la lipasa madura. El aminoácido Met-103 es el
residuo carboxi terminal de mis cofta lipasa variante del precursor. El pentapéptido donde se
encuentra la triada catalitica está marcado por un rectángulo
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En la Tabla 3 se muestra la composición en aminoácidos de la lipasa de Rh.m¡ehe¡ (en
sus formas A (RML-A) y B (RLMIL-B)), deducida a partir de la secuencia de nucleátidos del
correpondiente cADN y de la lipasa secretada por A.oryzae tras el proceso de transformación
genética (rRML), que es muy similar para todas ellas’7736.
Tabla 3: Composición en aminoácidos de la lipasa de Rh.miehez en sus formas A y B, del
correpondiente cAUN y de la lipasa obtenida por técnicas de clonaje (rRML).
AMINOÁCIDO BML-A RML-E cADN r1IML



























































































Por todo ello, se puede concluir que el mecanismo responsable de la maduración del
precursor de esta lipasa presenta la misma especificidad en Rh.míeheí y en A.oryzae36.
Asimismo, el punto isoeléctrico de la lipasa recombinante (rRML) purificada es 4$, semejante
al de la forma B36.
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11.3.3.- ESTRUCTURA DE LA LIPASA DE Rkizomucor mielsel
En 1990 Brady y cols.58 cristalizaron la lipasa de Rh¡zomucor iniehez y estudiaron su
estructura mediante la técnica de rayos-X. De esta forma, describieron el modelo atómico
obtenido con una resolución de 3,1 A (posteriormente refmado hasta 1,9 A). La descripción
de la estructura de esta lipasa fue completada por Derewenda y cois.”’ los cuales analizaron
la estructura de un complejo enzima-inhibidor, para así poder estudiar las diferencias
estructurales entre las distintas conformaciones de la lipasa.
Una vez conocida la estructura complexa de la lipasa de Rh.miehe¡ se llevaron a cabo
estudios más profundos acerca del proceso de activación, simulando el movimiento de la
“tapadera” elemento caracteristico de las lipasas”9. Para estos estudios se utilizaron técnicas
de mecánica molecular, con las que se pudo simular el movimiento de la “tapadera” mediante
ángulos pseudotorsionales restringidos, en vacio, para simular el medio hidrofóbico de la
interfase lipídica o del disolvente orgánico, con distintos valores de constante dieléctrica.
Estos estudios revelaron algunas similitudes importantes con las serin proteasas. como
son la existencia de una triada catalítica (Ser.. lbs.. .Asp) y de una cavidad onaniánica en el
que participan los nitrógenos de algunos residuos, Además, se descubrió la existencia de una
estructura a-helicoidal que actúa como irna “tapadera”, cubriendo la triada catalítica y que
desempeña un papel fundamental en el proceso de activación de la lipasa, ya que, cuando la
enzima se encuentra en la interfase oleo-acuosa, fundamental para su activación, esta
“tapadera” se abre y deja al descubierto una gran zona hidrofóba, donde se encuentra el centro
activo de la enzima.
La estructura de la lipasa de Rh.miehe¡ sirvió como base para el estudio estructural de
otras lipasas homólogas, toda ellas producidas por hongos. Dichas lipasas son las producidas
por Ceotncum candidum, Humnicola lanuginosa, Pen¿ddium camernbertnyRhizopus delemar46.
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Figura 14: Estructura de la lipasa de Rhtzamucar miehel obtenida del Banco de Datos Protéicos.
11.3.3.a.- Características generales
La lipasa de Riuntehel está constituida por una cadena protéica sencilla compuesta por
269 aminoácidos, con un peso molecular aproximado de 30 kW’
Brady y cois.” cristalizaron esta lipasa obteniendo cristales con la simetría del grupo
espacial P21212~ La celdilla unidad tiene las siguientes dimensiones: a= 71,6 A, ~ 75,0 A,
c= 55,0 A. Si se considera una molécula por celdilla, el volumen especifico es de 2,5 ,43 por
dalton.




Rh.m¡ehe¡, realizado por Brady y cok.58, se definieron vagamente dos fragmentos: el
fTagmento N-terminal, que comprende los 13 primeros aminoácidos y un largo bucle externo
entre lo~residuos 36 y 48. Posteriormente, Derewenda y cok.t7’ descubrió que la hélice a N-
terminal actúa como soporte para la parte distal de la lámina.
Las coordenadas atómicas de la posición de cada uno de los aminoácidos de la lipasa
de Rh.m¿ehe¡, así como su estructura terciaria fueron depositadas por Brady y cok. en el
Banco de Datos Protéicos”, del cual se ha obtenido la siguiente representación (Figura 14).
fl.3.3.b.- Estructura ¡primaria
En la Tabla 4, publicada por Derewenda y cok.’7’ en 1992, se recogen los 269
residuos aminoacidicos de la lipasa de Rh.mieher y su posición en la cadena polipeptidica.
Además, se indican los ángulos dihedros del esqueleto protéica, las asignaciones de la
estructura secundaria, obtenidas a través del algoritmo DSSP’0; las asignaciones finales
basadas en los ángulos dihedros y en el sistema de enlace por puentes de hidrógeno y, por
último, el grado de exposición al medio de cada residuo, expresado en Á2.
Tabla 4: Estructura de la lipasa de Rhízomucor míeheí. Secuencia de
dihedros, puentes de hidrógeno, estructura secundaria y grado de
aminoácidos al medio.
Dihedral angIe. e> Mun-ch.in hydrogen bond
4’ 4, 0—0 N
<3 162 236 N
—127 127
E —150 167 234N 2340
A —89 145 7N’
A —79 148 WAT 2320
T —83 163 (13 =4,14=4> 130”
3 —59 —48 (14 =4,iS =4) WA’r
Q —61 —46 (¡5=4,16=4> WAT
E —64 —40 17=4 10001
—64 —38 IISN, 180’> 1100,110)
=4 —61 —46 (¡9=4,WAT1 (II 0,120>
E —67 —47 <19=4.20=4> 120
U —64 —30 (21N,21O’~WAT> 130
T —74 —36 (21N,220’,22N> 140
Y —60 —52 (23=4) (150160)
Y —66 —40 (23=4) <150,160>
T —59 —40 <25=4> (170,180>
T —62 —46 <25=4.26=41 180
L —59 —50 {WAT, 27=41<3-2A>} ¡90
8 —56 —48 <270’,WAT) 200
A —63 —46 (28 =4,WAT) 21 0
=4 -60 —29 29=4 220
3 —66 —16 WAT 23 0?l~3 A>
Y -85 -4 30=4111 250
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¡64 U —n ¡21 (WALt WALT> WAT 5
¡65 S —145 ‘—170 (¡68=4,¡69=4) ¡680” fi 44
¡66 5 —64 —¡4 WAT WAT mt 50
¡67 8 —91 —12 >650’ «o 90
¡68 =4 —137 ¡6 138=4 1650 y. 26
¡69 L —¡24 122 — ¡650 o
¡70 E’ —¡23 ¡37 140=4 1380 37
¡71 U —¡23 ¡36 196=4 1940 fi(s) ¡
¡72 Y —133 125 142=41(33A> 1400 6
173 T —124 155 >96=4 ¡960 0
174 Q —131 ¡30 ¡44=4 ¡420 2
¡75 0 56 35 — ¡980 O¡76 Q —82 136 WALT WAT fi 3
¡77 1> —76 ¡62 176W2 fi o¡78 R ~ ¡44 — 2080 3
179 y —104 —37 ¡08=4 WALT 2
mt¡80 0 —144 —178 216=4 WAT?(3a A> fi O
¡SI =4 —Sí —176 (¡84=4,¡85=4) ¡06o 30
182 ¡3 —53 —44 <186 =4.186 =4~) 57
¡83 A —62 —4¡ (¡87 =4,WALT> 41
¡84 ¡3 —70 —37 ¡88=4 1810 5
185 A —60 —40 189=4 1810 0
>86 =4 —62 —40 (¡90=4,WAT) ¡820 «(5) 84
¡87 Y —61 —44 <190=4,¡900’) 1830 40
188 Y —59 —45 (131 =4,191 0’, WAT) 1840 7
¡89 Y —61 —43 (192=4,WAT) ¡850
¡90 8 —55 —24 WAT ¡860 85
¡Sí T —77 —17 (158 OH> ¡880 4
¡92 0 7~ —4 WALT >890 Vt 45
¡93 1 —59 127 <WALT, WALT> I9l 0” fi ¡4
¡94 P —60 ¡¡8 ¡71=4 34
195 Y —127 103 220=4 WALT 10
¡96 R —lOO ¡09 (173=4,WAT> 1970 55
¡97 R —9~ 104 222=4 2200 4
¡98 T —s~ 134 <¡75 =4,WALT) ¡73 ~ fi (6>
199 Y —¡27 132 224=4 2220 1
21%) =4 —98 los 203=4 2600M
2<11 E 4> —¡11 (223 N’,WALT> 2240 £ 49
202 R —96 7 253=4 2560» líO
2<13 D’>< —36 117 WAT 2000 fi o
294 ¡ —71 —23 207=4 2530 «o
205 Y —5~ —47 208=4 2030’~ mt O
206 P —59 —¡1 (217=412,WALT) mt ¡
207 H —¡07 14 WALT 2040 y. 16
21ís U —¡¡a 139 178=4 2050 fi 36
209 ¡3 —76 ¡61 (178 NI!!, WALT) fi ¡
210 P —5¡ 143 (213 =4,WALT> fi
t¡¡ A —4s —466 WALT WAT’<a3 ~> mt 60
212 A —56 —34 WALT WALT mt ¡01
213 ¡3 —66 —¡7 WALT 2100 mt 87
214 0 ¡i~ —2 WALT — YL
215 ¡3 —Ql ¡67 (WALT. WALT) WAT?(3’3 A> A ¡3
216 L —¡56 149 WALT 1800 fi 49
‘217 H —92 146 240=4 2400” fi 3
218 A —¡20 ¡70 197=4* WAT?<33 A) 0 5
219 0 96 140 2~0
220 8 —67 >2? ¡97=4 ¡950 t ¡6
221 E —82 ¡17 235=4 4
222 Y —ío~ ¡04 199=4 1970 fl<7> 8
223 W —¡os í¡s 233=4 2330 24
224 1 —7 lid 201N 1990 0
225 T —¡os —17 (WALT. 2260”?> 231 0 50
226 D —¡s~ 152 231 =4 231 01(34 A> fi 73
227 =4 —íog —¡s WAT’(aa A> —. /R 57
228 8 —144 ¡09 —. 112
229 ¡3 —76 ¡58 2310’ 1 ¡03




























































































































































Símbolos: 1 llama ¡3; ¡ hélice ~; —> pupo amida o carbonilo libn; ¡—44 pupo amida o cartonilo lifre ocuh; ~
conformación Ramachandran no permitida; () puente ¡3; — cedo de la hélice; 9 átomos de moléculas con relación
de simeúia
il.3.3.c.- Estructura secundaria
La lipasa deRh.m¡ehei está formada por 269 aminoácidos, de los cuales 130 (48,3 %)
forman parte de láminas o de hélices y el resto de los residuos (51,7 %) están situados en las
horquillas ¡3 y en los largos bucles superficiales.
En la Figura 15 aparece una representación esquemática de la estructura secundaria
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Figura 15: Esquema de la estructura secundaria de la lipasa de Rh.miehuí
ll.3.3.c.1.- Zona central de láminas ¡3
En la Figura 16 aparecen representados los puentes de hidrógeno entre los grupos
peptidicos que forman parte de la zona central de láminas ¡3.
Figura 16: Zona central de láminas (3 de la lipasa de Rh.mrehe¿
La notación usada para las hebras ¡3(1-8), de la hoja central, sigue la secuencia de
éstas; excepto para la novena hebra, que se denomina 8’
De las nueve hebras, siete de ellas se disponen en una dirección y solo das se colocan





Asimismo, aparecen dos clásicos abombamientos I~, como los descritos por
Richardson1’, entre un estrecho par de enlaces de hidrógeno sobre un par de hebras
antiparalelas. El primero de estos abombanajentos aparece en la hebra 1 y en él participa el
residuo lle-52, el cual presenta una conformación helicoidal. El segundo abombamiento se
encuentra en un medio estructuralmente semejante, al final de la hebra 7, donde el residuo
Thr-225, adopta una conformación YR-
[L3.3.c.2.- Hélices a
Hay cinco hélices a que contienen, al menos, cuatro aminoácidos consecutivos con
conformación aR. Estos fragmentos son los siguientes: del 11 al 27; del 85 al 91; del 109 al
132; del 146 al 159; del 182 al 191 y del 254 al 257.
La hélice a más larga (109-132) presenta un pronunciado doblez originado por el
residuo Val-ls, el cual adopta una conformación IR’ Como resultado, se ven afectados tanto
el sistema de puentes de hidrógeno, como los oxígenos de los grupos carbonilo de Gly-l 16,
Glu-l 17 y Asn-120 y los grupos amido de la cadenapríncipal (Asn-120 y Glu-121), los cuales
participan solamente en los puentes de hidrógeno con moléculas de agua. No se ha encontrado
nada en la secuencia alrededor del doblez que sugiera que este hecho es resultado de la
esteroquimica local. Es posible que el doblez se haya formado al final del proceso de doblaje,
cuando la larga hélice a se une al centro de la molécula.
Además, hay regiones muy helicoidales, las cuales no son clasificadas como hélices
continuas debido a sus grandes irregularidades. Los dos fragmentos más largos de este tipo
se encuentran entre los residuos 41-48 y 242-248.
1L3.3,c.3,- Horquillas $ y bucles
El caracter predominantemente paralelo de las láminas ¡3 implica que la mayoria de
las conexiones entre las hebras sean del tipo ¡3-a-¡3 dextrógiras.
Solamente hay tres pares de hebras antiparalelas contiguas que están unidas por medio
de horquillas ¡3; estas hebras son las siguientes: 1-2, 2-3 y 7-8.
En la lipasa de Rh.míehe¡ aparecen cuatro largos bucles superficiales, los cuales no
tienen una estructura secundaria definida. Estos bucles se encuentran entre los siguientes
residuos: del 28 al 49 (es el bucle que conecta la hélice N-terminal con la primera hebra de
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la hoja ¡3); del residuo 92 al 108 (conecta la “tapadera” con la hélice 3); del 160 al 168
(conecta la hélice 4 con la hebra 5) y del residuo 201 al 219 (es el bucle que une dos hebras
contiguas (6 y 7)). Todos estos bucles presentan las características de los bucles (2,definidos
por Leszczynski y Rose’~. Estos bucles están formados por menos de la cuarta parte de los
residuos de la lipasa (24,1 %), pero ocupan el 32 % del área superficial.
Lo más novedoso de estos bucles se encuentra en el segundo de ellas, entre los
residuos 92 y 108, que conecta el extremo C-terminal de la “tapadera” con la hélice 3. Este
bucle tiene una cabeza retorcida debido a dos prolínas que participan
en un puente antíparalelo entre las posiciones 87 y 107. Este extremo N-terminal interviene
en el reordenamiento conformacional que tiene lugar durante la activación enzimática.
También hay dos extensos fragmentos polipeptídicos, cuya ausencia define la pérdida
de la estructura secundaria; dichos fragmentos aparecen entre los residuos 175 a 181 y 236
a 253. El primero de ellos se sitúa en el interior de la molécula y conecta la hebra 5 de la
lámina central con la “tapadera’; el segundo fragmento, forma parte de la zona C-terminal y
se sitúa en una zona superficial de la molécula.
IT.3.3.d.- Estructura terciaría
La lipasa de R.h.míehe¡, según la clasificación de proteínas en función de su estructura
secundaria’83, es una proteina de estructura tipo ~J¡3¡R¡;en la que se alternan las dos
estructuras: fragmentos con estructura de hélice a y con estructura de lámina ¡3. Dichos
fragmentos se disponen de forma que las láminas ¡3 se colocan en la zona central hidrófoba
y las hélices a se disponen alrededor protegiendo y estabilizando la estructura protéica.
Las hélices a forman una serie de horquillas, bucles y segmentos helicoidales que
unen o empaquetan la zona central de láminas ¡3178, Todos estos bucles son dextrógiros; con
lo que se crea una situación poco común, en la cual la lámina central es asimétrica, quedando
todos los fragmentos enlazantes (hélices a) localizados en un lado de la hoja.
La zona cenfraJ de láminas ¡3 paralelas, está formada por 8 hebras y una pequeña
hebra adicional, denominada (8’). Esta zona de láminas !3 plegadas es muy similar a la de la
carboxipeptidasa AIU, aunque la hebra Y de la lipasa está en dirección opuesta a la de la
carboxipeptidasa A.
En la lipasa de Rh.mniehe¡, sobre la hoja de laminas ¡3 se dobla una hélice a N-
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terminal, que se une a la zona más distal de la hoja a través de un corto pentapéptido N-
terminal (residuos del 5 al 9), que constituye la pequeña hebra adicional (8’) antes
mencion7ada’7«. Esta pequeña hebra 8’, a su vez, está unida por puentes de hidrógeno al
extremo (2-terminal de la octava hebra grande, en el extremo de la hoja central. Este patrón
de plegamiento de la lipasa de Rh.miehei constituye un interesante vinculo evolutivo entre las
proteínas del sistema tipo W[3 paralelo y las del tipo barril ¡3.
Un largo bucle superficial (residuos del 80 al 109) conecta el extremo (2-terminal de
la hebra 3 con el extremo N-terminal de un largo doblez helicoidal que se dirige hacia la
hebra 4 «o Este bucle, en principio, se podría clasificar como un gran bucle O según la
definición clásica, dada por Leszczynslci’82.
U.3.3.d.1.- Puentes disulfuro
El plegamiento de la cadena polipeptidica de la lipasa de Rh.miehei se estabiliza a
través de tres puentes disuifuro: Cys4O-Cys43; Cys29-Cys268 y Cys235-Cys244 ~.
Todos estos enlaces son dextrógiros, aunque no pertenecen a nmgim patrón estándar
de enganches y espirales dextrógiros’8>.
Estos enlaces disulfuro se colocan en una zona bastante superficial de la molécula,
excepto el enlace Cys235-Cys244 que está oculto hacia el interior.
El enlace Cys29-Cys268 estabiliza el plegamiento global de la estructura; mientras
que, el enlace Cys235-Cys244 es necesario para estabilizar las dos hebras terminales.
11.3.34.2.- Enlaces de las prolinas
En la cadena protéica de esta lipasa aparecen 13 residuos de Prolina, cuatro de los
cuales (los residuos 34, 209, 229 y 250) partícípan en enlaces cis peptidicost
La distribución de estos cuatro residuos de cís-Prolina en la lipasa de Rh.miehei está
de acuerdo con esos intermedios de plegamiento deducidos de la localización de las moléculas
de agua internas.(ver sección moléculas de agua internas). Es bien conocído que la
ísomenzación de los enlaces imida de la prolina generan fases lentas de plegamiento. El
pentapéptido 206-210 (que se sitúa al principio del segmento (2-terminal, cubriendo el
agrupamiento de 7 moléculas internas de agua) presenta una considerable barrera de energia,
ya que tres de sus residuos son prolinas (206, 209 y 210). De la misma forma, la presencia
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del residuo Pro-34 supone un paso limitante de la velocidad de formación de un bucle,
relativamente rigido, que contiene el puente disulfuro (Cys4O-Cys43) y la hélice N-terminál.
fl.3.3.e.- Puentes de hidrógeno
Il.3,3.e.1.- Puentes de hidrógeno de la cadena principal
En la estructura de la lipasa de Rh.míehe¡ aparecen 190 puentes de hidrógeno del tipo
0(z) H-NG), que representan el 70 % del total posible; esta proporción es ligeramente
supenor que la proporción del 61 % indicada por Baker y Hubbard’5 para la mayoría de las
proteínas de estructura globular. Por otra parte, 68 de estos enlaces aparecen en las hélices
a y 66 en puentes paralelos y anti-paralelos. Además, 63 (63.4 %) de los grupos carbonilos
están hidratados y los restantes 20 enlaces, que representan el 7,4 %, no pertenecen a ningun
sistema de puentes de hidrógeno. En comparación, de todos los grupos NH, solamente 46 (17
%) están hidratados y 20 no participan en puentes de hidrógeno. La proporción de grupos CO
y Nl-? no enlazados en la lipasa de Rh.miehe¡ es menor que lo indicado por Baker y
Hubbard’5 para proteínas globulares, que era del 11,2 % y 12 % respectivamente.
De los grupos ocultos en el interior de la molécula, solamente 4 grupos carbonilo ((20)
(residuos 81, 175, 178 y 219) y 2 grupos amino (NHXresiduos 145 y 221) parecen carecer
de cualquier sistema de puente de hidrógeno.
Un total de 39 grupos CO (14,5 %) están involucrados en puentes de hidrógeno con
átomos de cadenas laterales; 61 (22,7 %) participan en puentes de hidrágeno doblemente
bifurcados y 5 (1,8 %) interaccionan con otros tres grupos donadores; en este último tipo de
enlaces siempre participan moléculas de agua.
Entre los grupo amino peptídicos. 22 (8,2 %) interaccionan con cadenas laterales y
solamente 10 (3,7 %) forman parte de puentes de hidrógeno bifurcados.
Todos estos datos son bastante semejantes al modelo de proteínas gobulares descrito
por Baker y Hubbard”5.
fl.3,3.e.2.- Puentes de hidrógeno de las cadenas laterales y puentes salinos
La estructura secundaria de la lipasa de Rltmíehei se estabiliza a través de una serie




Los puentes salinos se establecen entre cadenas laterales cargadas, predominantemente
Arg con Glu o Asp. Una gran mayoría de estas interacciones aparecen en la superficie de la
proteina;y solamente 3 grupos y dos pares sencillos (Glu22l-Ser24i y Tyr28-Hisl43) están
enterrados. Uno de los tres agrupamientos internos pertenece a la triada catalítica y otro es
un agrupamiento de tres residuos que se sitúa en la interfase de la hélice N-terminal con la
lámina ¡3,
Tabla 5: Puentes de hidrógeno
lipasa de Rh.,niehei’7,
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ll.3.3.e.3.- Modificaciones en enlaces de hidrógeno tras la activación enzirnática
En la enzima nativa”3, los residuos del fragmento comprendido entre los restos Ser-82
y Phe-94 participaifen puentes de hidrógeno de caracter interno. El grupo hidroxilo de la Ser-
82 está enlazado por puente de hidrógeno a la amida de la Ser-84. El fragmento (2-terminal
de esta región (93-96) es estabilizado por interacciones de los átomos de Val-95 de la cadena
prmcípal el N con NM de His y el O con N de Lys-109.
Tras la activación enzimática, la “tapadera” gana tres interacciones adicionales con la
zona principal de la molécula de proteína. Así la Ser-82 es estabilizada, en esta nueva
conformación por una interacción de un grupo hidroxilo con 081 del Asp-9 1. La cadena lateral
polar de la Asn-87, ahora entenada bajo la “tapadera”, forma una serie de nuevas
mteracciones: el 061 se enlaza con el N de la amida de Thr-93 y Phe-94, mientras el N~
forma un enlace con el carbonilo de la Tyr-60. El grupo hidroxilo de la Ser-84 forma un
puente de hidrógeno con el o~’ del Asp-6 1. La zona helicoidal central de la “tapadera” retiene
su integridad estructural, mediante el oxígeno carbonilico de 11-89 formando un puente de
hidrógeno adicional con el hidroxilo de Thr-93. El residuo de Leu-92 se incorpora a la hélice,
mientras que la Thr-93 asume la conformación ~ pasando a ser el último aminoácido de la
hélice. El imidazol de la Ris-LOS canbia el puente de hidrógeno con el nitrogeno peptídico
de la Val-95 por el enlace al oxígeno carbonilico de la Ala-90, con Nc involucrado en lugar
de N81.
11.3.3.f.- Centro activo
El Centro catalitico de la lipasa de Rh.míeheí está constituido por tres elementos’78 que
en la Figura 17 se señalan en la estructura general de esta enzima:
A).- la triada catalitica (Ser.. His. . .Asp), que es la responsable del ataque nucleofilico
al grupo carbonilo del enlace éster.
B).- la cavidad oxianiónica, que también aparece en las serínproteasas; y que estabiliza
el mtermedio tetraédrico (sustrato-enzima)
C).- la “tapadera” helicoidal, elemento exclusivo de las lipasas que es la responsable
de la activación interfacial de la enzima cuando se encuentra sobre la interfase oleo-ac
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Figura 17: Localización de los residuos de la triada catalítica (Ser-144, lis-257 y Asp-203)
y la Ser.82 del hueco oxianiónico, elementos característicos del centro activo de la lipasa de
Rh.miehei.
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U.3.3.f.l.- Triada catalítica
La triada catalítica de la lipasa de Rh.mwhei (Ser-144. His-257 y Asp-203) es muy
similar a la de las serinproteasas, no solo por los aminoácidos que la constituyen, sino
también por el tipo de enlaces, ya que todos los puentes de hidrógeno identificados en este
sistema son también característicos deesta constelación en serinproteasas. El Nd de 1-Lis está
unido por un puente de hidrógeno al 0’ de Ser; mientras que, el N8’ del grupo iniidazol está
unido por otro puente de hidrógeno a uno de los oxígenos carboxílicos del Asp y por fuerzas
de van der Waals al otro oxígeno carboxilico.
El apareamiento Asp-HIis aparece en varias familias de enzimas (serinproteasas,
esterasas, hidrolasas y oxidorreductasas). La estereoquímica de la pareja Asp-His en la lipasa
de Rh.mzehei es muy típica. El 08! del residuo Asp-203 forma un enlace de hidrógeno con
el N0’ de la His-257 (tipo “sin”) y otro con un Q’~ del residuo Tyr-260 (tipo “ant?’). La
esteroquimica de estos das enlaces es muy favorable e indica fuertes interacciones. Por otro
lado, el Qfl del Asp-203 está unido por medio de fuerzas de Van der Waals al N8’ de la His-
257 y al N peptidico de la Val-205.
11.3.31.2.- Cavidad oxianiónica
Este es otro elemento común entre lipasas y serín proteasas. La función de dicha
cavidad es estabilizar el intermedio tetraedrico enzima-sustrato (Figura 18) formado durante
la reacción, en el paso de acilación y deacilación”’.
Brady y cois.” sugirieron que los nitrógenos de los residuos Leu-145 y Gly-146
formanparte de esta cavidad. Pero posteriormente. Brzozowski y cols.’9 y Derewenday co1a~
revelaron que la cavidad oxianiónico se forma durante el cambio confonnacional, producido
durante la activación enzimática, y está constituido por el enlace peptídico y los grupos
hidroxilo de la cadena lateral de Ser-82. Sin embargo, la estructura exacta de esta cavidad
oxianiánica es bastante desconocida. Recientemente Norin y cois.’” lo analizaron por métodos
de modelización molecular por ordenador. Estos estudios sugirieron la existencia de 2
regiones dentro de la cavidad oxianiánica. Una de estas regiones presenta gran afinidad por
grupos alifáticos, y constituye la zona de unión del sustrato, mientras que la otra zona, situada
ex el lado opuesto, es de naturaleza hidrofilica. En esta última región se almacenan moléculas
de agua, que son fundamentales para las reacciones de hidrólisis, ya que, el acceso del agua
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a la interfase hidrófoba, donde se sitúa la enzima activa, es muy difícil. El estudio del
intermedio acil-enzima indica que esta región hidrofilica se sitúa en una posición muy




Ser,~ NH-. --J--~ (~) reIms de enlace
Ser,2 OH’
R(ácido graso)
Figura 18: Representación esquemática del intermedio tetraédrico enzima-sustrato de la lipasa
de Rhízomucor ,niehei’
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La lipasa de Rh.mreheí es un excelente catalizador para la resolución racémica de
alcoholes secundanos Por esta razón Norin’8’ también estudió la influencia de la estructura
de la cavidad oxiamónica en la enantiose]ectividad de la lipasa, ya que dicha estructura
condicionará la disposición de los enantiómeros en el agujero oxianiónico y la mayor o menor
facilidad de ataque nucleofilico. Para estos estudios se hicieron simulaciones de dinámica
molecular y minimización energética de los modelo de transición enzima-sustrato, que dieron
una idea de la orientación de la unión de los dos enantiómeros de diferentes sustratos
(hexanoato de (R,S) 1-feniletilo y hexanoato de (R,S) 2-octilo).
En las estructuras de partida, para la modeización molecular, los radicales más
voluminosos de ambos ésteres se colocaron en la misma orientación. La conformación final
de mínima energía del enantiómero (R) más reactivo, no era muy diferente de la estructura
micial, los grupos fenilo y hexilo del alcohol liberado estaban perpendiculares al fondo del
centro activo; mientras que, los grupos metilo ocupaban una pequeña cavidad en el centro
activo. En la lipasa de Rh.miehei, esa pequeña cavidad está formada por Gly-266 y la cadena
lateral de Tyr-28, His-143, His-257 (componente de la triada catalítica) y Leu-258. El
enantiómero (5), menos reactivo se unió de forma distinta al centro activo. En este caso, los
grupos metilo se colocaron perpendiculares al fondo del centro activo (como se colocan los
grupos voluminosos de los enantiómeros (R)) y los grupos fenilo y hexilo se orientaron a lo
largo de la cavidad del centro activo. La energía de interacción de los énantiómeros (5) era
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mayor, lo que indica que esos complejos enzima-sustrato eran más tensos que las de los
enantiómeros (R) más reactivos. Esta tensión era debida a que en el estado de transición los
grandes grupos del ~enantiámero(5) menos reactivo interaccionaban muy desfavorablemente
con la enzima.
Además, se analizaron los enlaces de hidrógeno formados entre el oxianión del
intermedio tetraédrico y los grupos amida del esqueleto protéico, que se unen por dospuentes
de hidrógeno. Estos grupos amida se asignan a los residuos Leu-145 y Ser-82. Asimismo, la
cadena lateral de la Serna está umda por otro puente de hidrógeno a la cadena lateral del
Asp-91 de la “tapadera”.
11.3.3.f.3.- La “tapadera”
Este es un elemento característico de las lipasas. En estas enzimas el centro activo está
enterrado bajo una cortahélice superficial (residuos del 85 al 91) que se denomina ‘tapadera”.
El desplazamiento de esta “tapadera” se consideró la base estructural de la activación
inteifacial de las lipasas58. Esta teoría se probó experimentalmente por medio de la
caractenzacián por rayos-X, a una resolución de 3,0 A, de un complejo de lipasa de Rh.m¡ehei
con el inhibidor n-hexilfosfonato de etilo y por medio del estudio de los cambios
conformacionales observados durante la activación en el complejo enzima-inhibidor (fosfonato
de p-nitrofenilo), que fueron descritos con una resolución de 2,6 A59.
En la Figura 19 se indica la disposición del residuo Arg-86 en la conformación cerrada
de la lipasa de Rh.m¡eheí, componente de la tapadera de esta lipasa y que desempeña un papel
fundamental en la apertura de la tapadera, ya que como se representa en la Figura 19 su
disposición en relación con el esqueleto protéico se modifica por completo al abrirse la
tapadera La estructura abierta de la lipasa de Rh.i’niehe¡ (Figura 20) corresponde al complejo
enzima-inhidor (fosfonato de p-nitrofenilo).
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Figura 19: Estmctura CEBRADA de la lipasa de Rh.miehei. El residuo señalado del centro
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Figura 20: Estructura ABIERTA de la lipasa de Rh.m¡ehei que corresponde a] complejo





Brozozowski y cols.59 analizaron el cambio conformacional de la “tapadera” durante
la activación enzimática a través del complejo de la lipasa con un inhibidor (n-hexilfosfonato
de etilo). Este cambio conformacional descrito es un simple y rígido movimiento de la parte
helicoidal (LeuS5-Asp9l). Este movimiento consiste en la traslación de 8 Á del centro de
gravedad de la hélice y una rotación de 1670 alrededor de una eje casi paralelo al eje de la
hélice. Existen dos regiones bisagra bien definidas que permiten el movimiento de la
“tapadera y que se sitúan a cada lado: el tripéptido de Ser 82-84 y el tetrapéptido 92-95.
Cuando la “tapadera” helicoidal se enrolla, para abrir el centro activo, su zona hidrofilica, que
en la estructura nativa estaba expuesta al medio externo, queda parcialmente enterrada en una
cavidad poíar, previamente rellenada con moléculas de agua bien ordenadas. Al mismo
tiempo, el lado hidrofóbo de la tapadera queda completamente expuesto al medio externo,
constituyendo una gran superficie apolar alrededor del centro activo (ver 11.2.4.; Figura 4).
De esta forma, la exposición de los residuos catalíticos al medio va acompañada por un
marcado incremento en la hidrofobicidad de la superficie que le rodea. Así se explica la
activación interfacial, por la estabilización de esta superficie apolar con la zona lipídica de
la interfase, la cual podría crear una enzima catalíticamente activa, capaz de atacar la
molécula de triglicérido, que se encuentra en la fase lipídica.
En la lipasa de Rh.miehei la activación enzimática se produce por el desplazamiento
de la “tapadera”, que deja al descubierto el centro catalítico5 y provoca un profundo cambio
en la naturaleza de la superficie de la molécula de la lipasa activa con respecto a la superficie
de la lipasainactiva, ya que se crea una amplia superficie apolar, la cual estabiliza el contacto
entre la enzima y la interfase lipidica, Al representar la diferencia de área superficial venus
e] número de los residuos (Figura 21) se observa que 12 aminoácidos de naturaleza hidrofóba
quedan especialmente expuestos en la superficie de la molécula; dichos aminoácidos son: Ile-
85, Trp-88, Ile-89, Leu-92, Phe-94, Val-205, Leu-208, Phe-213, Val-254, Leu-255, Leu-258
y Leu-267 60
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¿
F¡gura 21: Representación de la diferenciade ares superficial respecto al número de residuo60.
El fragmento peptídico entre Arg-8O y Val-95 no está involucrado en ningún enlace
de hidrógeno con otras zonas de la molécula; de esta forma, la “tapadera” interacciona con
el cuerpo principal de la proteína solamente a través de interacciones hidrofóbicas’78.
Los estudios llevados a cabo por Derewenda y cols.60 indicaron que, tras la activación,
la lipasa de RJi.miehei se estabiliza por nuevos enlaces de hidrógeno formados entre la cadena
lateral de Asn-87 (residuo de la “tapadera”) y Tyr-60 con Asp-61, en la parte de la zona
principal.
La enzima en un medio acuoso se estabiliza adoptando la forma inactiva cenada,
principalmente por efectos hidrofóbicos’29. Por el contrario, en un medio no polar, como una
capa lipídica, la parte hidrofilica de la ‘tapadera’ no podría formar interacciones polares
favorables con el medio. Norin y cok.’76 sugieren, a través de un estudio teórico mediante
dinámica y mecánica molecular, que la enzima se estabiliza en este medio abriendo su













ll.3.3.f.4.- Función dolos residuos de Arginina en la estabilización de la tapadera abierta
Tras diversos estudios de la lipasa de Rh.miehei modificada quimicamente en sus
residuos de Arginina, se comprobó una variación en la actividad y enantioselectividad de esta
lipasa. Esta modificación era especialmente significativa cuando el residuo alterado era la
Arg-86. Modificaciones especificas de este residuo por mutaciones confirmaron la importante
función de este aminoácido en la actividad enzimática. El residuo Arg-86 se localiza en la
“tapadera” y participa en varios enlaces de estabilización de la conformación activa de la
enzima. De todos estos datos se dedujo que la exacta posición de la “tapadera» tiene gran
importancia en la actividad y especificidad de la enzima.
Norin y cok.’79 utilizaron técnicas de Mecánica Molecular para estudiar la apertura de
la “tapadera” helicoidal de la lipasa de Ritmiehei, considerando los cálculos en vacio como
un modelo simple del medio bidrofóbo. La “tapadera” se forzó a moverse reversiblemente,
para poder analizar la forma nativa y la forma activa de la lipasa. La razón de por qué
diferentes simulaciones de mecánica molecular conducen a estructuras abiertas o cerradas
puede explicarse por las fuertes interacciones de la cadena lateral cargada de Arg-86 con Asp-
203 (en la forma nativa o cenada) o con Asp-91 (en la forma abierta o activa); en este último
estado el residuo de Arg-86 se sitúa próximo a la superficie, mientras que el residuo Asp-91
queda entenado en una cavidad polar.
Estudios más profundos del papel que desempeñan los residuos de Arginina en el
proceso de activación de la lipasa de RJi.miehei, fueron llevados a cabo por Holmquist y
cois. ‘~. Estos investigadores modificaron especificamente los residuos de arginina por
reacción química con los mhíhidores 1 ,2-ciclohexanodiona y fenilglioxal. La enzima
modificada presentaba una significante pérdida de actividad (66 %), con tributirina como
sustrato A continuación, se analizó el grado de modificación de las argrnflias; Arg-86 fue el
residuo que se modificó en mayor grado (85%); Arg-30, Arg-68 y Arg-l60 se modificaron
en menor grado (< 70 %) y Arg-7, Arg-8O, Arg-l78, Arg-196, Arg-19’7 y Arg-202 no se
modificaron.
En la Figura 22 se muestra la disposición de los residuos de Arginina en la estructura
general de la lipasa de RJi.miehei.
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A la vista de todos estos resultados, se mutó especificamente la Arg-86 por guanidina
y se observó una significativa disminución de la estabilidad del confórmero abierto. La
guanidina es estructuralmente semejante a la cadena lateral de Arginina, por tanto podrá
competir con Arg-86 en el lugar de enlace. De esta forma, la “tapadera” no podrá llegar a
estar en su posición abierta adecuada, con lo que disminuirá la actividad enzimática y se
alterará su enantioselectividad. Todos estos datos confirmaron la importante función que
desempeña la Arg-86 en la inhibición de la lipasa de Rh.miehei.
Los residuos Arg-30 y Arg-80 están localizadas en una región de la lipasa, donde
interacciona la zona poíar de la “tapadera’ con la superficie protéica en la conformación
abierta. Por tanto. la modificación de estos dos residuos afectará a la conformación activa de
la enzima.
Por su parte, los residuos Arg-68 y Arg-l6O están más alejadas de la “tapadera” y del
centro activo de la enzima; por tanto, su modificación apenás afectará a la actividad
ennmática.
Además, las modificaciones de la Arg-86 pueden también alterar la enantioseleetividad
de esta lipasa. Este hecho fue analizado por Holmquist y cok.’59 en reacciones de hidrólisis
ésteres alifáticos (2-metildecanoato de 1-heptilo) y de ésteres de alcoholes aromáticos o
alifáticos (2-metildecanoato de fenilo) en ciclobexano. La lipasa de Rh.mniehei nativa hidroliza
preferentemente el enantiómero S (E~= 8,5) del éster del alcohol alifático; por el contrario, con
el éster del alcohol aromático es R-enantioselectiva (ER= 2,9). La modificación química del
residuo de Arg-86 altera la enantioselectividad de una reacción u otra en función del agente
químico utilizado. Así, al modificar la enzima con 1.2-ciclohexanodiona se modifica la
enantioselectividad de la reacción con el éster aromático (ER=~ 2,0); por el contarrio si la
modificación quimica se realiza con fenilglioxal se altera la enantioselectividad para el éster
alifático (E~= 2,5).
Si la modificación enzimática se realiza por mutación de la Arginina por guanidina,
disminuye la enantioselectividad de la reacción con el éster alifático (Eg 1,9) y aumenta la
enantioselectividad en la otra hidrólisis (Ej 4,4) con el éster aromático. Todos estos
resultados indican que la presencia de guanidina y el tratamiento con 1 ,2-ciclohexanodiona
o con fenilgíloxal originan diferentes conformaciones del centro activo de la lipasa de
Rh.miehei.
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La significativa alteración de la enantioselectividad de ambas reacciones, como
resultado de la mutación con guanidina, sugiere que la cadena lateral polar de Arg-86
participa en Ja colocación adecuada de la “tapadera” en la conformación activa de la lipasa.
Por el contrario, en la reacción de síntesis del éster alifático en ciclohexano las
modificaciones químicas o por mutación de la Arg-86 no alteran la enantioselectividad de la
reaccion.
A la vista de estos resultados se llegó a la conclusión de que en un medio orgánico
la contribución de las interacciones electrostáticas para mantener la “tapadera” abierta son más
importantes que la contribución de Arg-86; por esta razón, la modificación de dicho residuo
no altera la correcta colocación de la “tapadera” ni la enantioselectividad de la enzima. Por
el contrario, en agua, estas interacciones electrostáticas son mucho más débiles y la
estabilidad de la conformación activa depende en mayor grado de las interacciones del residuo
de Arg-86; por tanto, cualquier modificación en dicho residuo, altera la estabilidad de la
‘tapadera” abierta, y por tanto, la enantioselectividad de la lipasa de Rh.miehei.
[1.3.3.2.- Moléculas de agua
En total se han identificado, dentro de la estructura cristalizada de la lipasa de
175
Rh.miehei, 230 moléculas de agua; de las cuales 12 tiene un inequívoco caracter interno
197 moléculas (86 %) están unidas directamente con la proteína por enlaces de
hidrógeno: 14 de ellas forman 4 enlaces de hidrógeno con átomos de la proteína (su factor
de temperatura isotrópica media (B) es 24,5 A’, lo cual refleja, como era de esperar, su
reducida movilidad). Un total de 27 moléculas de agua forman 3 enlaces de hidrógeno (B
medio=’ 29,8 A’), 52 moléculas forman 2 enlaces de hidrógeno (B mediw 37,3 A’) y 104
moléculas forman un solo enlace de hidrógeno con la proteína (B medio’ 45,6 A’).
De las restantes 33 moléculas de agua; 30 están unidas a otras moléculas de agua y
las otras 3 no están unidas a ningún átomo. Todas estas moléculas se han caracterizado por
técnicas de densidad electrónica difusa y factores de alta temperatura.
La gran mayoría de los agrupamientos de moléculas de agua se colocan alrededor de
los residuos polares y/o cargados de la superfice formando una intrincada red de enlaces de
hidrógeno que interconecta los aminoácidos y sus agrupamientos.
Una gran proporción de moléculas de agua están asociadas a agrupamientos polares.
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En la Tabla 7 aparece un listado de las moléculas de agua y sus enlaces e interacciones con
los distintos aminoácidos. Esta distribución es característica de proteínas globulares.
Tabla 7: Moléculas internas de agua: enlaces de hidrógeno, enlaces por fuerzas de Van der
Waals y asignación de los átomos de hidrógeno.
W&t55 0: — N”2 ArgiE a-o AO. — Ñ’ ÁrgIO7 al A
0—U - :0 Wat5b 2-6 A
o VdW (Y’ 01u121
Wat5O 0: H—O ~Vat55 26 A
0—1-11 0 Pro2O6 28 A
0-1-12 :0’ Asn246 27 A
O VdW’ N1 Asn2O7 3-i A
o VdW N”’ ArgliS 32 A
Wat57 (Y-Hl -, :0 Asp2O3 2-8 A
(1—112 :0 (4tu2Ol 2-9 A
O: — N’~ His2O7 2-7 A
0 VdW O Arg2O2 33 A
o VdW ( Ser24S 33 A
WatlSO 0—111 7 Thrl73 31 A
0—112 :0 ThrIOS 2~S A
O: Y (;1n176 3-1 A
0: — 11—O WatI9O so A
o VdW O Thrl7S 3-4k
o VdW O ThrllS 3-4 A
O VdW O’ ArgIPi 3-4 A
o VdW Y ClvJ7S 3-2 A
WatlOO 0—Hl O WatlSg 3-0 A
0-112 -. :0 01n176 2-9 A
O: N’ ArglO6 2-7 A
o VdW O’ Pro2Ofi 3-4 A
o VdW e’ Argl97 3-4 A
O VdW Y 0k175 3-2 A
Wat4S O—Hl :0 Tvrl95 a-o A
:0 Tvrl9S 3-3 A
O—H2 -. Y” His217 2-8 A
O: ‘— Y” 01n176 so A
0: ‘- 11-O Wat4l 3-O A
O VdW Y A1a218 33 A
lVat47 0—Hl —. :0 Wat4S 3-O A
0—112 - :0 Leu2lO 2’? A
O: — Y Val179 so A
Wat5 O—Hl — :0 Leul? 3o A
0-H2 .-. :0 Wat6 2-7 A
O: — Y” 01n174 2-aA
o VdW O’ Thr2l 3~ A
~Vat6 O—Hl — :0 Thrl7B 30 A
0-112 — :0 Argl96 2-6 A
0: — 112--O Wat5 2-7 A
O VdW :0” ThrlQs 2-6 A
Watal 0—11 :0 Phe7fl 2-7 A
O: — Y Hisl43 2-9 A
O VdW C’ HisI43 3~ A
O VrIW O’ 5er24 a-a A
Wat264 O—II —. :0 Leu23 2-7 A
0—11 — 8 Met65 3-6 A
O VdW O 5er27 34 A
O VdW 0’ A’n26 34 A
Wat27 0—H —. :O>~ 8er44 2-7 A
O: Y 8er82
O: .- Y 8or145 33 A
O VáW O’ SerS2 3-2 A
O VdW O’ LeuI4S 3-4 A
O VÓW O’ Ser244 ~ A
o VdW O” TrpSS 3-~ A
O VdW (M TrpSS 3-3 A
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En la lipasa de Rh.mniehei, además de estas caracteristicas tipicas, aparecen moléculas
de agua encerradas en el interior de la proteína, formando una profunda depresión llena de
moléculas de agua, adyacente al centro activo. Esta depresión constituye un espacio
alternativo para la ‘tapadera’, durante la activación enzimática pues puede interaccionar con
ellos o con el microentomo hidrófilo que rodea a la proteína.
U.3.3.g.l.- Localizado» de las moléculas internas de agua y su implicación en el
proceso de plegamiento molecular
Muchas proteínas contienen moléculas de agua internas, unidas fuertemente a cadenas
laterales polares o a la cadena principal. Estas moléculas suelen quedar atrapadas en el interior
durante el proceso de plegamiento de la cadena protéica y se convierten en parte de la
arquitectura molecular de la proteína. Estudios de resonancia magnética nuclear de alta
resolución indican-que estas moléculas están en idéntica situación en la estructura cristalizada
y en disolución, lo que indica que no se intercambian con el medio.
La lipasa de Rhiniehei no es una excepción y contiene una serie de moléculas de agua
estrictamente internas, ocultas bajo los bucles de la cadena principal. El agrupamiento más
grande (formado por 7 moléculas de agua) se sitúa en el lado proximal de la zona central de
láminas 13, justo debajo del segmento C-tenninal de la hebra 8, del siguiente giro y del
oligopéptido C-terminal (del residuo 231 en adelante). Las moléculas de agua están agrupadas
en tres grupos de dos moléculas cada uno y un grupo de una sola molécula.
Las moléculas de agua, denominadas W5 y W6 constituyen un agrupamiento que se
sitúa en el centro de la interfase formada por el lado distal de la lámina 13 y la hélice N-
terminal.
El agua W91, situada al final del fragmento C-terminal de la misma hélice, también
forma parte de la interfase.
El agua W264 está entenada bajo el largo bucle que hay entre la hélice N-terminal
y la primera hebra de la lámina 13 (residuos del 27 al 49). Esta molécula está estabilizada por
un poco común puente de hidrógeno con el átomo de azufre del residuo Met-65.
Cualquier cambio en alguna de estas moléculas de agua requeriría un desplegamiento
parcial de la proteína. En algún caso, seria necesario un “ablandamiento’ del segmento C-
terminal, en otros casos, se tendría que producir un disociación temporal del extremo N-
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terminal de la hélice a con la lámina 13.
Algunas evidencias experimentales apuntan hacia la teoría de la existencia de
intermedios de plegamiento, en los cuales se forman algunos elementos de estructura
secundaria, previos al plegamiento final de la estructura terciaria de la proteína. La
distribución de las moléculas internas de agua, junto con la localización de los residuos de
prolina y los puentes bisulfuro, parece sugerir que las hebras 1-6, junto con los bucles de
interconexión podrian plegarse primero con el extremo C-terminal; seguido de una fase lenta
durante la cual la hélice N-terminal queda anclada sobre la hoja completa, permitiendo a los
residuos del 5 al 8 unirse de forma antiparalela a la hebra 8.
Por otro lado hay que destacar la localización de la molécula de agua W2’7, que ocupa
el lugar de unión del sustrato, o más precisamente, el agujero oxianiónico. Esta molécula dona
un protón al oxigeno del grupo hidroxilo de la Serna activa y acepta dos enlaces de
hidrógeno de los grupos amida de Ser-82 y Leu-145 de la cadena principal.
ll.3.3.g.2.- Depresión hidrofilica adyacente a la tapadera.
Con frecuencia, en la superficie de las proteínas globulares aparecen pequeñas
depresiones ocupadas por moléculas ordenadas de disolvente. En el caso de la lipasa de
Rh.miehei, esta característica tiene una gran importancia, ya que esta depresión superficial
parece ser la posición alternativa de la “tapadera” durante la activación de la lipasa o apertura
del centro activo por desplazamiento de dicha tapadera’78.
3 fragmentos de la cadena polipeptídica rodean esta depresión de 13 A de profundidad:
el fragmento entre los residuos 59 y 61 (parte de la conexión entre las hebras 1 y 2); el final
de la zona N-terminal de la hélice 3 (residuos del 108 al 113) y la zona polar de la “tapadera.
Uno de los puentes salinos superficiales (Asp6l-Arg8O) se sitúa en la periferia de esta
cavidad. El fondo de la hendidura está ocupada por residuos polares: Thr-149 (en el punto
más profundo), Thr-62, Ser-l 14, Ser-82 y His-lOS. Además hay 12 moléculas de agua unidas
directamente a los átomos de la proteína y 13 moléculas unidas a la capa secundaria.
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TI.3.3.b.- Localización de los residuos de Lisina
.
Uno de los objetivos de la presente Tesis Doctoral fue la inmovilización de la lipasa
de Rh.miehei por énlace covalente con un soporte de sílice, punto que será tratado en
profundidad en las secciones siguientes de esta Memoria. Sin embargo, dentro del estudio de
la estructura de la lipasa de Rh.miehei es importante analizar la localización de los resiudos
de usina, ya que el enlace covalente entre la enzima y el soporte se realiza a través del grupo
amino de estos residuos.
La lipasa de Rh.miehei presenta 7 residuos de lisina (Lys-50, 53, 73, 106, 109, 131 y
137) y como se observa en la Figura 23, todas ellas se sitúan muy expuestas al medio.
Además, se encuentran suficientemente separadas del centro activo y de la tapadera, como
para no interferir en los cambios estructurales de la proteina durante el proceso de activación
enzimática y no obstaculizar el acceso de los sustratos hasta el centro activo. Por tanto, se
puede considerar viable la inmovilización de la lipasa de Rhaniehei a trávés de los residuos
de lisina.
[1.3.3.1.-Relación entre el mecanismo de acción y la estructura de la lipasa de Rh.miehei
Tras el análisis estructural de la lipasa de Rh. miehel” se llegó a la conclusión de que
el mecanismo de acción de la lipasa se desarrolla en dos fases. Primero, se desplaza la
“tapadera”, posiblemente a través de una activación interfacial; y a continuación, el enlace
éster se hidroliza por medio de un mecanismo muy similar al de las serín proteasas.
El desplazamiento de la “tapadera”, en respuesta a la adsorción de la lipasa a la
interfase aceite-agua, es considerado como la base estructural para el proceso de activación
interfacial.
Las consecuencias funcionales de los cambios estructurales de las lipasas son los
siguientes46:
a).- la accesibilidad del sustrato hasta el Centro activo de la enzima es mayor, ya que
éste, antes del cambio estructural estaba enterrado.
b) .- se crea una extensa superficie hidrófoba alrededor del acceso al centro activo.
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Figura 23: Localización de los residuos de LISINA en la lipasa de Rh.miehei.
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11.4.- INMOVILIZACION DE ENZIMAS
11.4.1.- DEFINICIÓN
La inmovilización de enzimas fue definida en la U’ Conferencia sobre Ingeniería
Enzimática’90 como el proceso por el cual se confina o localiza a la enzima en una región
definida del espacio, para dar lugar a formas insolubles que retienen su actividad catalítica
y permiten ser reutilizadas repetidamente.
Esta definición fue posteriormente ampliada indicando que la inmovilización es el
proceso por el cual se restringen, completa o parcialmente, los grados de libertad de
movimiento de enzimas, orgánulos, células, etc. por su unión a un soporte’91~
11.4.2.- VENTAJAS DE LA INMOVILIZACIÓN
La inmovilización de enzimas presenta una serie de ventajas entre las que destaca el
aumento de la estabilidad del biocatalízador. Además se pueden citar una serie de ventajas
desde el punto de vista bioquimico e mdustrial.
ll.4.2.a.- Aumento de la estabilidad enzimética
.
El incremento de la estabilidad de las enzimas observado tras el proceso de
mmovilización se debe fundamentalmente a:
a).- La restricción de los cambios conformacionales de la enzima, por la existencia de
uniones multipuntuales enzima-soporte’92. Estas uniones confieren mayor rigidez a la enzima.
De esta forma, la enzima se hace más resistente a las desactivaciones térmica y quimica, las
cuales implican un cambio conformacional del sistema.
b).- Alteración del microentomo de la enzima
Esta alteración es consecuencia de las interacciones enzima-soporte~~. La presencia
de un minimo porcentaje de agua favorece’93: la estabilidad del derivado enzimático, la
transferencia de masa de los sustratos hidrófobos hacia el centroa activo y los procesos de
síntesis, respecto de los de hidrólisis. Esta mínima cantidad de agua, localizada en el
microentonio del centro activo, viene regulada, en las enzimas inmovilizadas, por un
parámetro denominado acuofilia del soporte, tal y como se comentó en la sección 1L26.c.3.




tanto del centro activo de la enzima en aquellos medios con baja concentración de agua, lo
cual hace que no se pueda adquirir la conformación activa, disminuyendo así la eficacia del
biocatalizador. Así pues hay que considerar que el soporte no es del todo inerte, sino que
juega un papel muy importante en la actividad de la enzima inmovilizada.
II.4.2.b.- Ventajas desde el punto de vista industrial
La utilización de enzimas inmovilizadas a nivel industrial presenta una serie de
ventajas añadidas:
a).- Disminución de los costes del proceso industrial, ya que es posible la reutilización
del catalizador enzimático.
b).- Aumento del control del proceso, por lo que se puede optimizar el rendimiento
de producto final y su calidad, debido a que la enzima se separa facilmente del
producto.
c).- Posibilidad de realizar procesos continuos y/o multienzimáticos, que son
facilmente automatizables y requieren menos mano de obra que los procesos
discontinuos.
1L4.2.c.— Ventajas desde el punto de vista bioquímico
.
Con la aparición de los derivados mmovilizados se han podido solventar una serie de
inconvenientes y aclarar algunas propiedades que presentan los sitemas protéicos mn vivo, y
que difícilmente podrían ser simulados en soluciones homogéneas’94.
a).- Se pueden prevenir las interacciones proteína-proteína que conducen a
agregaciones o a autolisis, lo cual a menudo produce efectos indeseables195’97 , ya que
al fijar una proteína a un soporte, se impiden los movimientos tranglocacionales y
rotacionales, incluso si está atrapada en un gel’98. Esto es factible siempre y cuando
el soporte no esté completamente recubierto de moléculas de enzima’99.
b).- Se evitan posibles cambios conformacionales, que podrían provocar la alteración,
o incluso desaparición, de algunas funciones biológicas de la enzima. Este hecho
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resulta de gran utilidad para el estudio de las relaciones estructura-actividad de las
200
protemas -
c).- En el caso de tener moléculas de diferente naturaleza (hidrofóbicas, con carga, etc)
co-mmovilizadas con la enzima, el microentomo puede ser manipulado para simular
situaciones que se producen iii vivo. Esto también puede conseguirse variando la
naturaleza del soporte20’~
d).- Se pueden crear sistemas estructuralmente asimétricos202, en los cuales la
concentración de las moléculas de enzima no sea uniforme en todo el volumen, lo cual
puede simular los modelos cinéticos de sistemas de membranas.
11.4.3.- INCONVENIENTES DE LA INMOVILIZACION
A pesar de todas estas ventajas la inmovilización de enzimas presenta una serie de
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inconvenientes
a).- Se produce la alteración de la conformación de la enzima respecto de su estado
nativo.
ti).- El sistema enzima-soporte es heterogéneo, ya que pueden existir diferentes
fracciones de proteína inmovilizadas con un diferente número de uniones al soporte.
e).- Es posible que la enzima pierda total o parcialmente su actividad durante el
proceso de inmovilización.




11.4.4.- METODOS DE INMOVILIZACION
Aunque existen numerosos métodos de inmovilización, cada uno de los cuales presenta
un diferente grado de complejidad y eficacia, ninguno de ellos reúne todas las ventajas de la
mmovilización. Por esta razón es interesante analizar los métodos disponibles y compararlos,
ya que la actividad, estabilidad y facilidad de manejo del biocatalizador puede variar
enormemente según el método empleado.
Las lipasas han sido inmovilizadas siguiendo numerosos métodos, pero presentan la
dificultad adicional de su bajo nivel de pureza y la presencia de moléculas de hidratos de
carbono en su estructura, cuyos grupos hidroxilo pueden competir con los grupos amino de
los residuos de lisina de la proteína para unirse al soporte, cuando se pretende llevar a cabo
la inmovilización por dichos residuos.
[1.4.4.a.- Clasificación de los métodos de inmovilización
Los métodos de inmovilización se pueden clasificar en dos grandes categorias192:
A) Métodos físicos
La enzima no sufre modificaciones estructurales ya que queda retenida fisicamente por
la estructura del soporte.
* Atrapamiento en una matriz.
* Inclusión en membranas:
—> microencapsulación
—> reactores de membrana
B) Métodos químicos:
La enzima se une al soporte por una unión quimica.
* Entrecruzamiento.
* Unión a soportes:
—* adsorción iónica
—* unión covalente
En el Esquema 18 se representan los diferentes métodos de inmovilización enzimática
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Esquema 18: Principales métodos de inmovilización de enzimas.
II.4.4.b.- Tino de soportes
Una gran variedad de materiales naturales o sintéticos, orgánicos e inorgánicos se han
empleado como soportes para inmovilizar enzimas. Estos materiales difieren entre si por su
tamaño, densidad, porosidad y forma, aunque generalmente suelen ser cilindros, hojas, fibras






La elección del tipo de soporte depende fundamentalmente de la aplicación industrial
la enzima inmovilizada. Algunas de las características que se tienen en
acerca de la naturaleza del soporte son204:
- Resistencia mecaníca.
- Resistencia a la contaminación microbiana.
- Funcionalización química.
- Facilidad de regeneracron.
- Estabilidad térmica.
- Estabilidad frente agentes químicos.
- Caracter hidrofílico/hidrofóbico.
- Capacidad de carga de enzima.
- Coste del soporte.
Sin embargo, ninguna sustancia presenta todas estas propiedades juntas y en un grado
adecuado; por esta razón, se han empleado una gran variedad de soportes, los cuales pueden
clasificarse en dos grandes grupos, en función de su naturaleza: soportes orgánicos (proteínas
fibrosas como colágeno y queratina; polimeros sintéticos como acrilamida, alcohol
polivinilico, hidrogeles, resinas fenólicas, etc.) y soportes inorgánicos (silice. bolas de vidrio
alúmina, óxidos de titanio, etc.)
U.4.4.c.- Factores a considerar en el proceso de inmovilización
.
Debido a que no existe un método perfecto de inmovilización se deben analizar una
serie de factores del biocatalizador para determinar si la estrategia seguida es adecuada205.
Dichos factores son los siguientes
- Actividad enzimática.
- Efectividad de la utilización de la enzima
- Desactivación y características de regeneracion.
- Coste del proceso de inmovilización.
Toxicidad de los agentes empleados en el proceso de inmovilización.
Propiedades finales deseadas en el derivado inmovilizado.
Reacción a la que se aplicará el derivado inmovilizado.
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II.4.4.d.- Comparación de los diferentes métodos de inmovilización
En la Tabla 8 se resumen y comparan las caraterísticas generales de los diversos
métodos de inmovilizacion.
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A continuación, se analizarán en profundidad los métodos químicos de inmovilización
(adsorción iónica y unión covalente) ya que en la presente Tesis Doctoral se inmovilizó la
lipasa de Rh.miehei por unión covalente sobre silice y se estudió el derivado comercial de esta




11.4.5.- INMOVILLZACION POR ADSORCIÓN IONICA
Este ha sido el método más utilizado para mmovilízar lipasas. Este método se basa en
la unión de la enzima a un soporte sin funcionalizar por medio de puentes de hidrógeno,
fuerzas de Van der Waals e interacciones iónicas.
El proceso de adsorción se realiza en dos fases: en la primera se produce la difusión
de la enzima hacia el soporte y en la segunda se une la enzima a los centros capacitados de
la superficie del soporte. Estas dos fases están controladas por la carga externa de la proteína
y del soporte, siendo el paso de unión mucho más rápido que el paso de difusión207209.
Mediante esta metodología se han inmovilizado sobre Celite la lipasa de Aspergillus
nige?’0, Rhizomnucor m¡ehei21’ , la lipasa de Geotrichum candidum212 sobre alumina y la lipasa
de páncreas porcino213 sobre vidrio poroso.
Una variante de la inmovilización por adsorción consiste en emplear resinas de
intercambio jónico, que contienen grupos funcionales y contraiones móviles. Estos
contraiones pueden ser intercambiados reversiblemente por otros iones que presenten la misma
carga sin que se produzcan cambios en la matriz insoluble. Siguiendo este procedimiento se
han inmovilizado la lipasa de C.rugosa sobre Duolite y Amherlite214 y la lipasa de Rh.zniehei
en Duolite21’ y otras resinas macroporosas216~’7.
En la presente Tesis Doctoral se ha empleado la lipasa de Rh.miehei inmovilizada
sobre Duolite y comecializada por el laboratorio Novo-Nordisk con la denominación de
Lipozym& 1M20. Las características técnicas de este derivado inmovilizado se recogen en la
sección Experimental.
11.4.6.- INMOVILIZACION POR UNION CO VALENTE
Esta metodología se basa en la activación previa de determinados grupos químicos del
soporte para que reaccionen con grupos nucleófilos de la proteína. Los grupos funcionales de
las proteínas implicados con mayor frecuencia en la unión con el soporte son los grupos s-
ammo de los residuos de usina y los grupos carboxilato de los residuos aspartato y glutamato,
todos ellos situados hacia el exterior de la superficie protéica. Dado que en la presente Tesis
Doctoral se siguió esta metodología para inmovilizar la lipasa de Rh.miehei se analizó la
localización de los residuos de lisina en el esqueleto protéico (ver 1L3.3.h.)
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El proceso de activación del soporte se lleva a cabo en condiciones drásticas,
mcompatibles con la estabilidad de la enzima, por lo que este método requiere dos pasos:
activación previa del soporte y posterior inmovilización de la enzima, que debe realizarse
mmediatamente, ya que las formas activadas de los soportes suelen ser muy inestables.
11L4.6.a.- Funcionalización del soporte
La funcionalización del soporte se puede llevar a cabo siguiendo diversos métodos.
La elección de la metodología a seguir está en función del tipo de soporte y la naturaleza de
la enzima que se vaya a inmovilizar a continuación. Los métodos de funcionalización más





* via 2,4, 6-tricloro-I,S,5-triazina (TCT)
Este es el método seguido para activar el soporte (sílice) sobre el que se inmovilizó
la lipasa de Rh.miehei en la presente Tesis Doctoral.
Este método permite la activación de polisacáridos en general utilizando 2,4,6-tricloro-
1,3,5-triazina y fue descrito origmanamente por Kay y Crook21. En este proceso de activación
el soporte puede reaccionar mediante uno o dos grupos con el agente activante (generalmente
cuanto mayor es el tiempo de reacción más moléculas de TCT reaccionan con los grupos del
soporte), obteniéndose de este modo una activación completamente irreversible. Siguiendo este
método se ha inmovilizado también la lipasa de C.cylindracea219.
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[1.5.- ANTIINFLAMATORIOS NO ESTEROIDEOS (AtiNEs
)
¡15.1.- PATOLOGL4 DE LA IINFLAMACION
La patología producida por la inflamación tiene una gran incidencia a nivel mundial
debido a su implicación en numerosas enfermedades como. la artritis reumatoide, la
dismenorrea, la osteoartritis y otros proceos reumáticos agudos y/o crónicos, lo cual ha
potenciado el estudio de fármacos eficaces para mitigar el proceso de la inflamación.
La inflamación es un mecanismo de defensa del organismo frente a lesiones tisulares
causadas por traumatismos, productos quimicos, etc. durante la cual se liberan gran cantidad
de sustancias que provocan una serie de procesos de defensa en el organismo220:
a>.- vasodilatación local con aumento del flujo sanguíneo en la zona.
b).- aumento de la permeabilidad de los capilares, con lo que se produce la fuga de
grandes cantidades de liquido hacia los espacios intersticiales
c).- coagulación de liquido en estos espacios debido al exceso de fibrinógeno y otras
proteínas que salen de los capilares.
d).- tumefacción celular.
e>. - infiltración celular y fagocitosis
O.- proliferación de fibroblastos y síntesis de tejido conjuntivo que actúan reparando
la lesión que se ha producido.
Las sustancias liberadas durante el proceso inflamatorio se clasifican en dos grupos:
histamina y eicosanoides (prostaglandinas, prostaciclinas. tromboxanos y leucotrienos).
Los eicosanoides constituyen un conjunto de sustancias procedentes de ácidos grasos
poliinsaturados de 20 carbonos, en especial del ácido araquidónico que es el precursor más
importante de los mediadores celulares que intervienen en el proceso inflamatorio. En el
Esquema 19 aparece el proceso de transformación del ácido araquidónico en prostaglandinas.
prostaciclinas y tromboxanos por acción de la ciclooxigenasa y en leucotrienos por acción de
la lipooxigenasa.
lo’
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Esquema 19: Cascada del ácido araquidónico.
11.5.2.- FARMACOS ANTIINFLAMATORIOS NO ESTEROIIDEOS (AINEs
)
Los antiinflamatoriosno esteroideos (AINEs) son un conjunto de fármacos analgésicos
que poseen actividad antitérmica y antiinflamatoria. Se denominan no esteroideos para
diferenciarlos de los corticoides con actividad antiinflamatoria.
La eficacia relativa de cada uno puede ser diferente para cada acción; de ahí que su
utilización en una determinada indicación terapéutica dependerá de su grado de eficacia y de
su grado de toxicidad.
Todos los AINEs actúan sobre el proceso inflamatono inhibiendo la síntesis de
prostaglandinas mediante la inhibición de la enzima ciclooxigenasa (esquema 19), aunque el
grado de actividad antiinflamatoria varia de unos AINEs a otros. Sin embargo, no hay
estudios que relacionen el grado de inhibición de la ciclooxigenasa con la eficacia
antiinflamatoria en pacientes individuales
221’22
LI.5.2.a.- Evolución histórica
La primera terapia utilizada para el tratamiento de la artritis reumatoide se basaba en
el empleo de corticoesteroides. No obstante, debido al caracter crónico de esta enfermedad,
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el tratamiento prolongado con estos fármacos produjo la aparición de numerosos e importantes
efectos secundarios. Por esta razón, durante los años cincuenta el departamento de
investigación de la compañía Boots Pharmaceutical comenzó a trabajar en la búsqueda de
nuevos agentes antiinflamatorios no esteroidicos (AINEs). Se comenzó buscando nuevas
hipótesis que explicasen la actividad antiinflamatoria de la aspirina y otros compuestos como
los pirazoles223 con el objeto de encontrar agentes más potentes y con menos efectos
secundarios que éstos.
Tras una serie de estudios sobre la aspirina y sus análogos estructurales se llegó a la
conclusión de que el grupo funcional fundamental era el ácido carboxilico, En 1957 se
descubrió que algunos ácidos alcanéicos y alquenóicos, derivados del bifenilo, estilbeno y
difeniletano, presentaban propiedades antirreumáticas, pero los resultados de las pruebas
biológicas (ensayos “in vivo’) no fueron satisfactorias224
Sin embargo, los ácidos fenil-alcanóicos, y en particular, los para-sustituidos con
radicales alquilicos, se mostraron terapéuticamente válidos. Entre todos ellos destacó el ácido
4-isobutilfenilacético (Ibufenac) que presentaba una actividad antiinflamatoria de dos a cuatro
veces superior a la aspirina y era mucho mejor tolerado que ésta.
El aumento de longitud de la cadena alquilica condujo la obtención de una serie de
ácidos más activos, los ácidos propiónicos sustituidos en posición 2 con un grupo arilo. De
todos ellos el que presentaba mayor actividad era el ácido 2-(4 ‘-isobutil)fenilpropiónico
(comercializado con el nombre de Ibuprofeno) que presenta actividad farmacológica entre 16
y 32 veces más potente que la aspirina y con menores efectos secundarios.
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IILS.2.b.- Clasificación
Los AINEs se clasifican en seis familias en función de su estructura quimica. En la
Tabla 9 aparecen estos grupos y el fármaco prototipo de cada uno de ellos.
Tabla 9: Clasificación de fármacos antiinflamatorios no esteroidicos (AuNEs).
Grupo farmacológico Fánnaco prototipo








ácido antranitico ácido mefenámico
ácido nicotinico Isoníxina
oxicanis Piroxicam
U.5.2.c.- Mecanismo de acción
El mecanismo de acción de los AINEs se basa en la inhibición de la cicloox.igenasa,
enzima que convierte el ácido araquidónico en un endoperóxido cíclico, el cual se transforma
en prostaglandinas y tromboxanos (Esquema 19). La inhibición de la acción de la
ciclooxigenasa consiste en que los AINEs impiden la sustracción del hidrógeno de C-13 del
ácido araquidónico y, por tanto, bloquean la peroxidación en C-l 1 y C-15. El mecanismo
difiere de unos AINEs a otros, pero en todos los casos la inhibición es estereoespecifica.
11.5.3.- AflNEs DERIVADOS DEL ACIDO (RES) 2-ARIILPROPIONICO
Uno de los objetivos de la presente Tesis Doctoral es la obtención de AINEs
pertenecientes al grupo de fármacos con estructura de ácido 2-arilpropiónico con elevada
pureza óptica, utilizando como catalizador del proceso la lipasa de Rhizomucor miehei.
Estos fármacos constituyen un grupo homogéneo, dentro de los AINEs, por sus
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características quimicas y farmacológicas; aunque varían sus características farmacocinéticas,
En el esquema 20 se muestran algunos de los AINEs pertenecientes a este grupo.









Esquema 20.- MINEs dedvados del ácido 2-arilpropiónico
IiL5.3.a.- Acciones farmacológicas
Todos los AINIEs de este grupo presentan acción antítérmica, analgésica y
antiinflamatoria. Todos son capaces de inhibir la ciclooxigenasa. aunque su potencia varia de
unos a otros. No obstante, no hay una buena relación entre esta potencia inhibidora y su
eficacia analgésica y antiinflamatoria. Así, en su conjunto son considerados como
antiinflamatorios de eficacia moderada, incluso inferior a la del AAS, aunque la potencia
antícíclooxígenasa de alguno de ellos, como el naproxeno, sea superior.
11.5.3.1,.- Características estructurales
Los AINEs de esta familia presentan un centro estereogénico en la cadena carbonada,
residiendo la actividad farmacológica unicamente en el enantiómero S(±)225. Se ha
comprobado que el isómero S(+) del ácido 2-(6’-metoxi-2’-naftil)propiónico (Naproxeno) es
28 veces más activo como antiinflamatorio que el isómero R(-926 y el isómero S(+) del
Ibuprofeno es 160 veces más potente que el R(-). A pesar de esto, la mayoría de las formas
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administrada la forma racémica el enantiómero R(-> es invertido en S(±927,en una proporción
que varia de un producto a otro (mucho en el Ibuprofeno y Fenoprofeno. poco en el
Flurbiprofeno) y de un individuo a otro. No obstante, se ha comprobado que la conversión
de un enantiómero en otro en el organismo no es del 100%: por ejemplo, sólo dos terceras
partes del enantiómero R(-) de Ibuprofeno se transforma “in vivo” en el isómero S(±928.
Por último, el enantiómero R(-) de la mayoría de los ácidos 2-arilpropiónicos es
almacenado en e] tejido adiposo229, donde puede alcanzar elevados niveles.
La obtención de este grupo de AINEs enantioméricamente puros es interesante por las
siguientes razones:
a> - se reducida la dosis administrada
b) - dismmuiñan los efectos secundarios debidos al almacenamiento del
enantiómero R(-) en el tejido adiposo230
se evitada la variabilidad de la respuesta terapéutica, al no producirse la
inversión total de los enantiómeros R(-) ‘in vivo”23’.
ILS.3.c.- Características fármacocinéticas
En general, los AINEs se absorben completamente, tienen un volumen de distribución
pequeño, se unen bastante a proteínas y se acumulan en medias ácidos, como los puntos de
inflamación232. La variabilidad de la respuesta de los pacientes a los diferentes AINIEs se
explica mediante la dosis y la concentración en plasma233.
En la Tabla 10 se resumen las caracteristicas farmacocinéticas de estos fármacos234.
Grado de absorción (%)(abs); metabolismo presistémico (met); semivida de eliminación
(h)(t¼);volumen de distribución (l)(Vd); grado de unión a proteínas (%)<prot); aclaramiento
(ml/lg/min) (Cl) y excreción urinaria (%)(excr)
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Tabla 10: Caracteristicas farmacocinéticas de tos AIINIEs derivados del ácido 2-arlipropionico.
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El Naproxeno e Ibuprofeno presentan farmacocmnéticas lineales, al aumenta la dosis
también aumenta la concentración plasmática, hasta el punto de la saturación protéica235.
Todos estos fármacos se absorben completamente por vía oral, con ~ comprendido
entre 1 y 2 h. excepto el Naproxeno, cuyo t~ es de 2-4 h. si bien el de su sal sódica es
también de 1-2 h. En general la comida disminuye la velocidad de absorción, pero no la
cantidad absorbida. La absorción por vía rectal es más lenta e irregular.
Se unen intensamente a la albúmina, en un 99% a las concentarciones que alcanza en
plasma. Cuando la concentración plasmática de albúmina disminuye (artritis reumatoide y
ancianos), la fracción libre aumenta
Difunden bien y pasan al liquido sinovial, done alcanzan concentraciones que suelen
ser la mitad de la plasmática, ya que la concentración de albúmina es menor. Sin embargo,
cuando las administraciones son repetidas (tratamientos crónicos) se alcanzan concentraciones
que fluctúan menos que las plasmáticas y permiten distanciar más la administración, pasan
la barrera placentaria y alcanzan muy bajas concentraciones en la leche.
El nietabolismo es intenso y variado, de forma que la excreción renal de forma libre
es mínima. El Ibuprofeno R(-) se transforma amplianmete en su enantiómero activo (S+).
Entre los procesos metabolizadores destacan los de hidroxilación, desmetilación y
conjugación, mayoritariamente con ácido glucuronico.
Las semivídas de eliminación son de 2-4 h, excepto en el caso del naproxeno (12-15
h).
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11.5.34.- Aplicaciones terapéuticas
Los AINEs se utilizan comunmente como tratamiento de primera linea de los
transtomos reumatológicos. Contrariamente a los analgésicos opiáceos, no crean adicción y
pueden utilizarse durante períodos prolongados de tiempo, pueden administrarse a todos los
grupos de edad por distintas vías de administración232.
Por su actividad antiinflamatoria y analgésica se utilizan en el tratamiento sintomático
de la artritis reumatoide, la osteoartritis y la artritis gotosa. Su eficacia es comparable a la del
AAS a la dosis de 2-3 g/dia; tienen pues una eficacia media. Las dosis varia según el
compuesto (Tabla lo). En los tratamientos crónicos se acons~a empezar con dosis bajas para
mejorar la tolerabilidad y aumentar paulatinamente la dosis. Los ataques agudos de gota solo
responden a las dosis máximas posibles.
Cada vez se utilizan más con fines estrictamente analgésicos, como es el caso del
Ibuprofeno y el Naproxeno sódico. Se emplean en el tratamiento de diversas algias como la
dismenorrea, los cólicos renales y los dolores postoperatonos de mtensídad moderada.
11.5.3*.- Reacciones adversas
En general son semejantes a las de los otros AINEs, pero la incidencia de alteraciones
gatrointestinales es menor que el ácido acetilsalicilico, fenilbutazona o indometacina; no
presenta los problemas sanguíneos de las pirazolonas y producen menos molestias
neurológicas que la Iindometacina. Por esto, se utilizan con frecuencia en situaciones clínicas
de intensidad leve o moderada.
Las reacciones adversas que pueden producir son las siguientes: dispepsia, ulceraciones
y erosiones gastrointestinales; alteraciones neurológicas como somnolencia, mareo o sedación;
erupciones dérmicas y diveras reacciones de hipersensibilidad; incluso puede aumentar el
tiempo de hemorragia debido a su acción antiagregante, aunque son muy poco frecuentes las
alteraciones hemopoyéticas y hépáticas.
1L5.3.f.- Estrategias para la obtención del enántiáinero S(+> puro.
Aunque la síntesis asimétrica por vía química de los ácido S(+) es teenicamente viable,
esta metodología no resulta rentable porque son necesarios reactivos de elevado coste y no




Actualmente se ha planteado la resolución de estas mezclas racémicas mediante
reacciones enzímáticas catalizadas por lipasas, debido a su amplia especificidad de sustrato,
elevada enantioselectividad, gran estabilidad y tolerancia a elevadas concentraciones de
sustrato (> 1M)239, y por el hecho de no requerir cofactor, así como por su disponibilidad
comercial y bajo coste económico240.
Siguiendo esta estrategia de catálisis enzimática se han obtendio ácidos R(-) y S(-4-)
2 aril-propiónicos con diferente grado de pureza enantiomérica (Tabla 11).
Tabla 11: Métodos bioteenológicos de resolución de ácidos 2-aril-propiónicos catalizados por lipasas.
ACmO reacc R Nue Lipasa Conv eeÁ~dd, Reí.
(%)
Ibuprofeno EST R propanol Rh.miehei 15-20 70 (R) 241
EST R pentanol C.rugosa 49 99 (R) 242
RID CR
2CH3 R20 C.rugosa 47 99 (S) 243
RIO CH,CH2CI F120 C.antárctica 63 58 (R) 244
Naproxeno EST H butanol M.javanicus 39 8 (5) 245
EST R butanol A.niger 23 5 (5) 245
1-lID CH3 R,O Rh.miehei 18 95(R) 246
RIlO CH3 1-1,0 R.oryzae 45 98(5) 246
Ketoprofeno RilO CH,CF3 R20 Rh.miehei 95 81(R) 247
RID CH2CR3 R20 C.rugosa 21 98 (5) 243
Flurbiprofen RIO CH3 H20 Crugosa 39 65 (5) 248










Todas las sales empleadas en la preparación de disoluciones tampón fueron de grado
analítico y se utilizaron sin ninguna purificación previa. Todas las disoluciones se prepararon
con agua purificada destilada/desionizada (18,2 MO de resistividad) en un equipo Barnstead
Ropure.
1111.1.2.- Disolventes orgánicos
Los disolventes orgánicos empleados durante la realización de esta Memoriahan sido
los siguientes:
- ciclohexano (99 % de pureza) de Labsean (Dublin, Irlanda).
- hexano (95 %) de Labscan.
- acetonitrilo (99 %) de Labscan.
- iso-butilmetilcetona (4-metil-2-penta.nona) (99,5 %) de Sigma.
- 1,4-dioxano (99,8 %) de Sigma.
- éter diisopropílico (99 %) de Sigma.
- iso-octano (2,2,4-trimetilpentano) (99,7 %) de Sigma.
- N,N-dimetilformamida (99 %) de Merck (Darmstadt, Alemania)
- 1,1,1-tricloroetano (99,5 %) de Merck.
- tolueno (99,5 %) de SDS (Peypin. Francia).
- éter etílico (99,5 %) de SDS.
- acetona (99,5 %) de SOS
- heptano de May&Baker Ltd. (Dagenheim, Reino Unido).
Todos estos disolventes se utilizaron sin ninguna manipulación previa, excepto e]
ciclohexano y el tolueno que se secaron previamente y la acetona, que fue purificada con
KMnO4, secada y destilada.
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m.1.2.a.- Secado de ciclohexano
El ciclohexano rigurosamente anhidro se utilizó como disolvente en las reacciones de
suitesis de ésteres -de ácidos (R,S) 2-arilproptonicos, en las cuales se quiso analizar la
influencia del agua en la actividad de la lipasa mmov’hzada de Rh.rníehei (Lipozyme 1M20).
Se colocó a reflujo 1 litro de ciclohexano durante 30 mm, con sodio metal y plato
poroso. A continuación, se destiló y se recogió sobre tamiz molecular de 4 A249. Temperatura
de ebullición del ciclohexano = 80,7 0C
flI.1.2.b.- Secado de 1-butano!
El 1-butanol anhidro se utilizó como sustrato, en las mismas reacciones que el
cíclohexano desecado. 60 ml de 1-butanol se colocaron a reflujo con 5 g de magnesio
metálico y unas gotas de cloroformo como catalizador, hasta que todo el magnesio se
convirtió en butóxido de magnesio. En, ese momento se añadieron los 940 ml de butanol
restantes y se dejó a reflujo durante 1 h. A continuación, se destiló y se recogió sobre tamiz
molecular de 4 ~ Temperatura de ebullición del 1-butanol = 116 <‘C.
IlII.1.2.c.- Secado de tolueno
El tolueno anhidro se utilizó en el proceso de activación de la siice por el método de
la 2,4,6-tricloro-l,3,5,-triazina.
Se dejó el tolueno agitando con cloruro cálcico anhidro en polvo durante una noche.
Posteriormente, se filtró con un filtro de pliegues, para eliminar el CaCl
2 y se recogió en un
recipiente que contenia sodio en láminas
249
III.1.2.d.- Purificación y secado de acetona
La acetona purificada se utilizó para lavar el derivado inmovilizado sobre sílice.
Primero se trató la acetona con permanganato potásico (KMnO
4) para oxidar los posibles
restos de 2-propanol, para lo cual se colocó a reflujo un volumen determinado de acetona con
una punta de espátula de KMnO4 durante 8 h. A continuación, se filtró para eliminar los
restos de MnO2 y se desecó con carbonato sódico anhidro (Na2CO3) poniendolo a reflujo
durante 8 h. Se volvió a filtrar con filtro de pliegues para eliminar el agente desecante y se
destilá, recogiendo la acetona tratada sobre tamiz molecular de 4 ,4249~ Temperatura de
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ebullición de la acetona = 53 0C.
111.1.3.- Reactivos para la determinación de proteínas
Para realizar la recta de calibrado se usó como patrón la albúmina de suero bovino del
laboratorio Sigma Chemical.
LII.1.3.a.- Método del biurel
- sulfato cúprico pentahidratado (CuSO
45H20) de Merck
- tartrato sódico-potásico tetrahidratado (NaKC4H4O6 .4H20) de Merck.
- hidróxido sódico (NaOH) de SDS.
[U.l.3.b.- Método de Bradford
- azul brillante de Coomassie G-250 de Aldrich
- ácido orto-fosfórico (H3P04) diluido al 85 % (plv) en agua de Aldrich.
- etanol al 95 % de SDS.
[11.1.4.-Reactivos usados en la inmovilización sobre sílice
La sílice utilizada fue Kieselgel 40 de Merck que presenta las siguientes características
texturales: diámetro de partícula: 0,063-0,2 mm, superficie especifica: 239 m
2/g; diámetro
medio de poro: 9,5 A y volumen de poro acumulado: 0,57 cm3/g
- 2,4,6-tricloro-l,3,5-triazina de Merck
- N,N,N-trietilamina de Aldrich
- cromato de potasio (K
2CrO4) de Aldrich
- disolución acuosa (0,1014 N) de nitrato de plata (AgNO3) de Aldrich.
m.i.s.- Soluciones salinas patrón del aparato medidor de actividad de agua
Para la calibración del aparato medidor de actividad de agua se utlizaron soluciones
salinas patrón comercializadas por Novasina (Zunch, Suiza).
* sal-II (Lid 70%); a.~=0,l; humedad relativa= 11,3 % a 25 0C
* sal-98 (K
2Cr2O7 82%); a~= 0,9; humedad relativa= 98 % a 25 “C
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111.1.6.- Otros reactivos inorgánicos
- sulfato amónico ((NIH4)2(504)) de Aldrich
- pentóxido de fósforo (P205) de Aldrich.
- cloruro cálcico anhidro (CaCI2) de Panreac (Barcelona, España).
- fosfato sódico monoácido anhidro (NaJIPO4) de Merck.
- fosfato sódico diácido anhidro (NaH2PO4) de Merck.
- Tris(hidroximetil)aminometano de Merck.
- acido clohidrico concentrado (HCl) de SDS.
- acido sulfúrico concentrado (~I2SO4) de SOS.
- ftalato ácido de potásio de Sigma.
- fosfato potásico diácido (KIH2PO4) de Panreac
111.2.-ENZIMAS
La enzima objeto de estudio ha sido la lipasa (triacilglicerol acilhidrolasa (EC 3.1.1.3.)
de Ehízomucor miehel cruda (Lipozymet IOOOOL) e inmovilizada (Lipozym& 1M20>, ambas
suministradas por el laboratorio Novo-Nordisk (Bagsvaerd, Omamarca)
[11.2.1.-Lipasa cruda de Rh.jmniehe¡ (1
4ipozvme~ IOOOOL
)
Lipozyme~’ 10000L fue obtenida por técnicas de recombuiación genética (ver 11.3.2.)
Las características de esta lipasa son las siguientes
250: peso molecular = 30 kD; punto
isoléctrico = 4; pH óptimo = 6-8 (en la reacción test de actividad lipásica con tributirina,
método AF95 de Novo-Nordisk); T~ óptima = 40-50 0C (en la misma reacción test);
densidad= 1,15 g/nil -
Esta lipasa tiene una actividad de 10000 UL/g, donde una Unidad Lipásica (UL)
corresponde a la cantidad de enzima que libera un micromol de ácido butírico por minuto
en la reacción de hidrólisis de una emulsión de tributirina medida en pH-stato a 30 0C y
pH7,0 250
111.2.2.- Lipasa inmovilizada de Rh.miehei (Lipozvme® 1M20
)
La lipasa de Rh.miehe¡ se presenta en forma inmovilizada sobre una resma
macroporosa de intercambio aniónico por adsorción jónica. El derivado obtenido es
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comercializado por el laboratorio Novo-Nordisk con el nombre de (Lipozyme~ 1M20 951
La resma macroporosa de intercambio aniónico utilizada es Duolite A-56S de Duolite
International (Paris, Francia). Este soporte es una resina granular, porosa y de caracter
debilmeffte básico. El polímero es un policondensado reticulado de fenol-formaldehido, de
caracter hidrófilo y con una distribución de tamaño de poro controlada252
Las características fisicas de la resina Duolite A-568 son las siguientes: tamaño de
panícula: 0,3-0,6 mm; radio de poro: 50-300 A. y superficie específica: 200 m2/g 252
En la Figura 23” se muestra una microfotografía del soporte (Figura A) sin enzima y
(Figura B) con enzima (derivado Lipozymet 1M20)25’
(a>
Figura
23b• Microfotogratia del soporte




t 1M20 <a> sin enzima y (b)
El tamaño de panícula de Lipozyme 1M20<’> oscila entre 0,3 y 0,6 mm. El contenido
en agua de este derivado inmovilizado es del 10 % (p/p 953
Lipozyme~ 1M20 tiene una actividad de 43 UII/g, donde una unidad de
interesterificación (U) se define como la cantidad de lipasa que cataliza la incorporación de
1 gmol de ácido palmitico a trioleina por minuto a 40 0C. alcanzando la máxima actividad





Para la determinación de la actividad esterásica se empleó como sustrato el acetato de
p-nitrafenilo de Sigma (StLouis, EEUU).
1111.3.2.- Actividad lipésica
Para determinar la actividad lipásica se emplearon dos sustratos, según el método
utilizado:
Sustrato Sigma:Emulsión de aceite de oliva al 50 % (y/y) de Sigma (St.Louis, EEUU)
Tributirina de Aldrich (Steinheim, Alemania) al 98 % de pureza. Diariamente se
preparó una emulsión de tributirina, utilizando coma emulsificante una disolución acuosa de
goma arábiga, glicerina, NaCí y KIH2PO4.
- goma arábiga de Sigma
- glicerina de Aldrich
- cloruro sódico de Panreac
- fosfato potásico diácido (KH2PO4) de Panreac
111.3.3.- Síntesis de ésteres
m.3.3.a.- ácidos (R,S) 2-arilpropiónicos
* Ibuprofeno (ácido (R,S) (2-(4-isobutilfenil)propiónico) de Boots (Nottingham, Reino Unida)
* ácido (R,S) 2-fenilpropiónica de Fluka (Buchs, Suiza)
* Naproxeno (ácida (R,S) 2-(6-metaxi-2-naftil)propiánico) de Syntex (Palo Alto, EEUU)
* Ketoprofeno (ácido (R,S) 2-(3-benzoilfenil)propiónico) de Menarini (Badalona, España)
11L3.3.b.- alcoholes
1-butanol, 3-metil-l-pentanol, 1-octanol, ciclohexanol y 2-propanol de Sigma.
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IiLLZ.- PROGRAMAS DE CALCULO
11L2.L- SIIMEIT
A lo largo de esta Tesis Docotral se ha utilizado como herramienta de cálculo el
paquete integrado SIMIFIT versión 4.0. para llevar a cabo el ajuste de los datos experimentales
a determinadas ecuaciones matemáticas.
Este paquete informático, diseñado por WG. Bardsley254, escrito en lenguaje Fortran
compilado y desarrollado en base a rutinas de regresión no lineal de la librería “NAG
Workstation”, emplea algoritmos de optimización matemática por iteración con el objetivo de
minimizar la función Sumatorio de Residuales (SSQ), definida mediante el método de
mínimos cuadrados.
La función SSQ se define como:
SSQ = Z~(yry9 [19]
donde, y~= dato experimental obtenido para la variable independiente “y”, cuando la
variable dependiente “x” adopta el valor »x~”.
y~ valor calculado para la variable dependiente ‘y, cuando x = x~, utilizando para
ello la función con los parámetros calculados.
Las suposiciones estadísticas en las que se basa el criterio de los mínimos cuadrados
son: que la ecuación par ajustar es la correcta, el error en la respuesta es estnctamente aditivo
y los errores son independientes entre si y siguen una distribución homocedástica (varianza
constante), esto es, las medidas se han hecho con la misma precisión. Este tipo de regresión
se denomina regresión sin pesos estadísticos.
No obstante, la mayoría de las veces las medidas expenmentales siguen una
distribución beterocedástica (diferente varianza), y se hace necesario dar más ‘importancia”
(más peso) a los datos de menor error frente a los de más error. Para ello, lo que se hace es
corregir los residuales con un factor llamado yeso estadístico, (wJ, que es inversamente





De esta forma, la función que se optimiza se denom.ma sumatorio ponderado de
residuales (WSSQ), que se define como:
WSSQ = X (1157) (Yr yJ2 [21]
La desviación estándar en las mediciones de la variable dependiente se determina
mediante réplicas. De esta forma, se le asigna a cada conjunto de medidas (y
1) su desviación
estándar correspondiente, que se utiliza para ponderar el error. No obstante, esta metodología
es recomendable siempre que el número de réplicas obtenidas por cada valor de la variable
“y” sea mayor o igual a 3. Como ésto no es factible en muchas ocasiones, otra metodología
que puede sugerirse consiste en determinar el error experimental promedio que tiene el
método, y asignar a cada punto dicho errar experimental coma error relativo constante.
Generalmente se toma coma valor de dicho error el 5 %.
Como parámetros que cuantifican la bondad del ajuste, el paquete SIMFIT calcula el
valor del coeficiente de determinación (R2). Por otra parte, cuando se utilizan como pesos
estadísticos las desviaciones típicas de los errares (o estimaciones de las mismas), la función
WSSQ sigue una distribución ji-cuadrado (X2) con “g” grados de libertad, siendo g = n de
puntos experimentales - ¿ de parámetros de ajuste. De esta forma, por comparación del valor
de ji-cuadrado con WSSQ se puede establecer la bondad del ajuste. El programa Simfit
calada automaticamente la probabilidad de que ji-cuadrado exceda el valor de WSSQ. Así,
cuando la probabilidad de que ji-cuadrado sea mayor de WSSQ es menor de 0,01 (nivel de
significancia del 1 %) o menor de 0,05 (nivel de significacia del 5 %), se debería rechazar
el ajuste utilizando dichos niveles de significación.
Simfit también permite establecer entenas de bondad de ajustes a través del estudio
de los residuales, los cuales, en un ajuste óptimo deberían quedar distribuidos al azar y no
deberían presentar una correlación señal significativa, por lo que el número de residuales
positivos y negativos debe ser similar, y no debe haber series largas de residuales con el
mismo signo, ni tampoco muy pocas series. El número de residuales positivos se designa con
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la letra “n”, el de residuales negativos con la letra “m” y el número de series con ‘½“. Simfit
establece dos tests acerca de las series, que deben dar una probabilidad (p) comprendida ente
a/2 y 1-tr/2 (cx= 0,05 ó 0,01, según el nivel de significancia con el que se trabaje). La prueba
de los signos, también desarrollada por este programa, debe dar una probabilidad p=a,para
poder considerar el ajuste como bueno. Un nuevo estadístico que el programa calcula es el
test de Durbin-Watson, que indica la posibilidad de que exista una correlación seriada, esto
es, que el signo que presente un residual venga impuesto por el signo del anterior.
Normalmente, cuando el valor de dicho estadístico está comprendido entre 1,5 y 2,5, se puede
descartar dicho efecto.
Es frecuente que los parámetros del ajuste deban ser distintos de cero, pues el hecho
de anularse suele conllevar el que la variable respuesta “y” no dependa de alguna variable
explicativa “x’, o que lleve consigo una simplificación del modelo debido a la desaparición
de una parte funcional del mismo. Así, para determinar si un parámetro puede considerarse
nulo o no, éste se mide en unidades estándar, es decir, se calcula el cociente:
valor estimado del parámetro
1= [22]
error estándar de su estimación
si el valor de este cociente T está dentro de cierto limites (que se consultan en las tablas
estadísticas de la “t” de Student, considerando como grados de libertad (g = n0 puntos -
parámetros>, puede ser que elparámetro se anule; si por el contrario, el valor de T rebasa esos
límites, entonces el valor del parámetro es distinto de cero. El programa Sinúít suininistra
toda esta información mediante un parámetro de redundancia.
111.2.2. HIPERCHEM
Los cálculos de Mecánica y Dinámica Molecular de la estructura de los ácidos (R,S)
2-arilpropionicos, objeto de estudio en la presente Tesis Docotal, se realizaron con el
programa I-IIIPERCHEM255.
El estudio por Dinámica Molecular de estos compuestos se realizó a alta temperatura
debido a la mayor eficacia para atravesar barreras de energía en el espacio conformacional
multidimensíonal256. Se eligió una temperatura de 100 0K como punto de partida, ya que
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permite a la molécula explorar un número de conformaciones separadas por barreras
energéticas significativas. Para evitar el riesgo inherente a toda simulación de Dinámica
Molecular a alta temperatura, de que la estructura encontrada corresponda a un minimo local
de alta energía se realizaron con cada una de los confórmeros obtenidos procesos de dinámica
molecular sucesivas de íps (T= 450 0K); lOps (T= 350 0K) y 12 Ps (T= 300 0K).
Finalmente, la geometria de los confórmeros de mínima energía obtenidos de los
ácidos (R,S) 2-arilpropiónicos se analizó por Mecánica Molecular mediante el uso del método
MM+ como campo de fuerzas. Primeramente se utilizó el algoritmo “steepest descent” de
forma interactiva hasta un gradiente de 0,1 kcal/mal A. Una vez optimizada esta estructura
se procedió a una nueva optimización utilizando el algoritmo “Fletcher-Reeves”con gradiente
conjugado hasta un valor de gradiente 0,02 kcal/mol A, que permitió considerar los efectos




111.3.- CALRACTERIZACION DE LA LIPASA DE Rhizomnucor miehei
.
La caracterización de la lipasa de Rinzomucor miehel se centró en los siguientes
puntos:
1).- Determinación de la concentración de proteinas
2).- Determinación de la actividad esterásica
3).- Determinación de la actividad lipásica
4).- Estudios de abrasión del derivado inmovilizado comercial de la lipasa de
Rh.miehei (Lipozymet 1M20)
5).- Electroforesis
m.3.1.- DETERMINACION DE LA CONCENTRACION DE PROTEINAS
.
La determinación de la cantidad de proteinas de la lipasa de Rh.miehei se hizo
empleándo métodos espectrófotométricos. El método de rutina fue el metodo del Biuret,
aunque para la determinación de la lipasa semipurificada por precipitación con sulfato
amónico se empleó el método de Bradford, para evitar posibles interferencias entre los grupos
amino de la proteina y del sulfato amónico al reaccionar con las sales de cobre del reactivo
de biuret.
En los dos métodos el patrón de proteína utilizado para la elaboración de las
correspondientes rectas de calibrado fue albúmina de suero bovino (BSA).
[I1.3.1.a.- Método del biuret
Para la determinación rutinaria de la concentración de proteínas de la lipasa empleada
utilizamos el método espectrofotométríco del Biuret, basado en la formación de un compuesto
coloreado como resultado de la reacción, en medio alcalino, de los enlaces peptidicos de las
proteínas y las sales de cobre que forman parte del reactivo del biuret257259 - La intensidad de
color del compuesto formado será proporcional a la concentración protéica de la muestra.
Reactivo del biuree
Se disolvieron 1,5 g de sulfato cúprico pentahidratada (CuSO
4 - 51120) y 6,0 g de
tartrato sódico-potásico tetrahidratado (NaKC4H4O6 - 4H20) en 500 ml de agua destilada. A
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continuación se añadieron, con agitación constante, 300 ml de NaOH al 10% (p/v) y se
completó hasta 11 con agua destilada. Este reactivo se debe guardar en botellas de plástico;
el almacenaje puedé ser indefinido, pero debe desecharse si aparecen depósitos. La adición
de yoduro potásico (1K) al 1% (p/v) aumenta la estabilidad del reactivo y no tiene efecto
apreciable sobre la calidad del mismo.
Patrón de proteína
Se prepararon diluciones de distinta concentración (2 diluciones para cada
concentración) de albúmina de suero bovino (BSA) diluida en agua.
Procedimiento experimental
Las medidas de la intensidad de colar del compuesto formado se realizaron empleando
un espectrofotómetro 13V-visible Shimacjzu UV-2 100 a una X545 nm, correspondiente a la
longitud de onda de máxima absorción del compuesto coloreado.
Primero se realizó una recta de calibrado colocando en cada tubo de ensayo 1 ml de
cada dilución de albúmina de suero bovino y 4 ml del reactivo de biuret (volumen total = 5
inI). Se agité cada tubo y se dejó incubando, para que se desarrollara la reacción, a
temperatura ambiente durante 30 mm o a 37 oc durante 20 min. El color observado al
término de este periodo de incubación, es estable durante al menos 1 h. Debe realízarse un
ensayo en blanco colocando en un tubo 1 ml de agua y 4 ml del reactivo de biuret a fin de
evitar errores sistemáticos.
Los parámetros del ajuste de la recta de calibrada, realizado con el programa SIMFIT,
considerando un 5 % de errar relativo constante para cada punto, aparecen a continuación
(ecuación 23):
Absorbencia = (0,238±0,004)[proteinas (mg/mí)] + (0049-1-0001) [23]
N=20 R=0,997
~ tfl3 (a~O.O5) 1,73
FSNDCKC 2923 F11~<«.~005~ 3,0
dado que ~5NDcxp es mayor que FsND~b»~a, la ecuación es efectivamente significativa
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Figura 24: Recta de calibrado del método del biuret con seroalbúmina bovina, considerando
un 95 % de certeza.
En la Figura 24 aparecen, además de la recta de calibrado (—), el intervalo de
confianza ( ) y el intervalo de predicción (———4
El intervalo de confianza describe los limites entre los que estarán comprendidos los
valores de la recta de regresión con un 95 % de probabilidad.
El intervalo de predicción indica los limites entre los que estarán comprendidos los
valores de los ensayos puntuales que se realicen, en las mismas condiciones experimentales,
con un 95 % de probabilidad y serán los valores extremos que se utilicen como límites de
confianza al utilizar dicha recta como curva de calibración.
Muestra problema
La determinación del contenido protéico de la lipasa cruda de Rhaniehe¡ se realizó,
para cada uno de los lotes suministrados por Novo-Nordisk, por triplicado, tomando 1 ml de
una dilución en agua 1/5 (y/y) de dichapreparación enzimática y añadiéndole 4 ml de reactivo
de biuret y posterior medida de la absorbancia a 545 nm. Para cuantificar la cantidad de
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proteína se empleó la recta de calibrado antes indicada (ecuación 23). La concentración de
proteínas de los lotes de lipasa cruda de Rh.m¡eher suministrados osciló entre 66,5 mg/ml y
62,6 mg/ml. A efedtós prácticos se considerará el siguiente valor estándar: (64±2)mg/mi,
medido con un 95 % de certeza.
IIJiI.3.1.b.- Método de Bradford
Este método, como se ha indicado anteriormente, se utilizó para determinar la
concentración de proteínas de la lipasa de Rhaniehei semipurificada por precipitación con
sulfato amónico ((NH4)2504).
El método de Bradford se basa en la adsorción de la proteína al azul brillante de
Coomassie G-250, lo que provoca un cambio en el espectro de absorción visible del colorante,
desplazando el pico de absorbancia máxima desde 465 nm hasta 595 nm
260
Reactivo de Coomasne
Se disolvieron 100 mg de azul brillante de Coomassie G-250 en 50 ml de etanol al
95%, se añadieron 100 ml de ácido orto-fosfórico al 85 % &/v) y se completó hasta 11 con
agua. El reactivo se mantuvo 24 h en oscuridad, guardado en un frasco topacio. Transcurrido
ese tiempo se filtró.
Patrón de proteína
Se preparó una dilución de 1 mg/ml de albúmina de suero bovino (BSA) en agua.
Procedimiento experimental
Se colocó en cadatubo de ensayo una cantidad conocida de la disolución de albúmina
de suero bovina; se campletó con agua hasta un volumen de 0,1 ml y se añadieron 5 md de
reactivo de Coomassie. Se agitó bién e inmediatamente se midió la absorbancia en el
espctrofotómetro 13V-vis a X=595 nm. La medida debe hacerse inmediatamente porque la
adsorción de la proteína al reactivo de Commassie se produce casi instantaneamente y es
máxima y estable entre los primeros 5 y 20 primeros minutos. Cada punto experimental se
midió por triplicado.
Los parámetros del ajuste de la recta de calibrado, realizado con el programa SIMFIT,
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considerando la desviación estándar para cada grupo de tres medidas, aparecen a continuación:
Los parámetros y la ecuación de la recta de calibrado obtenida, considerando una
regresióñ lineal con pesos estadísticos porporcionales a la desviación estándar de cada grupo
de tres medidas, es la siguiente:
Absorbancia = (O0092±O.0003)[proteinas (gg)] + (043+001)







dado que ~SNOexpes mayor que FsND~bUMB, la ecuación es efectivamente significativa con, al
menos, un 95 % de certeza.
En la Figura 25 se representan, además de la recta de regresión, el intervalo de
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Muestra problema
Este método solo se utilizó para la determinación del contenido protéico del lote de
la lipasa cruda dé Elimiehel que posteriormente fue sometido a un tratamiento de
semipurificación por precipitación con sulfato amónico, para comprobar la variación del
contenido proteico tras el proceso. En cada caso se tomaron 5 ml del reactivo de Coomassie
y 0,1 ml de la dilución enzimatica por analizar; dicha disolución enzimática fue 1/10 (y/y)
en agua para la lipasa cruda y 1/6 (y/y) para la lipasa semipurificada. Todos los ensayos se
hicieron por triplicado y se midió la absorbancia a 595 nm. Para cuantificar la cantidad de
proteinas se empleó la recta de calibrado indicada anteriormente (ecuación 24).
De esta forma, la concentración de proteínas obtenida, por este método, para la lipasa
cruda de Rh.tniehei suministrada por Novo-Nordisk osciló entre 8,4 mg/ml y 7,7 mg/ml. El
valor promedio que se considertó fue: (8,1±0,3)mg/ini, considerado con un 95 % de certeza.
111.3.2.- DETERMINACION DE LA ACTIVIDAD ESTERASICA
La actividad esterásíca de la lipasa cruda de Rh.miehei se determinó en función de
la cantidad de p-nitrofenol liberada durante la reacción de hidrólisis, en medio alcalino
(pH=7,8), del acetato de p-nitrofenilo. El aumento de absorbancia producido a 400 nm se
correlaciona con la cantidad de p—nitrofenal liberado. &Ka del p-nitrofenol = 7,04)
o
lipasa de Rh,niehei
~ ~ 73 — CH3—COOH +
acetato de p~oifrofmilo ácido acélico p-oifrofaol
Esquema 21: Reacción de hidrólisis del acetato de p-nitrofemlo.
Reactivos
* sustrato: disolución de acetato de p-nitrofenilo (pNPA) en acetanitrilo (0,75 mM)
* tampón de trabajo: Tris-MCI (0,IM) pH’=7,8
Esuectros de absorción
Para establecer la longitud de onda de estudio de la reacción de hidrólisis del acetato
de p-nitrofenilo se obtuvieron los espectros de absorción 13V-vis del sustrato (acetato de p-
nítrofenilo) y del producto (p-nitrofenol), para comprobar la longitud de onda de trabajo en
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la cual la absorbancia del p-nitrofenol debe ser máxima, mientras que la absorbancia del
acetato de p-nitrofenol debe ser nula.
Se preparó una disolución (0,IM) de acetato de p-nitrofenilo en acetonitrilo. A
continuación, en la cubeta del espectrofotómetro se colocaron 0,1 ml de dicha disolución y
2,4 ml del tampón de trabajo (Tris-UCI (0,1M) pH=7,8), para que las condiciones en las que
se realizó el espectro fueran similares a las condiciones de reacción. El mismo procedimiento
se siguió con el p-nitrofenol.








Figura 26: Espectros de absorción UV-vis del acetato de p-nitrofenilo y del p-nitrofenol
Reacción de hidrólisis del acetato de p-nitrofenilo
.
En la cubeta de muestra se colocaron 2,4 ml de tampón Tris-HCl (0,1 M) pH= 7,8 y
un volumen determinado de lipasa cruda de Rhaniehei, colocando agua como referencia en
la otra cubeta. La reacción se disparó al añadir un volumen determinado de una disolución
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cuantificando el incremento de absorción, debido a la liberación de p-nitrofenol, a ?y 400 nm
durante 100 s. La velocidad micial se calculó ajustando el primer tramo de la curva
absorbancia-tiempo a una recta y midiendo su pendiente, la cual se expresó como
AAbsmjmin. Para correlacionar esta medida con los moles de sustrato hidrolizado se realizó
una recta de calibrado (ecuación 25) en la que se representó la absorbancia final de cada
ensayo frente a la concentración de sustrato en la cubeta de reacción (Figura 27). Para obtener












Figura 27.: Recta de calibrado del p-riitrofenol
Los parámetros y la ecuación de la recta de calibrado obtenida, considerando una
regresión lineal con pesos estadísticos proporcionales a la desviación estándar de cada grupo
de tres medidas, es la siguiente:
Absorbancia = (18,6±0,2)[NPA (mM)] - (0 115+0 009) [251
N=24 R=0,996
t =518exp
FSND.XP= 2686 (~0.05) 2,96




dado que FSNDCXP es mayor que FSND,abolada, la ecuación es efectivamente significativa con, al
menos, un 95 % de certeza.
El valor de la pendiente de esta recta, según la ley de Lambert-Beer, equivale al
coeficiente de extinción molar (c) del p-nitrofenol en estas condiciones.
s= (18,6 ±0,2) mM’ cm’
De esta forma, al cuantificar el coeficiente de extinción molar (e) del producto de la hidrólisis
enzimática del pNPA, se pueden convertir los datos de AAbs ¡ min, calculados por el
espectrofotómetro Uy-visible, en medidas de Ajc] 1 ¿Nt. Este incremento, cuantificado durante
los primeros 100 s, permite calcular la velocidad inicial de hidrólisis, parámetro que se
empleará como medida de la actividad esterásica de las preparaciones enzimáticas analizadas.
[11.3.3.- DETERMINACION DE LA ACTIVIDAD LIPASICA
La actividad lipásíca se determinó empleando tres métodos, dos de ellos basados en
la hidrólisis de aceite de oliva y uno basado en la hidrólisis de tributirina.
Para el método de la tributirina y para uno de los métodos con aceite de oliva los
ensayos se llevaron a cabo en un sistema potenciométrico de valoración a pH constante ([pH-
stato) de la casa Crison formado por:
- unidad central: Mícrott 2022
- unidad de valoración: Microbur 3031
- unidad de agitación; Microstirrrer 2038
- electrodo combinado de pH
- módulo registrador: impresora Epson LX-800
- baño de termostatización del reactor.
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Ill.3.3.a.- Hidrólisis del aceite de olivia
.
Para la hidrólisis del aceite de diva (emulsión al 50% (y/y) de la casa Sigma) se
emplearon dos métodos, ambos basados en la valoración volumétrica del ácido liberado
durante la reacción de hidrólisis catalizada por la lipasa de Rh.miehei, usando como agente
valorante una disolución de NaOH lm.M. En el método A el ácido liberado se neutralizó
durante el transcurso de la reaccián empleando un pH-stato. En el método B la valoración se
hizo a punto final”.
m.3.3.a.1.- Método A
Reactivos
* sustrato Sigma: emulsión de aceite de oliva al 50 % (y/y) con 0,1 % de azida sódica
como conservante, de la casa Sigma. Este sustrato se diluyó
previamente al 20 % en tampón de trabajo.
* tampón de trabajo: tampón fosfato (2inM) pH7,2
* disolución valorante: NaOH (lmM) de factor = (0,988±0,002),valorada previamente
con ftalato ácido de potasio.
Procedimiento experimental
:
En la cubeta de reacción del pH-stato se añadieron 4 ml de tampón fosfato (2 mM)
pH=7,2 y un volumen determinado de lipasa cruda de Rh.miehe¡. La mezcla se dejó agitando
durante 5 mm para que la homogeneización alcanzase la temperatura deseada. Posteriormente,
se ajustó el pH del medio a 7,0, adicionando unas gotas de una disolución de NaOH, y se
añadió un volumen determinado de una disolución 36 mM de sustrato Sigma en tampón. Las
velocidades iniciales se midieron utilizando un método de valoración a pH fijo, con agitación
constante y a 37 0C, valorando el ácido liberado con una disolución de NaOH (1 mM) f”’
(0 988+0 002).
El dato de velocidad enzimática inicial se obtuvo ajustando el tramo inicial de la
curva, obtenida al representar los mililitros de la disolución de NaOH adicionados por minuto,





Este método ha sido descrito por la casa Sigma para la detemnnación de lipasas en
suero (Sigma, protocolo n0 800), basado en el método de Tietz y Fiereck61 y consiste en la
valoración volumétrica, al final de la reacción, del ácido total liberado durante la reacción de
hidrólisis.
Reactivos
* suserato Sigma: emulsión de aceite de ojiva al 50 % (y/y), con 0,1 % de azida
sódica como conservante.
* tampón de trabajo: Tris-UCí (0,2 M) pH=8,0
* etanol al 95 %
* indicador: timo[ftaleina al 0,9 % (p/v) en etanol
* disolución valorante: NaOH (0,05 M) de factor (1,084±0,003)valorada con ftalato
ácido de potasio.
Procedimiento experimental
Se elaboró una recta de calibrado de la cantidad de ácido hidrolizado frente a los
miligramos de proteina, haciendo ensayos por triplicado para distintas cantidades de lipasa
nativa de Rh.miehei.
Para cada cantidad de lipasa se prepararon tres tubos de ensayo con 1,2 ml de agua,
0,5 ml de sustrato Sigma, 1,5 ml de tampón de trabajo y una cantidad variable de lipasa de
Rh.miehei. Los tubos se agitaron y se dejaron incubando durante 3 h a 37 0C para que la
reacción de hidrólisis se desarrollara. Paralelamente, se realizaron ensayos en blanco, por
triplicado para cada cantidad de lipasa, con agua en lugar de Lipozyme® IQOCOL y se dejaron
incubando en las mismas condiciones.
Al cabo de las tres horas se vertió el contenido de cada tubo en su correspondiente
erlenmeyer, en el que previamente se había adicionado 1,5 ml de etanol y 4 gotas de
timolftaleina. El ácido liberado se valoró añadiéndo NaOH (0,OSM) hasta que la dilución viró
de incoloro a rosa. Se calculó la cantidad media de NaOH gastada en los tres ensayos
realizados para cada cantidad de lipasa y se le restó la cantidad media gastada en los
correspondientes ensayos en blanco; los ml de NaOR que resultan de esa diferencia se
133
Caracterización de la l4asa de Rh.miehei
multiplicaron por un factor de conversión (280) de unidades lipásicas convencionales en
unidades lipásicas internacionales25’
El ensayo se realizó para un intervalo de concentración de proteínas entre 0,7 y 53,3
mg, pero el tramo recto de la curva 131/1 mgproteina solo llegó hasta 40 mg proteína; por lo
tanto, ese es el intervalo que se consideró para la recta de calibrado.
Los parámetros y la ecuación de la recta de calibrado obtenida, considerando una
regresión lineal con pesos estadísticos proporcionales a la desviación estándar de cada grupo
de tres medidas, es la siguiente:




dado que FSNDCXP es mayor que FsND~bu~a,
menos, un 95 % de certeza.
En la Figura 28 se representaron,
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la ecuación es efectivamente significativa con, al
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En las reacciones con lipasa inmovilizada de Rh.miehei (LipozymÉ 1M20) el
procedimiento experimental seguido fue muy similar al de la lipasa nativa, con la única
diferencia de que se añadieron 3m1 de agua, en los tubos donde se desarrolló la reacción, para
aumentar el volumen y poder observar mejor el viraje de color durante la valoración
volumétrica.
ffi.3.3.b.- Hidrólisis de fributírina
Este método, que es experimentalmente semejante al método A de hidrólisis de aceite
de oliva. se basa en la determinación de la actividad lipásica en función de la hidrólisis de
tributirina catalizada por ambas enzimas Este es el método recomendado por Novo-Nordisk
para la determinación de la actividad hpásica250
Reactivos
* suswa¡o: tributirina emulsificada. La emulsión se preparó diariamente y se mantuvo
con agitación constante. En un matraz de 100 ml se añadieron 5 ml de tributirina, 16,6
ml de emulsificante y se completó con agua. A continuación, se sonicó en un baño de
agua durante 15 min.
* emulsificante: se prepara cada mes. En un vaso de precipitados se añadieron 8,95 g de
cloruro sódico (NaCí), 0,20 g de fosfato potásico diácido (KWPO
4), 200 ml de agua
y 270 ml de glicerina. Se agitó la mezcla y se adicionaron poco a poco 3 g de goma
arábiga; cuando todo estuvo bien disuelto se pasó a un matraz de 500 ml y se enrasó
con agua.
* solución valorante: NaOH (0,05M) f (0,975+0001), valorada previamente con ftalato
ácido de potasio.
Procedimiento experimental
Para un ensayo estándar, en la cubeta del pH-stato se añadieron 5 ml de tributirina
emulsificada y 5 ml de agua y una cantidad determinada de lipasa. Se ajustó el pH del medio
a 7,0 y comenzó la valoración volumétrica con NaOH (0,05 M) fr(0,975±0,001).
Para determinar la actividad lipásica se tomó el tramo inicial de la curva de valoración
y se calculó su pendiente. La velocidad enzimática inicial se cuantificó siguiendo el mismo
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procedimiento que en el método A de hidrólisis de aceite de oliva.
Til.3 4.- DESORCION POR ABRASION DE LA LIPASA INMOVILIZADA DE
Rhizomucor miehet
Se intentó separar la enzima inmovilizada comercial (Lipozyme’> 1M20) de su soporte,
sometiéndola a la acción de un medio fuertemente ácido (HCI 0,IM), otro medio fuertemente
alcalino (NaOH 0,lM) y un medio neutro (tampón Tris-HCí (O,lM) pH=7,0), para lo cual, se
prepararon 3 lotes de 300 mg de Lipozyme9M20 y cada uno de ellos se suspendió en 10 ml
del correspondiente medio. Las disoluciones se mantuvieron en agitación durante 96 h en un
baño termostatizado a 37 0C. Pasado ese tiempo, se filtraron con una placa filtrante del n0 4
y se determinó la concentración de proteínas (por el método del Biuret; ver 11L3.1.a.,)) en los
liquidos de filtrado, para comprobar si la enzima se separó del soporte, tras alguno de estos
tratamientos.
Posteriormente, se llevó a cabo un tratamiento similar con ciclohexano, disolvente
orgánico que se utilizará posteriormente en reacciones de síntesis de ésteres. Se mantuvieron
300 mg de Lipozymé> 1M20 en contacto con 10 ml de ciclohexano durante 72 h a 37 oc.
Pasado este tiempo, se procedió a la extracción con 3x5 ml de agua destilada/desionizada, de
la posible proteína que se hubiera desorbido y se llevó a cabo una cuantificación por el
método del biuret de la cantidad de proteína en dicha fase acuosa.
111.3.5.- ELECTROFORESIS
Las electroforesis SDS-PAGE (dodecil sulfato sódico en gel de poliacrilamida) se
realizaron siguiendo el sistema Laemmli262. El gel separador era de un gradiente 10% y el gel




Iil.4.- SEMIPURIIFICACION DE LA LIPASA DE ¡Ch. miehet
En la presente Tesis Doctoral se llevó a cabo la semipurificación de la lipasa cruda
de Rhizomucor miehel, para lo cual se emplearon dos tipos de métodologías:
a).- basados en la separación de proteinas en función de su tamaño molecular
(ultrafiltración y diálisis)
b).- basados en la separación protéica por diferencias de solubilidad
(precipitación con sulfato amónico)
111.4.1.- SEMIPURIFICACION DE ENZIMAS EN FIJNCION DE SU PESO
MOLECULAR
.
Debido al elevado peso molecular de las proteínas, es posible la separación de
moléculas de pequeño tamaño que puedan contaminarías empleando métodos sencillos, los
cuales también pueden ser utilizados para la resolución de mezclas de proteinas. Los métodos
utilizados en la presente Tesis Doctoral, basados en este principio han sido la ultrafiltración,
y la diálisis.
III.4.1.a.- Ultrafiltración
La ultrafiltración es un proceso de separación de proteínas de pequeño tamaño por
filtración a través de una membrana semipermeable con un determinado tamaño de poro, con
ayuda de la fuerza centrífuga y una corriente de nitrógeno, que puede ser aplicada en sentido
paralelo al flujo o de forma tangencial264.
El aparato de ultrafiltración empleado fue un modelo UHP-43 de Micron Analitical,
conectado a una corriente de nitrógeno y con agitación constante. Las membranas de
ultraflítración fueron membranas Diaflo modelo YM1O de Amicon, que dejan pasar a su
través paniculas de peso molecular inferior a 10 kD. La ultrafiltración se llevó a cabo en
cámara fria a 40C,
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Procedimiento experimental
Se ultrafiltraron 25 ml de lipasa cruda de Rh.miehei (Lipozyme® iQOQOL). En el
momento en que el Volumen del residuo quedó por debajo de la hélice del aparato de
ultrafiltración se dió por finalizado el proceso. Los líquidos ultrafiltrados se recogieron en una
probeta, se midió su volumen y se determinó la concentración de proteínas por el método del
biuret (ver 11I.3.1.a.).
Posteriormente, se restituyó el volumen de los líquidos de filtrado añadiendo al residuo
la misma cantidad de agua y se volvió a ultrafiltrar. Este proceso se repitió catorce veces; la
membrana se cambió tras la octava ultrafiltración.
m.4.1.b.- Diálisis
La diálisis es otro método de separación de proteínas en función de su tamaño
molecular. En este caso se utiliza una membrana semipermeable de celofán con un tamano
de poro determinado, que retiene las sustancias de mayor peso molecular dejando pasar hacia
el medio acuoso, en el que está sumergido la membrana, las partículas menores264.
Las membranas de diálisis empleados son de tamaño 2 (30 mx 14,3 mm) de Medicelí
International Ltd. (Londres, Reino Unido). Estas membranas dejan pasar a su traves
moléculas de peso molecular inferior a 12000-14000 daltons. El peso molecular de la lipasa
cruda de R/tmiehei es de aproximadamente 30 U) 250
Procedimiento experimental
Debido al caracter fuertemente ácido de la lipasa de Rh.miehei las membranas de
diálisis se rompían con facilidad. Por esta razón, para dializar 15 ml de lipasa cruda se
utilizaron 3 membranas diferentes, con 5 ml de lipasa cada una. A continuación, se colocaron
en un baño con 20 1 de agua destilada/desionizada durante 48 h, renovándo el agua del baño
cada 24 iv
La lipasa dializada se dividió en dos lotes. Con uno de ellos, se hicieron ensayos de
actividad esterásica (ver 111.3.2.) y lipásica (siguiendo el método A de hidrólisis de aceite de
oliva;verIIL3.3.a.) y se determinó la concentración de proteínas por el método del biuret (ver
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El otro lote se centrifugó a 5000 r.p.m. durante 30 mm a 4 0C. El sobrenadante
(denominado DC), se recogió y se determinaron sus actividades lipásica y esterásica; asi
corno, su concentración de proteínas por el método del biuret. El residuo se diluyó en agua,
para restituir el volumen inicial, y se volvió a centrifugar según las condiciones antenores.
Se recogió el nuevo sobrenadante (denominado D2C) y se llevaron acabo los ensayos
anteriores; el residuó se diluyó en agua y se centrifugó de nuevo. A continuación, se hicieron
los correspondientes ensayos tanto con e] sobrenadante, denominado D3C; como con el
residuo diluido en agua.
En el Esquema 22 se representa el proceso experimental seguido.
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m.4.2.- SEPARACION DE PROTEINAS POR DIFERENCIA DE
SOLUBILIDAD
Las proteínas en disolución pueden sufrir profundas variaciones de su solubilidad en
función del pH, la fuerza iónica, las propiedades dieléctricas del disolvente y la temperatura.
Esta característica ha sido aprovechada para separar mezclas de proteínas, ya que cada una
posee una composición en aminoácidos caracteristica, la cual determina su comportamiento
como electrolito.
En la presente Tesis Doctoral se utilizó un método precipitación de proteínas por
alteración de la fuerza jónica del medio, basado en la adición de sales neutras.
Este es probablemente el método más empleado para llevar a cabo el fraccionamiento
de proteínas por precipitación ya que presenta una serie de ventajas265:
a).- es un método sencillo
b).-.el precipitado protéico obtenido no suele desnaturalizarse y su actividad
se recupera tras redisolverlo.
c).- la adición de sales neutras estabiliza la proteína frente a procesos de
desnaturalización, proteolisis o contaminación microbiana.
La mayoría de los grupos hidrófobos de las cadenas laterales de los aminoácidos de
las proteínas se colocan hacia el interior de la molécula. No obstante, algunos de ellos se
disponen en la superficie formando una serie de agrupaciones hidrófobas, que no interaccionan
con las moléculas de agua, ni con los grupos iónicos del medio. El grado de solubilidad de
una determinada proteína está en función de la distribución de dichas agrupaciones hidrófobas









zona con carga negativa
~ zona con carga positiva
Figura 29: Representación esquemática de las áreas cargadas de la superficie de una
proteína interaccionando con los iones del medio. Las áreas hidrófobas superficiales
de la proteína interaccionan con moléculas de agua, las cuales forman una matriz
ordenada alrededor de esas áreas.
Al añadir sales al sistema, los iones salinos son solvatados por moléculas de agua. Si
la concentración de sales es muy elevada, las moléculas de agua que rodean a la proteina se
desplazan para solvatar el exceso de iones del medio, dejando expuestos los agrupamientos
hidrófobos de la superficie protéica. De esta forma, se produce la interacción entre los
agrupamientos hidrófobos de distintas moléculas de proteína formando el correspondiente
precipitado Por tanto, las proteínas que presentan mayor cantidad de agrupamientos
hidrófobos superficiales se agregaran más facilmente. Los agregadosformados son una mezcla
de diferentes proteínas, por lo que la concentración de sal necesana para lograr la
precipitación dependerá de cada caso concreto. Además, dado que cada proteína tiene una
composición de aminoácidos característica, su comportamiento frente a la adición de sales
también será diferente. Por esta razón se deben preparar una sene de disoluciones saturadas
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con distinta cantidad de la correspondiente sal, y así poder establecer la cantidad de sal
necesaria para la proteína objeto de estudio.
I11.4.2.a.- Factores a considerar
111L4.2.a.1.- Naturaleza de la sal utilizada.
Para determinar el tipo de sal adecuada para la semipurificación de proteínas por
precipitación hay que analizar una serie de factores:
* naturaleza del anión
La efectividad de la sal empleada viene determinada principalmente por la naturaleza
del anión. Los aniones multivalentes son los más efectivos por este orden:
fosfato > sulfato > acetato > cloruro
No obstante, dado que a pH neutro el ión fosfato se encuentra como mezcla de HPO4
~‘ WPO¿ desde el punto de vista práctico el más adecuado es el anión sulfato.
* naturaleza del catión
Aunque tienen menos mfluencía en este método, también es un factor a considerar.
Los cationes más adecuados son los monovalentes por este orden:
amonio > potasio > sodio
* gzrado de solubilidad de la sal
Este factor es importante, ya que se suelen emplear elevadas concentraciones salinas
hasta lograr la precipitación de la proteína. Por esta razón las sales de potasio no son
adecuadas debido a su escasa solubilidad en agua
* densidad de la solución salina
Es necesario considerar la densidad de la solución salina en relación con la densidad
del agregado protéico, ya que la diferencia entre ambas densidades determinará la facilidad
de la separación por centrifugación del agregado protéico de la masa líquida.
* pureza química de la sal
La sal utilizada debe presentar pocas impurezas y debe ser economica.
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Teniendo en cuenta todos estos factores se eligió el sulfato amónico como sal
precipitante, puesto que:
* presenta un buen grado de solubilidad (una solución saturada en agua es
aproximadamente 4M)
* la pureza y el precio del sulfato amónico comercial son bastante aceptables.
El único inconveniente inherente a este método es que la proteína semipurificada
contendrá cierta cantidad de sulfato amónico, por lo que no se deben utilizar métodos de
cuantificación de proteínas, en los que pueda interferir el sulfato amónico. El método
recomendado es el método de Bradford265.
III.4.2.a.2.- Cantidad de sal añadida al medio
Como se ha indicado, anteriormente, cada proteína requiere una determinada cantidad
de sal para precipitar. Por esta razón, es necesario preparar un gradiente de disoluciones
enzimáticas con distinto grado de saturación de la sal. A continuación, es necesario analizar
con que grado de saturación salina precipitan las proteínas de la disolución enzimática; así
como determinar la concentración protéica y la actividad enzimática de cada uno de los
precipitados obtenidos. De esta forma, se determina la cantidad de la correpondiente sal
necesaria para obtener la proteína activa y en mayor concentración. La cantidad de sal añadida
se expresa en porcentaje de saturación, asumiendo que el extracto protéico disuelve la misma
cantidad de sulfato amónico que el agua pura. Así, para calcular los gramos de sulfato
amónico que deben añadirse a un litro de agua a 20 0C para obtener una concentración
determinada, se emplea la siguiente ecuación
533 (S2 - S~)
[27]
100-0,3 ~2
donde S~== concentración inicial y S
2 = concentración final.
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1111.4.2.a.3.- Temperatura del medio.
La temperatura a la cual se lleva a cabo la precipitación es muy importante, ya que
al aumentar la temperatura, disminuye la solubilidad de las proteinas, por lo que la
temperatura utilizada habitualmente es de 40C.
ffi.4.2.c.- Procedimiento experimental
Como se indicó anetriorniente, dado que cada proteína tiene una composición de
aminoácidos caracteristica, su comportamiento frente a la adición de sales también será
diferente. Por esta razón se prepararon una serie de disoluciones con distinto grado de
saturación de sulfato amónico, para así poder establecer la cantidad de sal adecuada para
precipitar la lipasa de Rltrniehei.
Previamente se pulverizó el (NH
4)2504 con ayuda de un mortero y se preparó una
disolución 1/10 de lipasa de Rh.miehei en. tampón Tris-HCI (50 mM) pH7,5. A continuación,
se tomaron 7 muestras de 25 ini cada una y se les adicionó poco a poco una cantidad variable
de (NH4)2S04, para obtener un gradiente de disoluciones saturadas. En la Tabla 12 aparece
la cantidad de (NH4>2S04 añadido en cada caso y el grado de saturación alcanzado265.
Tabla 12: Cantidad de sulfato amónico
distintos grados de saturación salina.










Cada disolución se agitó durante
r.p.m. a 4
0C durante 40 min.
En las disoluciones al 20, 30 y 40
lh a 4 0C. Posteriormente, se centrifugaron a 5000
% de saturación no apareció ningún precipitado; por
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tanto, con ellas no se continuó el proceso.
El sobrenadante de las disoluciones al 50, 60, 70 y 80 % de saturación, en las que si
hubo précipitación, se retiró y el residuo se diluyó en 10 ml de tampón Tris-ECl (50 mM)
pH~=8,0. A continuación, cada residuo diluido se dividió en dos lotes (A y B).
Con los lotes (A) se hicieron ensayos de actividad esterásica (ver fIL3.2.) y lipásica
(siguiendo el método A de hidrólisis de aceite de oliva; ver 1II.3.3.a.). Asimismo, se
determinó su concentración deproteinas por el método deBradford (ver 11L3.1.b.) ya que con
el método del biuret podian existir interferencias entre los grupos amonio de la proteína y
tos del (NH4)2S04 al reaccionar éstos con las sales de cobre del reactivo de biuret265.
Los lotes B se dializaron con una membrana de diálisis de 30 m x 14,3 mm y se
liofilizaron. Posteriormente, se realizaron también ensayos de actividad lipásica y esterásica
y se determinó su concentración de proteínas por el método de Bradford.
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m.5.- JINMOVILIZACION DE LA LIPASA DE Rhizomucor miehel
.
En la presente Tesis Doctoral se llevó a cabo la inmovilización de la lipasa de
Rhizomucor miehei por unión covalente con sílice, previamente activada vía 2,4,6-tricloro-
1,3,5-triazina (TCT) (ver 1L4.6.).
Como ya se mdicó en la Introducción, los procesos de inmovilización por enlace
covalente se desarrollan en dos etapas, ya que el proceso de activación del soporte se lleva
a cabo en condiciones drásticas, que pueden alterar la estabilidad de la enzima. Las dos fases
del proceso son:
a) activación de la sílice vía 2,4,6-tricloro-1,3,5-triazina (TCT)
b) inmovilización de la enzima sobre sílice activada
La sílice utilizada
caracteristicas texturales:
fue Kieselgel 40 de Merck, que presenta las siguientes
diámetro de partícula: 0,063-0,2 mm
superficie especifica 239 m2/g
diámetro medio de poro: 9,5 A
volumen de poro acumulado: 0,57 cm3/g
m.s.i.- ACTIVACION DEL SOPORTE
La activación del soporte, sílice en este caso, se realizó por reacción con 2,4,6-tricloro-
1,3,5-triazina (TCT) (Esquema 23). La optimización de esta metodología fue llevada a cabo
por miembros de nuestro grupo de trabajo266
+
cl








Esquema 23: Activación de la sílice con 2,4,6-tricloro-1,3,5-tiiazina (TCT)
En un matraz se añadieron 25 g de Sílice, 250 ml de tolueno seco, 7,5 g de 2,4,6-





durante 4h. A continuación, se procedió al lavado del soporte, para lo cual la sílice activada
se filtró a vacio con un embudo Euchner y se lavó con 250 inI de tolueno seco y con acetona
previamente pura hasta que la sílice se decoloró.
IiLLS.l.a.- Medida del 2rado de activación
El grado de activación de la sílice se midió en función del tanto por ciento de TCT
unida, para lo cual se hizo una determinación de cloruros tanto del soporte activado como en
los líquidos de lavado siguiendo el método de Mobi967
Para la valoración de los cloruros de los liquidas de filtrado se tomaron 5 ml de dichos
líquidos, se añadieron 10 ml de NaOH (0,1 M> y la mezcla se agitó durante 5 min. A
continuación, se separaron ambas fases en una ampolla de decantación y se repitió el proceso
dos veces más. Posteriormente, se unieron las tres fases acuosas, de las cuales se tomó 1 ¡nl,
que se mezcló con tampón fosfatolNaOH (0.1 M) pH= 7,0 y con 0.05 g de K
2CrO4,
valorandose la mezcla con una disolución de AgNO3 (0,IM), hasta la formación de un
precipitado rojo de Ag2Cr2O4.
Para la valoración de los átomos de cloro remanentes en el soporte activado se
tomaron 0,1 g de éste y se tuvieron en agitación, durante 2 h a temperatura ambiente, con 10
ml de NaOH (0,1 M). A continuación, se tomó 1 ml de la disolución y se valoraron los inoes
cloruro de forma análoga al caso anterior. En los dos casos se hicieron ensayos en blanco para
determinar la posible existencia de cloruros en el disolvente organico, solucion de NaOH,
tampon, etc.
111.5.2.- LNMOVTILIZACION DE LA LIFASA DE Rhizomucor iniehel
En la presente Tesis Doctoral se inmovilizaron la lipasa de Rh.miehei cruda
(Lipozymet IOOOOL) y semipurificada por precipitación con un 50% de saturción de sulfato
amónico, ya que éste fue el proceso de semipurificación con el que se obtuvieron mejores
resultados. El procedimiento seguido con ambas enzimas fue el mismo.
Procedimiento experimental
Se preparó una disolución (5,16 mg proteína/mi) de lipasa cruda de Rltmiehei en
tampón Tris-HCl (0,lM) pH= 8,0. En el caso de la lipasa seniipurificada el precipitado
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obtenido se disolvió en el mismo tampon.
11 g de sílice activada y 100 ml de la disolución de lipasa se agitaron, durante 49 h
a 4 oc,. A continuación, se filtró a vacío con un embudo buchner y el residuo se lavó con
tampón Tris-HCI (0,IM) pH 8,0 hasta que los líquidos de lavado dieron negativo el ensayo
del Biuret, es decir, hasta que no hubo proteínas en los líquidos de lavado.
11I.5.l.a.- Determinación de la carra protéica del derivado
La carga protéica del derivado inmovilizado se determinó por diferencia entre el
contenido protéico de la disolución enzimática inicial y los liquidos de lavado. El método de
determinación protéica utilizado fue el método del biuret <ver 11L3.La.)
ll1.&2.b.- Determinación de la actividad retenida del derivado
Para calcular el porcentaje de actividad retenida se hizo un ensayo estándar de
actividad lipásica con tributirina (ver III? 3.3.b.) a la disolución enzimática inicial y al derivado
inmovilizado, La actividad lipásica, obtenida en cada ensayo, se expresó por miligramo de
proteína con fines comparativos. La concentración protéica de la disolución enzimática inicial
se detenninó por el método del Biuret y la concentración protéica del denvado inmovilizado
se determinó en función de la carga enzimática calculada anteriormente.
11115.3.- ESTUDIOS DE ESTABILIDAD TERMICA DE LOS DERIVADOS
INMOVILIZADOS
.
Para estudiar la estabilidad térmica de los derivados inmovilizados obtenidos, frente
a la enzima cruda y semipurificada de Rh.rnieheí, se almacenaron tanto los derivados como
las enzimas a 37 y 50 0C. A continuación, se analizó la actividad lipásica de cada uno de ello,
tras un determinado tiempo de almacenaje, haciendo ensayos de hidrólisis de tributirina (ver
fIL3.3.b.)
Procedimiento experimental
El medio utilizado para almacenar las enzimas presentaba la misma composición de
sales inorgánicas que el emulsificante en el que se preparó el sustrato de la reacción de
hidrólisis de tributirina, es decir 1,8 g de NaCí y 0,041g de KH




Las lipasas cruda y semipurificada de Rh.miehei se diluyeron en el medio de
almacenaje y se mantuvieron a 50 y 37 0C, analizando su actividad lipásica cada cierto
tiempo.
Para analizar la estabilidad de los derivados inmovilizados se prepararon pequeñas
muestras (2 por cada tiempo estudiado) con 50 mg de derivado y 0,2 ml del medio de
almacenaje. Estas muestras se almacenaron a 50 y 37 0C de temperatura durante un
determinado tiempo, tras el cual se analizó su actividad lipásica remanente.
m.5.3.a.- Ajuste estadístico de las curva de termoestabilidad obtenidas
.
La actividad lipásica obtenida tras un determinado tiempo de almacenaje a 37 y 5ú 0c
de cada enzima se expresó en porcentaje de actividad retenida. Los resultados obtenidos se
representaron frente al tiempo de almacenaje (horas) y las curvas de desactivación obtenidas
se ajustaron a un modelo exponencial decreciente con ayuda del programa EXFIT del paquete
integrado SIMFIT, versión 4.0 254
149
Acidos (R,S) 2-arilpropiónicos
111.6.- SINTESIS OUIMICA DE ESTERES BUTILICOS DE
ÁCIDOS <LS) 2-ARILPROPIONICOS
.
Para la resolución enantioselectiva de los antiinflamatorios no esteroidicos derivados
del ácido (R,S) 2-arilpropiónico, se planteó una metodología basada en la hidrólisis
enantioselectiva de los ésteres butílicos de dichos ácidos. Para poder llevar a cabo esta
hidrólisis se sintetizaron, por vía quimica, los correspondientes ésteres siguiendo la
metodología descrita a continuación.




(5) 2-(6-metoxi-2-naftil>propiónico (Naproxeno) y (E.) 2-(6-metoxi-2-naftil)propiónico
Los espectros de resonancia magnética nuclear de protón (‘H-RMN) se reistraron
en un aparato Bruker, modelo 250. Como referencia interna se utilizó tetrametilsilano (TMS).
Los datos de los desplazamientos químicos se expresaron en 8 (ppm). Para la interpretación
de primer orden se emplearon las siguientes abreviaturas: sínglete (s), doblete (d), triplete (t),
cuadruplete (c) y multiplete (m).
Los análisis elementales cuantitativos fueron realizados en el Servicio de Microanális
de la Universidad Complutense. El analizador utilizado es un modelo 2400-ClIN de Perkin-
Elmer.
Los espectros infrarrojo (IR) se registraron en un espectrofotómetro Perkin-Elmer
modelo 283, utilizando película de poliestireno para la calibración del aparato.
111.6.1.- (RS) 2-(4-isobutilfenil)pronionato de butilo
(R,S) éster butilico del Ibuprofeno.
Se disolvieron 10 g de ácido (R,S) 2-(4-isobutilfenil)propiónico (Ibuprofeno) en 40 ml
de 1-butanol y se añadieron unas gotas de ~SSO4para acidificar el medio. La mezcla se
mantuvo a reflujo durante 18 h. A continuación, se siguió un procedimiento analítico de
extracción para separar el ácido y el éster. Para ello, se añadieron 20 ml de agua y 20 ml de
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acetato de etilo. La mezcla se agitó bien y se separaron dos fases (acuosa y orgánica) en una
ampolla de decantación; la fase acuosa se volvió extraer dos veces más con acetato de etilo,
Posteriormente, se reunieron las tres fases acuosas y se les añadió 20 ml de NaOH (0,5 M),
para formar la sal sódica del ácido y de esta forma separarla del éster que quedó en la fase
orgánica; tras separar estas dos fases, la orgánica se trató dos veces más con la disolución de
NaOH (0,5M). Se juntaron las tres fases orgánicas que contienen el éster butilico y se desecó
con CaCI2 anhidro, el cual se retiró posteriormente por filtración. Finalmente, se eliminó el
acetato de etilo por evaporacion.
Rendimiento: 88 % en producto aislado.
‘H-KMN(CDCI3, 250 MHz): 8= 7,3-7,0 (m,4H); 4,1 (t, 2H); 3,7 (c, IH); 2,45 (d, 2H);
1,4 (m, 1H); 1,5 (d, 3H); 1,3 (m, 4H); 0,9 (t, 37-1); 0,85 (t, 6H)
IR (film\u cm’): 3040, 2957, 1732, 1626, 1165,
Análisis elemental:
calculado para C,ItO,: C 77,82 % , ¡h 9,99 %
encontrado: C 77,00 % , H 9,70 %
111.6.2.- <R.SI éster 2-feniluronionato de butilo
.
Se partió de 5 g del correspondiente ácido disuelto en 50 ml de butanol. A la mezcla
se le añadió, gota a gota, 5,09 ml de SO2CI (relación molar 1:2) y se dejó a reflujo durante
una noche. Posteriormente se concentró en rotavapor la solución hasta la mitad de su volumen
aproximadamente y se le adicionó Cl3CH saturado de amoniaco (110 mi). Finalmente se filtré
el NTH4CI formado y se concentré la solución de cloroformo. Para purificar el producto se
coluinnó en silica gel utilizando n-hexano/acetato de etilo (13/3) como eluyente.
Rendimiento: 86 % en producto aislado
‘H-RMIN (CDCl3, 250 MHz): 8= 7,4-7,2 (m, 5H); 4,15 (t,2H); 3,7 (c, IH); 1,5 (d, 3H);
1,3 (m, 4H); 0,9 (t, 3H)
IR (film)(u cml: 3070, 3040, 2970, 1740.
Análisis elemental:
calculado para C,,H1802: C 75,69 % , H’ 8,80 %
encontrado: C= 75,52 % , 11= 8,67 %
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111.6.3.- <RS) 2-<6-metoxi-2-naftil)nronionato de butilo
.
La metodologia de esterificación seguida fue igual que en el caso del 2-fenilpropionato
de butilo. Sin embargó, la purificación se llevó a cabo mediante un proceso de recristalización
en hexano seco caliente (a reflujo) dejando que se enfríe lentamente a temperatura ambiente
durante una noche.
Rendimiento: 83 % en producto aislado
‘H-RMTN (CDCl3, 250 MHz): &~ 7,1-7,7 (m, 611); 4,1 (t, 211); 3,9 (s, 311); 3,8$ (m,
IR (film)(u cm4): 3055, 2953, 1724. 1607
Análisis elemental:
calculado para C,H~O,: C 79,96 % , H 8,20 %
encontrado: C 80,00 % H= 7,90 %
111.6.4.- <RS) 2-<3-benzoilfenil)nronionato de butilo
(R,S) éster butílico de Ketoprofeno.
La metodología empleada fue la misma que en el caso del 2-fenilpropionato de butilo.
La purificación también se realizó por columna rellena de sílica gel utilizando diclórometano
como eluyente.
Rendimiento: 87 % en producto aislado
‘H-RMN(CDCI
3, 250 MHz): 5= 7,4-7,9 (m, 911); 4,1 (t, 2H); 3,85 (c, 111); 1,6 (d,
311); 1,3 (m, 411); 0,9 (d, 311).
IR (film)(u cm’): 3061, 2960, 1760, 1732, 1597.
Análisis elemental:
calculado para C.H~O2: C= 81,60 % , 11= 7,53 %
encontrada: C= 81,40 Ve , 11’ 7,39 %
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111.7.- HIDROLISIS ENZIMATICÁ DE ESTERES
En estas reacciones de hidrólisis de ésteres se emplearon dos metodologías debido a
la difícil reproducibilidad en la obtención de la emulsión de los ésteres butilicos de los ácidos
(R,S) 2-arilpropiónicos y a la necesidad de extraer el producto de la reacción, ya que en las
técnicas analíticas empleadas no se pueden utilizar muestras acuosas.
La diferencia entre los dos métodos solo se basa en el procedimiento experimental, ya
que los sustratos, tampón de trabajo, lipasas y proceso de extracción final son semejantes.
En el Método A se dividió el volumen total de reactivos en diferentes alícuotas de 3
ml cada una, que se pararon a distintos tiempos de reacción. Por el contrario, en el Método
B se trabajó a mayor volumen (10 mí) a un tiempo fijo para todas (143 h).
En el Método A. aunque se obtienen varios valores de rendimiento para cada reacción,
los resultados son poco reproducibles, debido al difícil manejo del crudo de reacción durante
la extracción y a la dificultad de reproducir las condiciones de la emulsión. En el Método B
solo se obtiene un valor de conversión para cada reacción. Sin embargo, la manipulación de
la reacción durante el proceso de extracción fue mucho más sencillo y la reproducibilidad
alcanzada mucho mejor; por todo ello, éste fue el método elegido para estudiar las reacciones
de hidrólisis de ésteres de ácidos (R,S) 2-arilpropiónicos.
111.7.1.- METODO A
Procedimiento expenmental
Cada tipo de reacción se realizó por triplicado, poniendo en cada tubo de ensayo el
éster correspondiente (0,125M) y 3 mide tampón Tris-HCí de diferente pH, según la reaccion.
El contenido de cada tubo se sonicó a 20 watios en un cañón de ultrasonidos Branson modelo
Sonifier 450 durante 2 min hasta obtener una emulsión homogenea; se añadió la lipasa cruda
(Lipozyme® 10000L)(0,4 ml) o inmovilizada (Lipozyme~ 1M20) (300 mg) y se colocaron los
tubos en un baño de agua termostatizado a 37 0C. Cada reacción se paró a un determinado
tiempo de reacción; se extrajeron el éster remanente y el ácido hidrolizado siguiendo un
procedimiento analítico de separación (ver III.7.3); se analizaron en un cromatógrafo de gases
(ver fIL8.3.a.) para determinar el rendimiento de la reacción y posteriormente se analizaron






Cada reacción se llevó a cabo solo una vez pero el volumen de reacción fue mayor
y todas las reacciones se detuvieron a un tiempo fijo de 143 h. Se eligió ese tiempo fijo de
reacción porque el rendimiento de la reacción estándar (hidrólisis del éster butilico de (R,S)
Ibuprofeno (0,125 M) en tampón Tris-HCl (0,1 M) pH= 7,0) era aproximadamente del 50 %.
En un reactor de 25 ml se añadió el éster correspondiente en una concentración 0,125
M y 10 ml de tampón Tris-MCi (0,1 M) de diferente pH, según la reacción. A continuación,
se sonicó a 20 watios en un cañón de ultrasonidos Branson modelo Sonifier 450 durante 2
mn; cuando la emulsión estuvo bien formada (aspecto homogéneo, blanquecino y sin
coágulos), se adicionó la lipasa cruda (0,4 mí) o inmovilizada (300 mg), según el caso. La
reacción se dejó transcurrir durante 143 h en un baño termostatizado a 37 <‘C. El proceso
seguido a continuación (extracción, análisis del rendimiento de la reacción y exceso
enantiomérico del ácido hidrolizado) es el mismo que en el Método A.
111.7.3.- AISLAMIENTO DEL PRODUCTO DE REACCION
El medio de reacción se filtró con un filtro de pliegues, para eliminar la lipasa (en el
caso de la lipasa cruda este procedimiento fue bastante dificultoso, debido a la consistencia
viscosa de la enzima). A continuación, se añadieron unas gotas de H2S04, para acidificar el
medio, y se añadieron 20 ml de éter etílico y 10 ml de agua, para tener volumenes semejantes
en las dos fases; se agitó durante algunos minutos y en una ampolla de decantación se
separaron la fase orgánica y la fase acuosa. La fase acuosa se volvió a extraer, dos veces mas,
con 20 ml de éter etílico. Finalmente, se unieron las tres fases orgánicas, en las que estan
diluidos el ester y el ácido; se desecaron añadiendo una punta de espátula de CaC12 anhidro,
que posteriormente se eliminó por filtración con un filtro de pliegues. El éter etílico se
eliminó por evaporación y el residuo seco se diluyó en hexano (para el Ibuprofeno y ácido
2-fenilpropiónico) o en éter diisopropílico (para el Naproxeno y Ketoprofeno). De esta forma
el ácido hidrolizado y el éster remanente se encuentran en medio orgánico, preparados para
ser analizados en el cromatógrafo de gases y en el HPLC con columna quiral.
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m.&- SINTESIS ENZIMATICA DE ESTERES
Uno de los objetivos de la presente Tesis Doctoral es el estudio del comportamiento
de la lipasa de Rh.miehei en medio orgánico como catalizador de la reacción de síntesis
enantioselectiva de ésteres de antiinflamatorios no esteroideos derivados del ácido 2-ah!-
propiónico (AINEs).
Este estudio lo hemos dividido en dos secciones, según sean los factores objeto de
estudio:
1) estudio de las variables continuas o estructurales (disolvente y sustratos
(ácidos y alcoholes)
2) estudio de las variables discontinuas o de operación (temperatura, volumen
de reacción, velocidad de agitación, tiempo de reacción, cantidad de
catalizador, etc.), empleando la metodología del Diseño estadístico de
Experimentos
[11.8.1.-ESTUDIO DE LAS VARIABLES CONTINUAS O ESTRUCTURALES
.
JIIILS.1.a.- Reacción estándar
* ácido: Ibuprofeno (0,125 M)
* alcohol: 1-butanol (0,125 M)
* disolvente: ciclohexano (10 mi)
* temperatura = 37 0C
* tiempo de reacción 72 h
* enzima: lipasa cruda (Lipozym& IOOOOL) (0,4 mil)
lipasa inmovilizada (Lipozyme* 1M20) (300 mg)
Procedimiento experimental
Para estudiar la influencia de la naturaleza de los sustratos (ácidos (R,S) 2-
arilpropiónicos y alcoholes) y disolventes se definió una reacción estándar, en la cual se
fueron modificando esas variables estructurales, para determinar cuales son las condiciones




En un reactor de 25 inI se añadieron los sustratos (ácido y alcohol) y el disolvente. A
continuación, dich« reactor, se colocó en un baño termostatizado a 37 0C con agitación
constante. Se dejó transcurrir la reacción y cada cieno tiempo se tomaron alícuotas de 0,1 mi,
las cuales se diluyeron en 1.4 ml del disolvente empleado. Estas muestras se filtraron con
microfiltros de nylon de 0,2 ¡im de la casa Lida.
m.8.2.- ESTUDIO DE LAS VARIABLES DE OPERACION
(Diseño estadístico de Experimentos)
.
Para el estudio de las variables continuas o de operación, que pueden influir en las
reacciones de síntesis de ésteres, no se utilizaron los ensayos OV.A.T., empleados en el
análisis estructural de la reacción, sino que se utilizó un método de variación múltiple
mediante la aplicación de un análisis factorial denominado Diseño estadístico de
Experimentos, ya que este método permite determinar con mayor certeza que variables son
las que más influyen en el proceso y si hay algún tipo de influencia conjunta de las variables
estudiadas.
En el Diseño estadístico de Experimentos todos los parámetros objeto de estudio varían
simultanemente de forma programada, desarrollandose un estudio eficaz y racional de las
variables elegidas en todo su intervalo y obteniéndose información adicional acerca de los
efectos debidos al conjunto de dos o más variables268.
En la presente Tesis se ha aplicado esta metodología al estudio de la reacción de
síntesis del éster butílico de Ibuprofeno en isooctano a 37 0C. Este estudió se aplicó a la
lipasa cruda (Lipozyme® IOOOOL) e inmovilizada (Lipozym¿> 1M20) de Rh.miehei. La
reacción con los valores medios de cada variable se realizó por triplicado con cada enzima,
hasta alcanzar un rendimiento aproximado del 50 %; el cual se logró a las Eh con la lipasa
cruda y a las 24 h con la lipasa mmovilízada. El procedimiento seguido para cuantificar el
rendimiento de la reacción se indica en la sección siguiente (ver fIL8.3.a.). El exceso
enantiomérico de estas reacciones no se determiné, ya que la finalidad de este estudio era solo
conocer la influencia de estas variables en la actividad catalítica de estas lipasa.
El número total de experimentos fue de 19, de los cuales 16 constituyeron el análisis
factorial en sí (combinación de las variables en sus niveles máximo y mínimo), y tres
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(correspondientes al punto central de cada variable) permitieron un analisis estadistico del
diseño y el cálculo de los limites de confianza del estudio. Los valores máximos y minimos
de est& variables se combinaron de forma aleatoria usando el programa STATGRAPH269
La variación del rendimiento de la reacción, determinada por cromatografia gaseosa
(verIILS.3.a), se expresó como unafunción polinómica de las seis variables objeto de estudio
(ecuación 28):
Y (%) = b, + ~ b
1x~ + ~ b~x1x~ [28]
m.8.3.- METODOS DE CUANTIFICACION DE LAS REACCIONES
IIiLS.3.a.- Determinación del rendimiento de la reacción
El rendimiento total de la reacción se midió con un cromatógrafo de gases Shimadzu
GC-14A equipado con un detector de ionización de llama, un inyector de split (1:2) y una
columna SPB-l sulfur (15 m x 0,32 mm). El gas transportador empleado fue nitrógeno, la
temperatura del inyector fue de 300
0C, la temperatura del detector fue 350 0C. La
temperatura de la columna y el flujo del gas transportador variaron en función del ácido
analizado, como se recoge en la Tabla 13.
Tabla 13: Condiciones de análisis del rendimiento de reacción por cromatografia gaseosa.
ACIDO Tacolumna flujo de N





180 oc 12 ml/mm 6 min 10 mm
190
0C 30m1/mm lomin l7min
190 oc 30 ml/mm 16 mm 25 mm
180 0C 3 ml/rrnn 3 mm 5 mm
tr = tiempo retmOi~i
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1 0.373 10239952 0 E 80.1009
2 5.577 2528156 18.9201
3 10.412 129914 0.9689
TOTAL 13400021 100
Figura 3<>: Cromatograma obtenido tras el análisis por cromatografia gaseosa de una reacción
de síntesis del éster butílico de Ibuprofeno, catalizada por la lipasa de Rh.miehei.
A partir de los datos suministrados por los cromatogramas se calculó la conversión en
éster a través de dos métodos cuantitativos, ambos coincidentes:
Ifl.8.3.a.l.- Método de la calibración absoluta o del estándar externo.
Este método indirecto consiste en utilizar un estándar externo, para lo cual se debe
disponer de mezclas sintéticas cuyas concentraciones de analito (Ibuprofeno) sean conocidas
con precisión. Se preparó una curva de calibrado directa (área frente a concentración de
analito) a partir de los cromatogramas correspondientes obtenidos inyectando el mismo
volumen (0,2 j4) de mezclasintética en cada caso. Cuando se inyecta igual volumen de la mezcla
problema procedentedel medio de reacción, el área obtenida se correlaciona directamentecon la





area = (4,1±0,1)IOE+5[ácido (M)j + (2,3±O,1)IOE±4
>4= 11 R= 0,99
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Figura 31: Recta de calibrado por cromatografía gaseosa para el Ibuprofeno.
lifl.8.3.a.2.- Método directo o de normalización de áreas.
En este método se considera que la suma de las áreas de todos los picos corresponde
al 100 % de los solutos separados y, por tanto, el área del soluto A será el porcentaje en peso
del mismo en la muestra. Para poder aplicar este método es necesario que todos los
componentes de la muestra se eluyan de la columna y que el detector presente igual
sensibilidad para todos ellos, dando respuestas lineales y reproducibles. Esta condición sólo
se cumple cuando se trata de series homólogas de solutos de alto poder de ebullición. En el
caso de la separación del Ibuprofeno y su éster butilico se cumplen estos requisitos. Además,
se comprobó la validez del método por comparación con el método cuantitativo del patrón
externo, Este fue, por tanto, el método elegido para calcular el rendimiento de las reacciones
enzimáticas tanto de sintesis como de hidrólisis realizadas a lo largo de la presente Tesis
Doctoral debido a su mayor simplicidad.
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Ill.8.3.b.- Determinación del exceso enantiomérico del ácido remanente
.
El exceso enantiomérico del ácido remanente, en las reacciones de sintesis enzimática
de ésteres se detenninó mediante 1{PLC (Waters-Miillipore, modelo 590) dotado con una
columna quiral (Chiracef”-OD; de Daicel Chemical Industries Ltd.; Tokio, Japón) de
carbamato de celulosa (25cm x 0,46cm), capaz de separar los enantiómeros R y S de los
ácidos 2-arilpropiónicos.
Los componentes de la fase móvil se modificaron en función del ácido analizado
(Tabla 14), pero en todos los casos el flujo de dicha fase móvil fue de 0,8 ml/mm, la presión
fue de 200 psi y la longitud de onda empleada para la determinación espectrofotométrica de
estos compuestos fue de 254 nm.
Las muestras de Ketoprofenofueron analizadas con una columna quiral (Chiralcel~-OJ;
de Daicel Chemical md.) de éster de celulosa (25cm x 0.46cm). El flujo de la fase móvil fue
de 1 ml/mm, la presión fue de 780 psi y la longitud de onda fue también de 254 nm.
Tabla 14: Características de la fase móvil utilizada para detenninar el exceso enantiomérico
de las reacciones emzimáticas de síntesis de ésteres.
ÁCIDO fase móvil
Ibuprofeno hexano ¡ 2-propanol 1 actrifluoroacetico
(100/1/0,1) (y/y/y)
Naproxeno hexano ¡ 2-propanol ¡ acacético
(97/3/1) (y/y/y)
Ketoprofeno hexano 1 2-propanol! acacético
(90/10/1) (y/y/y)
2-fenslpropiomco hexano 1 2-propano! ¡ ac. fónnico
(98/2/1) (y/y/y)
Los tiempos de retención de los enantiómeros R y S de cada ácido fueron los
siguientes: Ibuprofeno —> (R) 19 min; (8) 22 mm
Naproxeno —* (R) 22 mm; (8) 24 mm
Ketoprofeno —* (R) 20 min; (8) 25 mm
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Figura 32: Cromatograma obtenido tras el análisis por HTPLC con columna quiral de una
reacción de sintesis del éster butílico de Ibuprofeno, catalizada por la lipasa de Rh.miehei.
111.9.- ISOTERMAS DE ADSORCION
Las isotermas de adsorción son una representación gráfica de la variación de la
actividad de agua (a) respecto a la cantidad de agua añadida al medio en el que se encuentra
la enzima (en este caso la célula del aparato) (ver 1L2.6.c.)
La medida de actividad de agua se realizó en un medidor modelo Rotronic Hygroscop
D.T. de la casa Aname, especial para disolventes orgánicos, que permitió la lectura simultánea
de humedad y temperatura, la cual se fijó a (25±0,5)0C aproximadamente, mediante un baño
termostatizado acoplado a una célula de medidas.
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111.9.1.- CALJiBRACION DEL APARATO DE ACTIVIDAD DE AGUA (as,
)
La calibraciónse llevó a cabo, en primer lugar, con el patrón de menor a~ (sal-II; a,,”
0,1) y, posteriormente, con el patrón de mayor a.~ (sal-98; aj 0,9) (ver JILI.5.)
[1.9.2.- PREPARACION DE LAS MUESTRAS
Las muestras objeto de estudio deben ser desecadas totalmente antes de comenzar una
isoterma. En este caso para desecar las enzimas se han empleado dos metodologías diferentes
en función del estado físico de éstas, ya que la lipasa cruda de Rh.rniehei (Lipozyme 1 OOOOL)
es un líquido, mientras que el derivado inmovilizado (Lipozyme® 1M20) es un sólido.
Lipasa cruda de Rh. miehel (Lipozyme® lOOOOL)
Para desecar esta lipasa se congeló previamente a -180 oc utilizando nitrógeno
líquido, ya que debido al alto contenido en azúcares de la preparación enzimática, no se pudo
congelar con los métodos convencionales. A continuación, se liofilizó y posteriormente se
desecó colocandola en atmósfera de 1>20, anhidro, conectado a una bomba de vacio. Para
verificar el total secado de la enzima se midió el valor de a,,, en el detector de actividad de
agua; dicho valor debe oscilar entre 0,005 y 0,01.
Lipasa inmovilizada de Rh.iniehei (Lipozymet 1M20)
Para desecar la lipasa inmovilizada por Novo-Nordisk (Lipozyme® 1M20) se colocó
una determinada cantidad de enzima en un desecador con 1>20, anhidro y se conectó a una
bomba de vacio hasta que se alcanzó un valor de a~ de entre 0,005 y 0,01 aproximadamente.
11L9.3.. ISOTERMAS DE ADSORCIÓN
La metodología empleada fue la misma tanto para la lipasa cruda como para la lipasa
inmovilizada; la única diferencia surgió al llevar a cabo las isotermas en aire o con
disolventes orgánicos.
Para realizar las isotermas en aire se colocó una cantidad determinada (100-200 mg)
de lipasa, previamente desecada, en la cámara del aparato medidor, mientras que, para las




Una vez colocados en la cámara del aparato medidor de agua, previamente
termosta’tizado a (25±0,5)“C, las muestras correspondientes, se fueron añadiendo cantidades
crecientes (lil) de agua. Tras cada adición se esperó aproximadamente 2h, hasta alcanzar el
valor de equilibrio de a,, y se procedió a la lectura del valor de a,, para cada nuevo volumen
de agua añadido. La isoterma se dió por finalizada cuando el valor de a,, fue
aproximadamente de 0,9; ya que los valores próximos a 1 indican que la lipasa está saturada
de agua. Por último, se representó la curva de cantidad de agua añadida por mg de enzima
frente a la variación de actividad de agua, ajustandola a un método de splines cúbicos, como
se describe a continuación a (ver 111.9.4.).
fliL9.4.- ASUSTE DE LA CURVA DE LA ISOTERMA
El ajuste de las curvas de cantidad de agua añadida por gramo de enzima seca frente
a a.,, se llevó a cabo empleando el programa COMPARE, incluido dentro del paquete
estadistico SIMFIT, versión ~ 254 Dicho programa está basado en una estrategia empírica de
ajuste de curvas por el método denominado de splines cúbicos. Este método consiste en
dividir el intervalo (a,b), que contiene los datos por ajustar, en diferentes subintervalos (a1,
a), ,(a01, aa), de forma que en cada subintervalo (al, a~1) se construye una cúbica
c~(polinomio de grado tres), que sea continua hasta su segunda derivada, de modo que en las
uniones de los intervalos (llamados nudos), las cúbicas y sus derivadas P y 21 coincidan. De
esta forma, todas las cúbicas se unen suavemente en los nudos, para formar una única cúbica.
El programa COMPARE permite utilizar la curva suavizada mediante splines cúbicos como
una curva de calibración, de manera que se puedan llevar a cabo cálculos de la cantidad de
muestra seca que presenta una preparación enzimática, de la cual se conozca su valor de a,,,







IV.1.- CARACTERIZACION DE LA LIPASA DE Rh.miehe
¡
En la presente Tesis Doctoral se ha estudiado la lipasa producida por el hongo
RI-zizomucor miehel, comercializadapor Novo-Nordisk en suforma cruda (Lipozyme® 1 OOOOL)
e mmovilizada (LipozymeMM2o) sobre una resma de intercambio aniónico (Duolite A-568).
El estudio realizado abarcó los siguientes puntos:
a).- determinación del contenido protéico
h).- estudio de la actividad esterásica
e).- estudio de la actividad lipásica
IV.1.1.- DETERMINACION DE LA CONCENTRACION DE PROTEIINAS
[V.1.1.a.- Lipasa cruda de Rhizomucor miehel (Lipozvmet 1OOOOL~
El primer paso del estudio de la lipasa de Rh.miehei fue la determmación de la
concentración de proteínas de los diferentes lotes de lipasa cruda utilizados, para lo cual se
siguió el método del biuret (ver 11L3.I.a.). La concentración media de todos los lotes fue
(64±2)mg proteina/mí de Lipozym& lOOOOL.
Asimismo, se empleó el método de Bradford (ver fIL3.I.b.), para la determinación
de la concentración protéica de los lotes de Lípozymet 1 OOOOL que fueron semipurificados
por precipitación con sulfato amónico. Este método se empleó con el objeto de evitar las
posible interacciones entre el sulfato amónico y las sales de cobre del reactivo del biuret, que
podrian distorsionar el resultado de la determinación protéica. Como se observa en la Tabla
15 los resultados obtenidos con los lotes 4 y 5 son muy similares, por lo que se consideró un
valor medio de (8,1±0,3)mg proteína/ml Lipozyme® IOOOOL.
Cabe resaltar los diferentes valores de concentración de proteínas obtenidos con cada
método. El método del biuret es menos especifico ya que el reactivo utilizado interacciona
con todos los aminoácidos, por lo que se cuantifican incluso los pequeños péptidos que
contaminan la preparación enzimática (Lipozyme~> 1 OOOOL) y menos sensible, pues trabaja en
intervalos de concentración de proteína mayor. Sin embargo, e] método de Bradford, basado
en la adsorción del reactivo a la superficie protéica es menos sensible para esos pequeños
péptidos, por lo que el resultado obtenido es menor.
Dado que el método del biuret resultó ser útil para cuantificar elevadas concentraciones
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de proteína, éste fue el método de rutina seguido para la cuantificación de carga protéica de
la liapasa cruda de Rh.miehei, excepto como se ha indicado anteriormente, en los
experimentos llevados a cabo en presencia de sulfato amónico.
Las rectas de calibrado de ambos métodos aparecen en las secciones I¡L3.1.a. y
111.3. 1.b., respectivamente.

















IV.1.1.b.- Lipasa inmovilizada de P.hfromucor miehel (Linozvin¿JM2O
)
La carga enzimática del derivado comercial Lipozyme~> fue determinado por Vázquez
y coLt270, los cuales emplearon el método de Gotham y coLy.271, que es una modificación del
método de Bradford para proteínas insolubles. El resultado obtenido indica que la carga
protéica del derivado inmovilizado Lipozymet 1M20 es de 0,12 mg proteína/mg de
Lipozyme~ 1M20, siendo éste el valor considerado a lo largo de esta Memoria.
Las enzimas inmovilizadas por adsorción son facilmente desorbidas en medio acuoso.
Por ello, el denvado inmovilizado Lipozyme® 1M20 fue sometido a un proceso de desorción
por abrasión (ver 111.3.4.) en medio acuoso, a distintos pH, y en ciclohexano, condiciones en
las que se utilizaría posteriormente el biocatalizador. Tras el proceso de abrasión se determiné
la concentración de proteínas desorbidas del soporte y se calculó el grado de desorción del
derivado en los diferentes medios. Los resultados aparecen en la Tabla 16.
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ciclohexano 300 36 0 0
Para determinar la cantidad de proteínas iniciales se consideró el dato de carga
enzimática del derivado inmovilizado Lipozym? 1M20 (0,12 mg proteína/mg de Lipozymet
IM2Oj>, determinado por Vazquez y col?0.
En medio orgánico ladesorción del derivado inmovilizado es nula, lo cual indica que
en las reacciones de síntesis de ésteres la carga del derivado inmovilizado no se modifica.
Este hecho justifica la elevada actividad observada en las reacciones de esterificación en
medio orgánico, catalizadas por Lipozym? 1M20.
Por el contrario, en medio acuoso si se produce la desorción de proteína del derivado
inmovilizado, factor que es necesario considerar al plantearse experimentos en medio acuoso
con este derivado. En medios fuertemente ácidos o básicos, el grado de desorción es más
importante que en medio neutro, debido a que en esos medios drásticos la enzima y el soporte
sufre mayores alteraciones, con lo que la desorción protéica es mayor. En medio neutro el
grado de desorción es menor, siendo éste el pH óptimo de actuación del derivado
251
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1V.1.2.- DETERMINACION DE LA ACTIVIDAD ESTERASICA
Siguiendo el proceso de caracterización de la lipasa de Rh.miehei, se determinó la
actividad esterásica específica de los distintos lotes de lipasa cruda (Lipozyme~ lOOOOL).
La actividad esterásica de la lipasa cruda de Rkmiehei se determinó en Punción de
la cantidad de p-nitrofenol liberado durante la reacción de hidrólisis del acetato de p-
nitrofenilo, en medio alcalino (pH=7,8). El aumento de absorbancia producido a 400 nm se
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correlaciona con la cantidad de p-nitrofenol liberado. (pKa del p-nitrofenol = 7,04> <ver
IILS.2.)
O
II lipasa de Rh.tniehei 1”
CH3—C —O ‘~ NO2 ~ CH3— COOH + HO _ NO2 + H2O
tampón pH= 7,8
acetalo dep-nitrofen¡Io ácido acético p-nitrofenol
Esquema 24: Reacción de hidrólisis del acetato de p-nitrofenilo.
IV.L2.a.- Actividad esterésica esnecifica
La actividad específica viene dada por el valor de la pendiente de la recta obtenida al
representar la velocidad de reacción frente a la cantidad de proteína.
Con el objeto de determinar la actividad esterásica específica de los lotes 2,3,4 y 5 de
lipasa cruda de Rb,miehei (Lipozymet IOOOOL) se realizaron ensayos estándar con cantidades
variables de lipasa. Posteriormente, se representó la velocidad de reacción (mmoles
hidrolizados/min) frente a la cantidad de proteína utilizada en cada ensayo (mg proteina,
determinado por método del biuret). Como se observa en la Tabla 17 los resultados obtenidos,
dentro del intervalo de concentración de proteínas considerado (0,5 a 2,5 mg/ml) y dentro del
error experimental, son semejantes en todos los lotes analizados, excepto en el lote 3.











IV.1.2.b.- Determinación de las constantes cinéticas de la actividad e*ráska
Para detenninar las constantes cinéticas (KM y l<cat) se eligieron dos lotes (2 y 5) y se
realizaron diversos ensayos con una cantidad constante de lipasa (0,032 mg protema,




Para llevar a cabo el ajuste de los datos de actividad frente a concentración de sustrato
se utilizó el programa MiIvffIT, del paquete estadistico SIMFIT, versión 4.0 254 Este programa
permite el ajuste de los datos directamente a una hipérbola michaeliana, Los ajustes, a menos
que se indique lo contrario se llevaron a cabo con pesos estadisticos proporcionales al 5 %
de error.
En las Figuras 33 y 34 se recogen las representaciones de Michaelis-Mente y Eadie-
Hofstee, respectivamente de los lotes analizados.
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FIgura 33: Representación de Michaelis-Menten de la actividad esteñsica de los lotes 2 y
5 de lipasa cruda de Rkmiehei.
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Flpra 34: Representación de Eadie-Hofstee de laJ5U ¡~¡jes¡~rd¡ica de los lotes 2 y 5 de
lipasa cruda de Rkmiehei.
En la Tabla 18 se recogen los valores de las constantes cinéticas, correspondientes a
la actividad esterásica de los lotes de lipasa cruda de Rh.miehei estudiados.
Tabla 18: Constantes cinéticas de la actividad esterésica de la lipasa cruda de RJz.miehei.
LOTE KM ‘~cat





Como se observa en la Tabla 18 el valor de las constantes cinéticas es muy semejante
en los dos lotes analizados. Esto indica que, independientemente del lote de Lipozym?
1 OOOOL utilizado, la afinidad de la lipasa por el sustrato (KM) es semejante y la constante
catalítica (kcat) es también semejante, lo que indica una buena homogeneidad en la proteína
cruda de partida.
Tras comprobar la similitud de la actividad esterásica específica y de las constantes
y




cinéticas de los diferentes lotes de lipasa cruda de Rh.miehei (Lipozym? lOOOOL), empleados
a lo largo de la presente Tesis Doctoral, se puede concluir que el lote utilizado no es un factor
diferendador a considerar en la actividad esterasíca.
La actividad esterásica de la lipasa inmovilizada Lipozym& 1M20 no se pudo
determinar con este método, ya que al ser un sólido insoluble es imposible medir la evolución
de la reacción con el espectrofotómetro Uy-visible, puesto que las partículas de Lipozyme~
1M20 interfieren en la medida de absorbancia, provocando una dispersión de luz que
imposibilita las medidas.
IV.1.3.- DETERMINACION DE LA ACTIVIDAD TIPASICA
En la presente Memona se ha hecho mayor hincapié en el estudio de la actividad
lipásica de la lipasa de Rh.miehei, ya que para seguir el transcurso de la reacción no se
emplean método espectrofotométricos, sino métodos de valoración volumétrica, en los que se
pueden utilizar lipasas en cualquier estado fisico. Por esta razón, la actividad lipásica se ha
utilizado como indicador del grado de modificación funcional sufrida por la enzima tras los
procesos de semipurificación e inmovilización desarrollados en esta Memoria.
Como se indicó en la parte experimental, la actividad lipásica se determinó empleando
tres métodos; dos de ellos basados en la hidrólisis de aceite de oliva (sustrato Sigma;
emulsión de aceite de oliva al 50% (y/y) y uno basado en la hidrólisis de tributirína.
IV.1.3.a.- Hidrólisis de aceite de oJiva
En la hidrólisis del aceite de oliva catalizada por la lipasa de Rkmiehei se sigmeron
dos métodos; en uno de ellos (método A) el ácido liberado se neutralizó en el transcurso de
la reacción empleando un pH-stato (ver 11L3.3.a.1.); mientras que, en el otro método (B) la
valoración se hizo a “punto final”, valorando el ácido liberado al final de la reacción <ver
11L3.3.a.2.).
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IV.1.3.a.1.- Método A
Determinación de la actividad UDásica esoecifica
Siguiendo esie método, basado en la valoración del ácido liberado en el transcurso de
la reacción se determinó la actividad lipásica específica de los diferentes lotes de lipasa cruda
de Rh.miehei (LipozymJ lOOOOL) Los resultados obtenidos aparecen en la Tabla 19.
Tabla 19: Actividad lipásica específica (hidrólisis de aceite de oh-va) de la lipasa cruda de












Los lotes 1, 2. 4 y 5 presentan una actividad lipásica específica similar, dentro del
error experimental, mientras que el lote 3 presenta menor actividad, como ocurrió en la
actividad esterásica (Tabla 17). Este hecho se tuvo en consideración en posteriores estudios,
evitando utilizar el lote 3 en procesos en los que la comparación de la actividad lipásica fuera
fundamental.
Detenninación de las constantes cinéticu1~
,
Las constantes cinéticas (KM y koat) se determinaron unicamente con los lotes 2 y 5,
los mismos que se utilizaron para determinar las constantes cinéticas de la actividad
esterásica. En las Figuras 35 y 36 aparecen las correspondientes representaciones de
Michaelis-Mente y de Eadie-Hofstee de la reacción de hidrólisis de aceite de oliva catalizada
por la lipasa cruda de Rkmiehei.
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Figura 35: Representación de Michaelis-Menten de la actividad lipásica de los lotes 2 y 5 de









fIgura 36: Representación de Eadie-Hofstee de la actividad lipásica de
lipasa cruda de Ritmiehet Reacción test: hidrólisis de aceite de oUva
los lotes 2 y 5 de
0.028 0A17 0.207 0.296
v/jjs]
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En la Tabla 20 se recogen los resultados de las constantes cinéticas de esta reacción
para cada lote de enzima estudiado.
Tabla 20: Constantes cinéticas de la actividad lipásica de la lipasa cruda de
RA.miehei.Reacción test: hidrólisis de aceite de gilva.
LOTE KM





El valor de KM (constante de afinidad enzima-sustrato) es similar en los dos lotes; lo
mismo sucede, considerando el error experimental, con el valor de ~ (constante catalítica).
Tras este estudio, se puede concluir que todos los lotes empleados son semejantes
tanto en concentración de proteínas, como en actividad enzimática (esterásica y lipásica),
excepto el lote 3, que fue descartado.
Este método no se pudo emplear para la lipasa inmovilizada (Lipozymet 1M20), ya
que la resma de intercambio aniónico (Duolite A-568) utilizada como soporte es de naturaleza
fuertemente ácida y surgieron una sene de problemas técnicos para ajustar el pH a 7 antes de
comenzar la valoración,
IV.t3.a.2.- Método B
El ácido liberado durante la reacción de hidrólisis del aceite de oliva se valoró
volumetricamente al fmal de la reacción. La velocidad de reacción se determinó por diferencia
entre la muestra problema y un blanco de reacción.
El objetivo perseguido con este método era la determinación de la actividad comparada
del derivado inmovilizado comercial (Lipozyme~ 1M20) con la lipasa cruda, ya que en esta
metodología no era necesario ajustar el pH del medio de reación y por tanto se evitaba el
principal inconveniente del método A.
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Determinación de la actividad livásica específica
Las actividades lipásicas especificas de Lipozyme~ 10000L y Lipozym& 1M20
apareceii en la Tabla 21. Esta actividad se expresa en (UI/l mg proteína), tal y como se indica
en el protocolo descrito por Tietz6’ <ver 11L3.3..a.l)
Tabla 21: Actividad lipásica especifica de la lipasa de Rh,miehetReacción test: hidrólisis de
aceite de gilva.
ENZIMA actividad específica





Como se esperaba, la actividad lipásica de la lipasa inmovilizada es notablemente
inferior a la de la lipasa cruda. Esto no se debe relacionar con la abrasión del 9,7 % de
proteina <ver Tabla 16) observada, sino posiblemente con el hecho de que no todas las
moléculas de enzima adsorbidas son activas. Este tipo de desactivación ha sido descrita por
Wang y colsY2 para la lipasa de C.rugosa adsorbida y se atribuye a una interacción
distorsionante entre la proteina y el soporte polar-hidrófilo, establecida en función de los datos
de calorimetría de barrido y fluorescencia de superficie273.
El dato de actividad enzimática obtenido con el derivado 1M20 se ha utilizado para
determinar la carga enzimática del mismo. Para ello se interpoló la actividad lipásica obtenida
con 1 SOOmg de Lipozyme® 1M20. en la recta de actividad de la enzima cruda (ver Figura 28)
y se determinó que la actividad de este ensayo equivale a (24±9)mg de proteína de lipasa
cruda. De esta forma, se calculó la carga enzimática de LipozymeX 1M20, expresada ~
función de la actividad lipásica retenida, que fue de (0,016+0 006) mg de proteína activa en
hidrólisis / mg de LipozymJ 1M20.
Considerando la carga enzimática estimada para este derivado Lipozym&’ 1M20 como
0,12 mg proteína/mg derivado270 y teniendo en cuenta la abrasión que se produce en medio
acuoso a pH==7,0 (ver Tabla 16>, deberían liberarse a] medio (17±2)mg de proteína, valor
semejante a la cantidad de proteína (24±9)obtenida tras interpolar en la recta de la Figura
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28. Por tanto, podría pensarse que la actividad hidrolítica observada para LipozymÉ 1M20
es consecuencia de la total desorción del contenido protéico de dicho derivado durante el
transcurso de la reaéción (3h), de forma que la lipasa expulsada al medio se comporta como
enzima libre, manteniendo ésta su actividad hidrolítica inalterada.
IVX3.b.- Hidrólisis de tributfrmna
La evolución de la reacción de hidrólisis de tributirina catalizada por la lipasa de
Rkmiehei se siguió mediante valoraciones volumétricas con un pH-stato (ver 11L3.3.b.>, tal
y como se hizo en el método A anteriormente descrito. Esta metodología es la recomendada
por Novo-Nordisk para la determinación de la actividad lipásica262 -
Determinación de la actividad lipásica específica
Siguiendo esta metodología se pudo determinar la actividad específica de la lipasa
cruda, de las lipasas inmovilizada comercial (Lipozyme~’ 1M20) e inmovilizada sobre sílice
durante la presente y de la lipasa semipurificada por precipitación con sulfato amónico y
posteriormente inmovilizada sobre sílice. Esto nos permitió comparar las actividades lipásicas
de todas estas enzimas y evaluar las consecuencias de la inmovilización y de la
semipurificación sobre la actividad de la lipasa de Rkmiehei. Este método solo se aplicó al
lote 5 de la lipasa cruda (Lipozym& 10000L), ya que se comprobó, en los ensayos de
hidrólisis de aceite de oliva, que la actividad lipásica de todos los lotes era semejante.
En este apartado solo comentaremos los resultados obtenidos con las lipasas
comerciales, ya que, los resultados de las lipasas semipurificadas e inmovilizada sobre sílice
se comentarán en secciones posteriores. En la Tabla 22 se recogen los resultados de actividad
lipásica específica en la reacción de hidrólisis de tributirina para las dos preparaciones
comerciales de lipasa de RJLmiehei cruda e inmovilizada.
178
Resultados y Discusión
Tabla 22: Actividad lipásica específica de la lipasa cruda e inmovilizada de Rh.m¡ehei.







La actividad lipásica especifica de la lipasa cruda es muy superior a la de la enzima
inmovilizada. Como se indicó anteriormente (ver Tabla 21), este hecho era de esperar, ya que
las lipasas mmovilizadas por adsorción presentan una baja actividad en reacciones de
hidrólisis.
Determinación de las constantes cinéticas
También, se determinaron las constantes cinéticas de la reacción de hidrólisis de
tributirina catalizada por la lipasa de Rh.rniehei cruda e inmovilizada sobre una tesina de
intercambio aniónico (Lipozyme<~’ 1M20). Las representaciones de Michaelis-Mente y de
Eadie-Hofstee aparecen en las Figuras 37 y 38.











Figura 37: Representación de Michaelis-Menten de actividad lipásica de la lipasa de
Rh.miehei cruda e inmovilizada por adsorción (11420). Reación test: hidrólisis de tributirina
.
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FIgura 38: Representación de Eadie-Hofstee de actividad lipásica de la lipasa de RJ,.miehei
cruda e inmovilizada por adsroción (11420). Reacción ten: hidrólisis de trihutirina
.
Los valores de las constantes cinéticas (KM y kcat) de la actividad lipásica de ambas
enzimas se recogen en la Tabla 23.
Tabla 23: Constantes cinéticas de la actividad lípásíca de la lipasa de RJ.miehei cruda e
inmovilizada por adsorción (flvI2O). Reacción test hidrólisis de tributirina.
ENZIMA KM





Las conclusiones obtenidas tras el análisis de las constantes cinéticas de la lipasa cruda
e inmovilizada son semejantes a las del estudio de sus actividades lipásicas especificas. De
esta forma, se confirma, como era de esperar, que la actividad lipásica en la reacción de
hidrólisis de tributirina es mucho menor para la lipasa inmovilizadapor adsorción, puesto que
tanto la formación de la inteifase (cuantificada según KM53), como el rendimiento de la
reacción (cuantificada por k
08~) son peores para el derivado inmovilizado LipozymeZ 1M20.
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Tras comparar los resultados obtenidos para la lipasa cruda (Lipozymet IOOOOL) con
ambos sustratos (ver Tablas 21 y 22,), se comprueba que el valor de KM varía ligeramente,
siendo algo menor en la reacción de hidrólisis del aceite de oliva (KM 35 l0~ M), ya que
la formación de la interfase es m~or para este sustrato debido a su mayor caracter lipoide,
por lo que la afinidad enzima-sustrato es también mejor. No obstante, la actividad catalítica
es mucho mejor para la reaccián de hidrólisis de tributirina, con un incremento de ko., 200
veces superior a la reacción con aceite de oliva (k
0,~~ 6,2 1 0~ mmol/min mg).
I’V.1.4.- ELECTROFORESIS
Las electroforesis fueron realizadas por el Dr. García-Cañero del Departamento de
Bioquímica Analítica del Hospital Puerta de Hierro de Madrid.
En la Figura 39 se muestra la electroforesis de la lipasa cruda de Rh.nnehe¡
(Lipozymet lOOOOL), realizada ni condiciones reductoras (ver 111.3.5.).
La columna de la izquierda corresponde a los patrones de proteína utilizados y la
columna de la derecha a la lipasa de Rhaniehei. La flecha indica la banda correspondiente a
30 kD, peso molecular de la enzima analizada.
En la electroforesis se observa que la preparación comercial, Lipozymet IOOOOL, de
la lipasa cruda de Rh.miehe, presenta gran cantidad de proteínas contaminantes de elevado
peso molecular (70-80 kD). Asimismo, aunque en menor proporción, aparecen proteinas
contaminantes de bajo peso molecular (10k])).
A continuación, se llevaron a cabo diversos métodos de semipurificación con el
objetivo de eliminar las proteínas contaminantes. Los resultados obtenidos se comentarán en
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FIgura 39: Electroforesis de la lipasa cruda de RF&rniehei, realizada en condiciones reductoras.
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IV.2.- SEMIPURIFICACTON DE LA LIPASA DE Ah. miehel
Como ya se midcó ax la Parte Experimental (ver 111.4.) la presente Tesis Doctoral se
llevó a cabo la semipwificaci¿n de la lipasa cruda de Rhizomucor míehel siguiendo dos tipos
de métodologias:
a).- basados a> la separación de proteinas a> función de su tamaño molecular
(ultrafiltración y diálisis)
b).- basados ax la separación protéica por diferencias de solubilidad
(precipitación con sulfato amámca)
IV.2.1 U1SRAFILflACION
La lipasa cruda de Rharnehei se ultrafijitró catorce veces consecutivas (ver 11L4.J.a.),
determinando wi cada imo de las residuos obtenidos la concaitracián de proteínas remanente
por el método del bíuret
La membrana semipermeable utilizada separó las moléculas de peso molecular inferior
a ¡0 kD. Esta membrana se eligió con el objeto de eliminar las proteínas contaminantes de
menor tamaño, ya que el peso molecular de la lipasa de Rkmíehet es de 30 kD ~‘
En la Figura 40 se representa la progresiva disminución del contando de proteínas en
el residuo obtaiido tras sucesivas ultrafiltraciones.
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Figura 40: Evolución del contenido protéico de la lipasa de Rh.míeheí tras sucesivas
ultrafiltraciones.
Coma se observa en la Figura 40, durante las primeras ultrafiltraciones se produce una
importante disminución del contwido protéico de la lipasa de Rh.mieheí, pero a partir de la
novena ultratiltración se estabiliza la cantidad de proteínas del residuo. lo cual indica que ya
se han eliminado practicamaxte todas las proteínas de peso molecular inferior a 10 kD, las
cuales representan un 69% de las proteínas totales determinadas por el mando del biuret.
Coma se indicó anteriormente (ver IV¡.1.) este método de determinación de proteínas es poco
especifico, ya que el reactivo utilizado forma complejos coloreados de cobre con todos los
péptidos de la preparación enzimática. Tras las múltiples ultrafiltraciones se confirma la
existencia de gran cantidad de pequ~os péptidos contaminantes, que reaccionarían con el
reactivo de cobre, por lo que la concentración de proteínas determinada según este método
es mayor que la determinada por el método de Bradford, ya que este último es un método
basado en la adsorción del reactivo coloreado a la superficie protéica, por lo que es más
diificii que esos pequfios péptidos sean cuantificados.
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IV.2.2.- DIÁLISIS Y CENTRIFUGACION
El objetivo perseguido con este método es, igual que con la ultrafiltración, la
elimina¿ión de péptidos de bajo peso molecular que acompafian a la lipasa cruda de Rh.mwhe¡
(Lipozyme® 1 OOOOL>
La lipasa no dializada no se pudo congelar por métodos convencionales debido al
elevado contenido en azúcares de la preparacián comercial Lipozymet 1 OOOOL, que retienen
gran cantidad de moléculas de agua, con lo que se dificulta el proceso de congelación. Tras
el proceso de dialisis se logró congelar la lipasa seniipurificada, lo cual índica que durante
la diálisis no solo se eliminaron proteínas de bajo peso molecular, sino tambiña azúcares que
contaminan la preparación comercial de lipasa de Rh.miehet.
Como ya se indicó en la Parte Experimental (ver 111.4.1.6.) se e
mpleó una membrana de diálisis adecuada para separar proteínas con un peso molecular
inferior a 12-14 kD.
Tras la diálisis se llevaron a cabo sucesivas centrifugaciones a 5000 r.p.m.. Con cada
uno de los sobrenadantes obtenidos se realizaron determinaciones de la concentración de
proteínas y de actividad esterásicay lipásica (ver 111.3.2. y III.3.3). La nomenclatura utilizada
para designar las distintas fracciones fue la siguiente:
D —* lipasa dializada
DC —* sobrenadante dializado + 1 centrifugación
DZC —* sobrenadante dializado + 2 centrifugaciones
D3C —* sobraiadante dializado + 3 centrifugaciones
R —* residuo obtenido tras la tercera centrifugación.
IV.2.2.a.- Determinación de la concentración de uroteinas
En la Tabla 24 aparece la concentración de proteínas del lote 2 de partida, de la lipasa
dializada y de los residuos y sobrenadantes obtenidos tras sucesivas centrifugaciones,
obtenidos por el método del biuret.
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Tabla 24: Contenido protéico (segán método del b¡uret) de las ftacciones obtenidas por
diálisis y sucesivas ultrafiltraciones de la lipasa de Rh.rníehei.
fracción protéica cantidad proteínas (mg)
LOTE 2 955±18
dializada 277±16
dializada + 1 centrifugación
dializada + 2 centrifugación





Tras la diálisis se redujo en un 70% el contenido protéico de la lipasa de Rh.míehei.
Como consecuencia de la primera centrifugación de la ennma dializada, se perdió un 57%
de las proteínas. Tras redisolver el residuo (DC) y centrifugarlo de nuevo el contenida
protéico pasó de 117 mg en DC a 50 mg en D2C, con lo que la reducción de proteínas fue
de nuevo del 57%. Sm embargo, aunque se centrifugó por tercera vez el contenido de
proteínas del residuo D3C permaneció constante.
Este método de semipurificación de la lipasa de Rh.mtehei, en función del tamaño
molecular de las proteínas, resultó ser mucho más sencillo y breve que el método anterior de
sucesivas ultrafiltraciones. Par esta razon, se continuó con la caracterización de la lipasa
semipurificada por dialisis y sucesivas centrifugaciones, determinando las actividades
especificas lipésica y esterásica.
lV.2.2.b.- Determinación de 1* actividad esterísica
El ensayo de referencia utilizado para determinar la actividad esterásica de la lipasa
de RJtmíehei fue la reacción de hidrólisis de acetato de p-nitrofenilo, tal y como se describió
en la Parte Experimental (ver 111.3.2.).
Para determinar la actividad esterásica específica de la lipasa cruda (lote 2) se
consideró un intervalo de proteínas similar al contenido protéica de la lipasa semipurificada,
debido a que la representación de la actividad esterásica de la lipasa cruda frente a la
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concentración de proteínas dé lugar a una gráfica no lineal, la cual a efectos prácticos, se
descompuso en dos intervalos entre O y 0,75 mg/ml y 0,75 y 3 mg/ml (Figura 41), que se








Figura 41: Actividad esterásica del lote 2 de la lipasa cruda de Rh.m¡ehez.
A continuación, en la Figura 42 se representa la actividad esterásica específica de la
lipasa de Rh.m¡ehe¡ cruda, dializada, de los sobraxadantes obtenidos tras centrifugar sucesivas
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Figura 42: Actividad esterdalca de la lipasa de Rh.miehei wmipuriflcada por diálisis y de
los sobrenadantes obtenidos tras sucesivas centrifugaciones
En la Tabla 25 se recogen esterásicas especificas de la lipasa cruda de Blimíehel, de
la lipasa dializada, de los sobrenadantes obtaiidos tras centrifugar sucesivas veces la lipasa
dializada y del residuo formado tras la tercera centrifugación. Asimismo, se indica para cada
enzima, su correspondiente valor de factor de seinipurificación (F), definido como la relación
de la actividad específica de la enzima semipurificada respecto de la enzima cruda.
Tabla 25: ActivIdad esterales eapeciflca de la lipasa de Rh.miehei semipurificada y cmda.
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(a)detenninac¡ón de proteinas por el método del biuret (lI~factor de purificación
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Analizando los resultados indicados en la tabla y figura anteriores se observa que tras
el proceso de diálisis el incremento de la actividad esterásica de la lipasa de Rh.m¡ehe¡ es muy
poco siñiificativo; solamente tras la primera centrifugación se obtiene un cierto incremento
de actividad. Por lo que se puede deducir que tras la diálisis se han eliminado proteínas no
activas y sustancias contaminantes, que no influían en la actividad esterásica de la enzima.
Tanto el residuo como el sobrenadante obtenidos tras la tercera centrifugación carecen
de actividad esterásica, debido a su escaso contenido protéico (Tabla 24)
W.2.2.c.- Determinación de la actividad linásica
En la Figura 43 se representa la actividad lipásica de la lipasa de R/z.míehe¡ cruda,
semipurificada por diálisis y de los residuos obtenidos tras someter a la lipasa dializada a
sucesivas centnfugac¡ones La reaccián test utilizada para determinar la actividad lipésica de
estas enziimas fue la hidrólisis de aceite de oliva, según el método A, descrito en el apartado
11L3.3.a.1.
Figura 43: Actividad lipásica de la lipasa de Rh.miehez semipurificada por diálisis y de los
sobrenadantes obtenidos tras sucesivas centiifugaciones. Reacción test: bidr6Iisis de aceite
de clin.
aso
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Tabla 26: Actividad lipásica específica de la lipasa de Rh.miehei cruda y semipurificada.
Reacción test: hidrdlimb de aceite de diva.
fracd6n protéica actividad especiflca
(mmol/m¡n mg prot)
Y
LOTE 2 (2,9±0,4)l0~ 1,0
dializada





A diferencia de lo que sucede con la actividad esterásica, la actividad Zipésica sufre
ima considerable disminución tras el proceso de diálisis. Este hecho debe atribuirse a la
eliminación de moléculas pequeñas (azúcares, sobre todo) que acompañan a esta preparación
(Lipozyme lOOOOL), y que son indispensables para el mantenimiento de laactividad lipásica,
ya que permiten la unión de la enzima a la inteifase oleo-acuosa. Este efecto ya ha sido
descrito para la lipasa de C.rugosa por Lamare y colsY’, los cuales demostraron que la
eliminación por diálisis de la lactosa del preparado comercial provoca ima drástica
disminución de la actividad lipásica, sin afectar a la actividad esterásica.
lV.2.3.- SEMIPURIFICACION DE PROTEINAS POR PRIECIPiTACION TRAS
LA ADICION DE SULFATO AMONICO
.
Como ya se mdicó en la Parte Experimental (ver HL 4.2.) se preparó ini gradiente de
disoluciones de la lipasa cruda de Rkmieheí con distinto grado de saturación de sulfato
amónico. La formación de precipitado solo seprodujo ai las disoluciones con más de ini 50%
de saturación; por tanto, fue con los residuos obtenidos tras centrifugar dichas disoluciones
con las que se llevó a cabo la caracterización enzimática.
IV.23.s.- Determinación de ¡a concentración de nroteinas
La determinación de la concentración de proteínas de los precipitados obtenidos se
realizó por el método de Bradford, ya que el método del biuret no era válido en este caso
debido a las posibles interferencias que podrían producirse entre el reactivo del biuret y el
sulfato amónico.





(dializadas y no dializados) obtenidos por precipitación de las proteínas con diferentes grados
de saturación con sulfato amónico. Los resultados se expresan en miligramos de proteína por
mililitro de disolución, ya que estos residuos se recogieron y se diluyeron en tampón Tris-HCl
(50 mM) pH’8,0.
Tabla 27: Concentración de proteínas de la lipasa semipurificada por precipitación con sulfato
amónico y posterior diálisis. Método de Bradford.



















Tras el análisis de los resultados obtenidos se puede observar que existe una relación
directa entre el grado de saturación con sulfato amónico y la concentración de proteínas
precipitadas, ya que cuanto mayor es el porcentaje de saturación mayor es la concentracián
del precipitado protéico. Al aumentar la concentración de sulfato amónico se eliminan más
moléculas de la superficie protéica para solvatar las moléculas de sal, provocando la
agregación de mayor cantidad de moléculas de enzima. También se observa que tras la
diálisis, la cantidad de proteínas disminuye sensiblemente, especialmente en los precipitados
con mayor contenido protéico.
Con el fin de comparar las actividades especificas de la lipasa cruda de Rb.miehe: y
la lipasa semipurificada se aplicó un factor de coacción para expresar los miligramos de
proteína según el mismo método de determinación protéica (método de Bradford). Dicho
factor de conversión, aplicado a la actividad expresada en cantidad de proteínas según el
método del biuret, fue (8,5±0,9),valor calculado al correlacionar los valores de la
concentración de proteínas obtenidos por ambos métodos (ver Tabla 15) Los valores de
actividadespecífica y constante catalítica (kCBt) en los que se ha aplicado dicho factor se
indicarán por ini asterisco (*).
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IV.L3.br ElectraforeliS
En la Figura 44 aparece la electroforesis de la lipasa de Rh.miehei semipurificada.
t~É.
<kbr
Figur 44: Electroforntis SDS~PAGE en condiciones reductoras de la lipasa de Rh.miehei
seinipurificada por precipitatiófl con sulfato amoniCO.
Las dos primeras bandas desde el lado derecho de la electroforesis corresponden al
patrón de proteínas Las bandas 3 y 4 correpondai a la lipasa semipurifkada por precipitaClOfl
en una solución con un 50 % de saturación de sulfato amónico; las siguientes bandas
corresponden a la lipasa de Rh.mieheá semipurificada con mx 60, 70 y 80 % de saturación de
sulfato amónico, respectivamente.
En estas electroforesis. se observa que la enzima purificada por precipitación con ini
50% dc sulfato amónico presenta una banda intensa <90%) ni la zona correspondiente al peso
molecular de ¡a lipasa de RÑ.mMhei (3OkD).
En los otros preparados la bandas a 30 lcD sigue siendo la más significativa, pero al
aumentar la cantidad de sulfato amónico utilizado, aumenta la intensidad de las bandas
contaminantes de peso molecular superior, debido a que el proceso de agregación protéica es
mayor.
Tras el estudio de estas electroforesis, se puede concluir que la precipitación de la
lipasa cruda comercial de Rb.m¡ehei (Lipozym¿> 1000014 con un 50% de saturación de
sulfato amónico pennite la purificación casi total de dicha lipasa.
W.2.3.c,- Determinación de 1. actividad esterásica
Una vez conocida la concentración protéica de cada uno de los residuos obtenidos tras
la precipitación con sulfato amónico, seprocedió a la determinación de la actividad esterásica
remanente, para analizar el grado de modificación de esta actividad tras el proceso de
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semipurificación, que está determinado por el factor de semipurificacián (F).
Determinación de la actividad esterászca especifica
En la Figura 45 se representan las rectas de variación de la velocidad de la reacción
de hidrólisis del acetato de p-nitrofenilo frente a la concentración de proteínas de la lipasa
cruda de Rh.miehe¿ y la lipasa semipurificada por precipitación con distintos procentajes de
saturación con sulfato amónico. En la Figura 46a y 46b se representan las rectas de actividad
esterásica de la lipasa semipurificada porprecipitación con sulfato amónico sin y con posterior
diálisis
0.1B
Figura 45: Comparación de la actividad esterásica específica de ¡a lipasa Rhsnrehei cruda y
seniipuriflcada por precipitación con distintos grados de saturación de sulfato amonico.
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Figura 46: Actividad esterísica esDecífica de la lipasa semipunficada por precipitación con
distinto grado de saturación de sulfato amónico. A) sin posterior diálisis, 8) con posterior
diálisis.
En la Tabla 28 se recogen los valores de actividad esterásica específica para cada
residuo, tanto dializado como sin dializar. La actividad específica se expresó por cantidad de
proteínas determinadas según el método de Bradford.
Tabla 28: Actividad esterásica esnecifica de la lipasa de RA.nnehei cruda y semipunficada
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A la vista de estos resultados, se puede concluir que la precipitación de las proteínas
con un 50% de saturación de sulfato amónico supone un importantísimo incremento de la
actividad esterásica can respecto a la lipasa cruda. Por el contrario, laprecipitación con mayor
cantidad de sulfato (60 y 70 % de saturación) supone una minima modificación de la
actividad, respecto de la lipasa cruda y una disminución de esta actividad esterásica cuando
la saturación es del 80% (Figura 45 y 46a)
Como resultado de la diálisis posterior (Figura 46b) se produce una fuerte pérdida de
la actividad esterásica de la ennma. Este hecho confirma los resultados negativos, en cuanto
a la actividad esterásica del proceso de diálisis, comentado anteriormente (ver JV.2.2.b.; Tabla
25).
Determinación de las constantes cinéticas de la actividad esterásica
A contínuación, se determinaron las constantes cinéticas de la reacción de hidrólisis
del acetato de p-nitrofenilo catalizada por la lipasa de Rh.miehez cruda y sernipurificada con
un 50% de saturación de sulfato amónico. Se eligió esta enzima semipurificada porque fue
la que presentó mayor actividad esterásica.
En la Figura 47 se representan las curvas de Michaelis-Menten de la actividad
esterásica de la lipasa cruda de Rb.mie/ze¡ y semipurificada con un 50 % de saturación con
sulfato amónico. En la Figura 48 se muestra la representación lineal de Eadie-Hofstee de la
ecuación de Michaelis-Menten.
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Figura 47: Curvas de Michaelis-Mente de actividad esterásica de la lipasa Rh.miehei cruda








Figura 48: Representación de Badie-Hofatee de actividad esterdaica de la lipasa Rha’niehe¡
cruda y semipunficada por precipitación con sulfato amónico al 50% de saturación.
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En la Tabla 29 aparecen los resultados obtenidos, comparados con los valores de la
lipasa antes de la semipurificación.
Tabla 29: Constantes cinéticas de actividad esterásica de la lipasa cruda y seinipurificada







el factor de corrección (frS,5±0,9)para expresar la cantidad de proteína según el método(*) se aplicó
de Bradford.
Analizando las constantes cinéticas se observa que la lipasa de Riian¡ehei, tras el
proceso de semipunfícación por precipitación con un 50% de saturación de sulfato amónico
conserva su comportamiento cinético de actividad esterásica, puesto que el valor de las
constantes cinéticas (k~~ y KM) es similar para la lipasa cruda y para la lipasa semipurificada,
dentro del error experimental. Por el contrario, se produce mx aumento mx incremento notable
de la actividad esterásica específica (Tabla 28), expresada por cantidad de proteína, debido
a la eliminación de impurezas contaminantes.
IV.2.3.d.- Determinación de la actividad linásica
IV.2.3.d.1.- Hidrólisis de aceite de oliva
Para comparar la actividad lipásica de las lipasas de Rh.m¡ehe¡ semipurificadas, con
distinto grado de saturación de sulfato amónico, se empleó como reacción test la hidrólisis
de aceite de oliva siguiendo el método A (ver I1L3.3.a.J.).
En la Figura 49 se representan las rectas de variación de la velocidad lipásica, en la
reacción de hidrólisis de aceite de diva, de la lipasa cruda (lote 5) y de la lipasa
semipurificada por precipitación con distintos grados de saturacion con sulfato amónico. En
las Figuras 50a y SOb se representan también la actividad lipásica de la lipasa semipurificada
por precipitación sin y con postenor diálisis.
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Figura 49: Comparación de la actividad lipasica específica de la lipasa Rh.miehe, cruda y
semipurificada por precipitación con distintos grados de sauración de sulfato amónico.
Reacción test: bidr6liais de aceite de oliva (método A)
0.12
Figura 56: Actividad lipásíca específica de ¡a lipasa semipunficada por precipitación con
distinto grado de saturación de sulfato amónico. A) sin posterior diálisis, E) con postenor
diálisis. Reacción test: h¡dr6lis¡s de aceite de oliva (método A)
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En la Tabla 30 se recogen los valores de las actividades lipásicas específicas de los
precipitados protéicos obtenidos, tanto dializados como sin dializar, en la reacción de
hidrólisis de aceite de oliva.
Tabla 30: Actividad lipásica específica de la lipasa de Rh.m¡ehei semipurificada por
























F factor de punficación
(*) se aplicó el factor de corrección (f=8,5±0,9)para expresar la cantidad de proteína según el método
de Bradford.
De estos resultados se puede deducir que la purificación por precipitación con sulfato
amónico al 50% de saturación dé lugar a una proteína con mayor actividad lipásica específica
que la lipasa cruda comercial (Lípozymet lOOOOL) (Tabla 19). No obstante, el proceso de
diálisis reduce la actividad lipásica (hidrólisis de aceite de oliva), tal como se observó en la
sección anteriormente (ver IV.2.c; Tabla .26). Así pues, se puede concluir que la
purificación de la lipasa de Rh.miehei por diálisis reduce la actividad lipásica debido
probablemente a la eliminación de moléculas de polisacáridos unidos a la proteína no
covalentemaxte, y que favorecen la unión de la lipasa (glicoproteina) a la interfase oleo-
acuosa, proceso indispensable para el desarrollo de la actividad lipásica de las lipasas.
IV.2.3.d.2.- Hidrólisis de tributirina
Al intentar determinar las constantes cinéticas de la reacción de hidrólisis de aceite de
oliva catalizada por la lipasa de Rh.mwhe¡ semipurificada por precipitación con sulfato
amónico al 50% de saturación, surgieron grandes problemas debido a la poca sensibilidad del
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método para medir la variación de la actividad al variar ligeramente la concentración de
sustrato. Por esta razón se utilizó el método de hidrólisis de tributimna (ver HL 3.3.sfr.) que
presenta ~ma mayor sensibilidad y es el método recomendado por el laboratorio Novo-
NordislO62, productor de los lipasas comerciales Lipozyme® 1M20 y 1 OOOOL para estudiar la
actividad lipásica de esta enzima,
Determinación de la actividad ¡básica
Una vez comprobado que el procedimiento experimental de semipurificación con el
que se obtienen mejores resultadas de actividad lipásica fue saturando la enzima con un 50%
de sulfato amónico se repitió la senúpurificación bajo esas condiciones, pero a mayar escala
y se determino su actividad lipásica específica por la reacción de hidrólisis de tributirina. Los
resultados de estos ensayos, para la lipasa cruda de Rh.miehei (lote 5) y sen»purifícada (SP),
aparecen en la Figura 51. representando las rectas de velocidad de reacción (hidrólisis de
tributirína) frente a concentración de proteínas, determinada por el método de Bradford.
Figura 51: Rectas de actividad lipásica de la lipasa cruda de Rh.mtehe’ y semipurificada por
precipitación con un 50% de saturación con sulfato amónico. Reacción test: hidrólisis de
tributirina.
~vdcad O r~ds (nwuS*tg
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El valor de las pendientes de dichas rectas, que determinan la actividad lipásica
específica de la lipasa cruda y semipurificada aparecen en la Tabla 31.
Tabla 31: Actividad lipásica específica de la lipasa de Rkmiehei cruda y seniipurificada por





7 (factor de puñficacón)
se aplicó el factor de corrección (f=8,5±0,9)para expresar la cantidad de proteína según el método
de Bradford.
Tras la semipurificación por precipitación, con mx 50% de saturación de sulfato
amónico, se produce un importante aumento en la actividad de la lipasa de Rh.miehe¡ en la
reacción de hidrólisis de tributirina. El factor de semipurificación (F) expresado en función
de la actividad lipásica es semejante en las dos reacciones test utilizadas: hidrólisis de aceite
de oliva (F= 3,2)(ver Tabla 30) y de tributirina (F==2,6)(ver Tabla 31)
Determinación de las constantes cinéticas de actividad lwásica
Una vez determinada la actividad lipásica específica de la lipasa de Rh.miehe¡ cruda
y semipurificada (SP) se llevó a cabo la determinación de las constantes cinéticas de la
reacción de hidrólisis de tributirma catalizada por dichas enzimas.
En la Figura 52 se representan las curvas de Michaelis-Menten para ambas lipasas y
en la Figura 53 aparece la representación de Eadie-Hofstee, con la cual se representa
linealinente la ecuación de Michaelis-Menten.
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Figura 52: Comparación de las cunas de actividad lipásica do la lipasa cruda y
semipunflcada por precipitación con sulfato amónico al 50% de saturación, ajustadas a la








Figura 53: Representación do Sadie-Hofatee de actividad lipásica do la lipasa Rh.miehei cmda
y semipurificada por precipitación con sulfato amónico al 50%. Reacción test: hidrólisis
de tributirina.






Los valores de las constantes cméticas de actividad lipásica de la lipasa de Rh.m¡eheí
cruda y semipuririfcada por precipitación con un 50% de saturación de sulfato amónico (SP)
aparecen en la Tabla 32.
Tabla 32: Constantes cinéticas de la lipasa cruda y semipurificada por precipitación. Reacción









(9 se aplicó el factor de corrección (f=85±0,9)pafa expresarla cantida~i de proteitia según el metodo
de Bradford.
Como ocurría con la actividad esterásica (ver 1V2.3.a., Tabla 29), el valor de la
constante de Michaelis (KM) es igual para ambas enzimas debido a que la concentración de
sustrato en la interfase es similar en ambos casos. Por el contrario, el número de recambio
(ko) es superior para la enzima semipurificada debido al aumento de la actividad lipásica
como consecuencia de la eliminación de contaminantes.
l?V.2.3.d.- Estudio de la estabilidad térmica de la lipasa de Rh.miehei cruda y
seminurificada
Una vez analizada la variación de la actividad lipásica y esterásica de la lipasa de
Rh.miehei cruda y semipurificada se estudió la termoestabilidad de dichas enzimas. Dicho
estudio se aplicó unicamente a la lipasa senuipurificada por precipitación con un 50% de
sulfato amónico porque fue la enzima semipurificada más activa y sobre la que se han
centrado los estudios posteriores.
Como se indicó en la parte experimental (ver HL5.3.), las enzimas se mantuvieron a
diferentes temperaturas (37 y 50 0C) en mx medio similar al de la reacción de hidrólisis de
tnbutirina, reacción test de análisis de la termoestabilidad de la lipasa de Rh.nnehez cruda e
mmovíhzada.
Las curvas de desactivación enzimática obtenidas se ajustaron a una ecuación de
decrecimiento exponencial simple (ecuación 29), para lo cual se utilizó el programa EXFIT
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del paquete integrado SIMFIT versión 4 254
Acti{’idad residual = A e~ + c [29)
Para explicar los resultados obtenidos se utilizó el modelo de Henley y Sadana274,
representado en el Esquema 25:
E —~—* Ei
(12
Esquema 25: Esquema do desactivación enzimática.
donde lc~ y k
2 son las constantes cinéticas de desactivación; E, E1 y E2 son las actividades
específicas de la enzima y de los intermedios formados durante el proceso de desactivación
y a1 y «2 son las relaciones entre las actividades especificas de la enzima y cada uno de los
intermedios de desactivacián, «1= E1/E y a2= EjE
Estos autores consideran que la constante del ajuste (A), a un tiempo determinado es
el promedio de las actividades específicas de cada estado (ecuación 30), siendo E0 la actividad
micíal a t0
E + a1E1 ~-«2 E2
[30)
E0
Esta constante puede expresarse en función de los parámetros iniciales como se indica




En las Figuras 54 A y B se representan la evolución de la actividad residual de ambas
enzimas a 370C (Figuras A) y 500C (Figura 8).
ESTASUDAD A £0 C
Acatad mudad <3<)
Figura 54: Curvas de desactivación de la lipasa de Rh.míeheí cruda y senxipurificada por
precipitación con un 50% de saturación de sulfato amónico. A) a 37 0C y B) a 50 0C.
A partir de los ajustes obtenidos se calcularon los valores de los parámetros de dicha
ecuación: constante del ajuste (A), relación de actividades (a
1), constante cinética de
desactivación (k1) y actividad remanente (c = «4 que aparecen en la Tabla 33.
ESTABILIDAD A 37
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Tabla 33: Parámetros de desactivación enzimática a 37 y so 0C de la lipasa de Rh.m¡eheí
cruda y semipurificada por precipitación con un 50% de sulfato amónico.
ENZIMA -T A a
1 k
(0C) (%) (%) (Ir’) (%)
cruda
SP
37 57±5 43±3 0,27±0,05 29±2
37 92±4 7,7±0,3 0,047±0,006 0
cruda 50 88±7 12±0,9 0,38±0,03 6,6±0,4
50 96±3 4±0,01 0,17±0,01 0
A la vista de estos resultados se observa que aunque el proceso de desactivación
enzunática es más lento para la lipasa semipurificada (SP>, ya que su constante de
desactivación (k) es menor a ambas temperaturas, esta enzima (SP) es menos termoestable
debido a la pérdida total de su actividad con el tiempo, puesto que su actividad remanente
final (c) es cero, mientras que la lipasa cruda amxque se desactiva más rapidamente al
principio mantienen cierta actividad.
Desde el punto industrial, aunque la lipasa semipuriificada es más activa y el método
de obtención es muy sencillo y de bajo coste, presenta el gran invonveniente de su baja
estabilidad a lo largo del tiempo, por lo que se sometió a un proceso de inmovilización con
el objeto de incrementar su estabilidad y permitir su utilización a gran escala.
IV.2.4.- CONCLUSIONES OBTENIDAS TRAS LA SEMIPURIFICACCION DE
LA LIPASA DE RJtmiehei
Tras semipurificar la lipasa de PJuniehei por tres métodos distmtos dos de ellos
basados en la separación de proteinas en función de su tamailo molecular y otro en función
de su solubilidad, se puede concluir que la metodología más adecuada es la precipitación de
proteínas por saturación can sulfato amónico. Este método es experimentalmente más sencillo
que las sucesivas ultrafiltraciones y los resultados obtenidos son más satisfactorios que los
obtenidos tras el proceso de diálisis y sucesivas centrifugaciones, ya que tras la diálisis se




La lipasa de Rh.m,ehei se semipurificó utilizando distintas cantidades de sulfato
amónico (expresadas en porcentaje de saturación), obteniendo los mejores resultados con un
50% de ~saturacián.El contenido protéico del precipitado en estas condiciones fue menor que
el de los precipitados obtenidos con mayor saturación de la sal, debido a que el grado de
purificación alcanzado fue mayor, como se comprobó tras el análisis de los precipitados por
electroforesis, ya que el precipitado obtenido con un 50% de saturación presentaba una banda
en la zona de 30 kD, correspondiente al peso molecular de la lipasa de Rh.m¡ehe¡ (3OkD),
teniendo en cuenta el posible error experimental. De esta forma, se confirma la total
purificación de la lipasa cruda comercial de Rh.m¡ehe¡ (Lipozymet lOOOOL) por un método
experimental muy sencillo (precipitación con un 50% de saturación de sulfato amónico).
Además, se comprobó que la lipasa purificadapresentaba mayor actividad lipásica y esterásica
que la lipasa cruda.
Todos estos precipitados fueron posteriormente dializados, pero los resultados de
actividad enzimática, lipásica y esterásica fueron muy pobres, por lo que se decidió considerar
el proceso de semipurificación sin posterior diálisis. En conclusión, el método óptimo para
semipurificar la lipasa de R.h.miehet, entre los analizados en la presente Tesis Doctoral, ha
sido la semipurificación por precipitación con un 50 % de saturación de sulfato amónico.
Esta metodología se escaló con gran reproducibilidad y se analizó en profundidad el
comportamiento de la lipasa semipurificada obtenida. Para cuantificar el grado de
semipwfficación se utilizó el factor de semipurificación (F), que relaciona la actividad de la
enzima semipurificada con la actividad de la enzima cruda. Este factor es algo mayor para
la actividad esterásica (F=5,3) que para la actividad lipásíca lipásica (hidrólisis de aceite de
oliva F=3,2 e hidrólisis de tributirina F’=2,6) y en todos los casos el factor de semipurificación
es superior a la unidad, lo que indica que se ha producido un aumento considerable de la
actividad enzimática.
El estudio de las constantes cinéticas de la actividad esterásica (hidrólisis de acetato
de p-nitrofenilo) muestra un comportamiento semejante para la ‘enzima cruda y la
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semipurificada. Respecto a la actividad lipásica, se ha producido mi aumento del número de
recambio (k~~) tras el proceso de semipurificación, debido probablemente a la eliminación de
contaminantes interfaciales.
Por último, se analizó la estabilidad de la lipasa semipurificada por precipitación con
un 50% de sulfato amónico a 37 y 500C y se observó la pérdida total de su actividad lipásica
a ambas temperaturas, mientras que la lipasa crudammtiene tna actividadremnmente. Desde el punto
de vista industrial es un inconveniente de gran importancia.
Así pues, en conjunto, sepuede considerarque el nuevo biocatalizadorobtenido presenta
mejores características en las reacciones de hidrólisis de los sustratos estándar que la lipasa
cruda, aunque su termoestabilidad es menor.
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117.3.- INMOVILIZACION DE LA LIPASA DE Ahizomucor miehel
La lipasa de R.h.mtehe¡ se inmovilizó por unión covalente a un soporte de sílice (ver
114.6. y 1115.), previamente activado por el método de la 2,4,6-tricloro-l,3,5-triazina (TCT>,
como muestra el esquema siguiente:
Cl O
— N Activación — N INMOvILIZACION
2 OH ~ 1’4 >—CJ delasflice N )—CI Enz-NH2 N
CI a,
Sílice 2,4,6-tricloro-1 ,3,5-Iriazina
Esquema 25: inmovilización de la lipasa de Rh.miehet por enlace covalente con sílice,
previamente activada vía TCT
En la presente Tesis Doctoral se siguió este método de inmovilización de la lipasa de
Rh.míehe¡ por enlace covalente, con el objeto de comparar sus características y actividad con
el derivado comercial (LipozymJ 1M20) de lipasa de Rh.mniehei inmovilizada por adsorción
sobre una resina de intercambio aniónico (Duolite-A568).
Como ya se indicó en la Introducción (ver II.4.6) la inmovilización de enzimas por
unión covalente se basa en la activación previa de determinados grupos químicos del soporte,
que posteriormente reaccionarán con gruposnucleáfilos de laproteína. Los gruposfunciona]es
de las proteínas implicados con mayor frecuencia en este proceso de inmovilización son los
grupos E-amino de los residuos de lisina, situados hacia el exterior de la superficie protéica.
Utilizando la información estructural de la lipasa de Rh.mrehe¡ depositada por Brady
y cclx. ~ en el Banco de Datos de Proteinas se analizó la disposicián de los residuos de usina
en la estructura de esta enzima, como se indicó en la Introducción al estudiar la estructura de
la lipasa de Rh.miehe¡ (ver II.3.3.h; Figura 23).
En la Tabla 34 se indica la posición de estos residuos de lisina en la estructura
primaria de la lipasa de Rh.m¡ehei y el grado de accesibilidad de cada uno de ellos al
disolvente, de acuerdo con la información recogida en la Tabla 4. (ver lL3.3.l~’)
N
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Tabla 34: Posición y accesibilidad de los residuos de usina de la lipasa de Rh.miehe¡.















Todos los residuos de lisína de la lipasa de Riuníehe: se colocan en la zona externa
de la proteina debio a su caracter polar, excepto la usina 137 que está completamente
enterrada, lo que permite la unión covalente de esta enzima a la sílice previamente activada.
Asimismo, se comprueba que ningún residuo de lisma se coloca en la tapadera y en zonas
adyacentes al centro activo, por lo que no se impedirá la normal actividad de la lipasa de
Rh.,nieheí tras el proceso de inmovilización por enlace covalente.
Una vez comprobado que la lipasa de Rhan:ehe, no presentaba ningún inconveniente
estructural para ser inmovilizada por enlace covalente con sílice se llevó cabo este
procedimiento y se inmovilizó la lipasa cruda y semipurificada por precipitación con un 50%
de saturación con sulfato amónico (SP). A continuación, se analizó la actividad lipásica de
los derivados obtenidos, como catalizadores de la reacción de hidrólisis de tributirina y se
estudió su . termoestabilidad respecto a la enzima de partida. Asimismo, se comparó la
actividad lipásica de estos derivados inmovilizados por unión covalente y el derivado
comercial (Lipozyme’t 1M20) inmovilizado por adsorción.
La nomenclatura utilizada para designar los derivados inmovilizados fue la siguiente:
Cruda —> lipasa cruda (Lipozymet IOOOOL)




1MW —* lipasa inmovilizada por adsorción (Lipozyme® 1M20)
SIL-C —* lipasa cruda inmovilizada por enlace covalente
SP —* lipasa seniipurificada por precipitación con un 50% de saturación de
sulfato amónico
SR-SP —* lipasa semipurificada e inmovilizada por enlace covalente
IV.3.l.- SEGUIMffNTO DEL PROCESO DE INMOVILIZACION
Durante el proceso de inmovilización se hizo un seguimiento de la concentración de
proteínas en el sobrenadante, utilizando el método del biuret y la actividad lipásica especifica
de dichas proteínas en la reacción de hidrólisis de tnbutirma (ver 1L3.3.b.) con el fin de
determinar el tiempo óptimo de mmovihzacíón En la Figura 55 se representan los resultados
obtenidos durante el proceso de mmovilizacíón















Figura 55: Evolución del proceso de inmovilización de
covalente con sílice activada.
la lipasa de Rh.miehe¡ por enlace
Durante la inmovilización la concentración de proteínas en el sobrenadante fue
disminuyendo. A partir de las 30 horas la concentración de proteinaá libres se estabilizó
O 10 20 20
— —
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debido a la saturación del soporte, por lo que el proceso de inmovilización se detuvo a las 48
horas, tiempo tras el cual se consideró que ya se habían formaso las uniones multipuntuales
enzima-soporte. -
La actividad específica de las proteínas no inmovilizadas se matuvo constante durante
el proceso, lo cual indica que las proteínas que se van uniendo al soporte mantienen toda su
actividad y no han sido desnaturalizadas durante el proceso de inmovilización.
En la Tabla 35 se recogen los resultados del proceso de inmovilización,
Tabla 35: Inmovilización de la lipasa de Rkmiehei por enlace covalente con sílice,


















(#)i~idad retem~a específica, referida a la actividad de la lipasa cruda en la reacción de hidr6lisis
de tributfríma.
Al realizar el proceso de inmovilización a mayor escala no se obtuvieron los mismos
resultados. El grado de inmovilización, que está determinado por el valor del porcentaje de
inmovilización y por la carga enzimática del derivado, fue mayor en el proceso a menor
escala, debido a que el volumen de la reacción es menor, lo cual favorece la agregación
enzinxática y la unión de mayor cantidad de proteínas al soporte. Por el contrarío, la actividad
retenida del derivado obtenido a pequ~a escala es menor, aunque su carga enzimática sea
mayor, debido a que la mayor acumulación de proteínas sobre el soporte y su agregación
dificulta la accesibilidad del sustrato a los centros activos de la enzima, con lo cual aunque
un derivado presente mayor carga enzimática su actividad retenida puede ser menor.
La actividad retenida de los derivados inmovilizados sobre sílice es muy baja si se
compara con los resultados obtenidos al inmovilizar la lipasa de C.cylíndracea comercial
según esta metodología (56%)u6, ya que ambos derivados presentan cargas enzimáticas
semejantes (0,047 mg de lipasa de C.cyhndracea/mg de soporte). Estos resultados de actividad
retenida tan dispares pueden ser debidos a las diferencias estructurales de ambás lipasas
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Tabla 36: Propiedades estructurales de las lipasas de Rh.mzehe¡ y de C.cylíndracea.










IV.3.2.- COMPARACION DE LOS DERIVADOS INMOVILIZADOS DE LA
LIPASA DE Rkmiehe
¡
A continuación se hizo un estudio comparativo de la lipasa de Rh.m;ehe¡ inmovilizada
por unión covalente a un soporte de sílice (SIL-C) y el derivado comercial de dicha lipasa
inmovilizada por adsorción sobre ima resma de intercambio aniónico (Lipozyme® 1M20). Lo
que permitió comparar la efectividad de diferentes métodos de inmovilización.
La reacción test utilizada para determinar la actividad lipásíca de los derivados
inmovilizados fue la hidrólisis de tnbutinna (ver 11L3.3.b.)
En la Figura 56 se representan las rectas de actividad lipásica de ambos derivados.





Figura 56: Actividad lipásica de la lipasa de Rhsniehe¡ inmovilizada por enlace covalente
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En la Tabla 37 se recogen los valores de las correspondientes pendientes que equivalen
a la actividad lipásica específica de cada derivado y que se han representado en la figura
anterior.
Tabla 37: Actividad lipísica específica de los derivados inmovilizados de la lipasa de
Rh.miehei por enlace covalente y por adsorción.Reacción test: hidrólisis de trihutirima






La actividad lipásica específica del derivado inmovilizado sobre sílice unido por enlace
covalente fue superior a la actividad del derivado comercial Lipozyme 1M20, inmovilizado
por adsorción a pesar de su menor carga sazimatica (carga enzimática de 1M20 = 0,12 mg/mg
y de Sil-C = 0,028 mg/mg). Este hecho confirma que el derivado obtenido por unión
covalaxte es más estable en medio acuoso que el obtenido por adsorción, ya que el primero
no pierde carga enziinática por estar unida covalentemente y el segundo si (ver IV.1.J.b.;
Tabla 16).
Determinación de las constantes cinéticas de actividad ¡triásica
A continuación se determinaron las constantes cinéticas de ambos derivados en la
misma reacción de hidrólisis de tributirina, con el fin de analizar la afinidad por el sustrato
de estos derivados inmovilizados.
En La Figura 57 se representan las correspondientes curvas de Michaelis-Menten y en
la Figura 58 la representación lineal de Eadie-Hofstee.
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Figura 57: Curvas de Michaelis-Menten de actividad lipásica de la lipasa de Rhániehei
inmovilizada por enlace covalente sobre sílice y por adsorción sobre una resma de intercambio








Figura 58: Representación de Eadie-Hofstee de actividad lipésica de la lipasa de Rh.miehei
inmovilizada por enlace covalente sobre sílice y por adsorción sobre una resma de intercambio
aniónico. Reacción test: hidrólisis de tributirina.
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En la Tabla 38 aparecen los valores de las constantes cinéticas de la reacción de
hidrólisis de tributirina catalizada por la lipasa de Rh.miehe¡ inmovilizada por adsorción
(1M20) y por enlacé covalente (SIL-C)
Tabla 38: Constantes cinéticas de actividad lípásica de los derivados inmovilizados por enlace







Los resultados de la Tabla 38 puede deducirse que la inmovilización covalente vía
2,4,6-tricloro-l,3,5,-triazina, llevada a cabo sobre sílice no es distorsionante pues el derivado
obtenido presenta unos valores de kM y k~~1 semejantes a las del derivado adsorbido
(Lipozyme® 1M20. Por último, sí se comparan estas constantes cinéticas con las
correspondientes a la lipasa cruda de Rhániehei (Tabla 23) se observa que la kM es semejante
para ambas enzimas y que el valor de k,8~ es superior para la lipasa cruda, ya que aunque la
afinidad de la lipasa de Rkmiehei por la tributirina no varía tras el proceso de inmovilizacion.
la velocidad de reacción si varía.
Así pues, el derivado inmovilizado sobre sílice (SIL-C) puede considerarse mejor
biocatalizador que el derivado comercial 1M20 en la reacción de hidrólisis de tributirina,
puesto que se obtienen resultados semejantes en cuanto a actividad lipásíca aunque las cargas
enzimáticas son muy diferentes (1M20 (0,12 mg/mg) y SIL-C (0,028 mg/mg), sin que se altere
la especificidad de la enzima.
IV.3.3.- ESTUDIO DE LA ESTABILIDAD TERMICA DE LA LIPASA DE
Rh.miehei INMOVILIZADA SOBRE SIILICE
Para analizar la estabilidad de la lipasa de Rh.rniehei inmovilizadapor unión covalente
a un soporte de sílice se almacenó dicho derivado a diferentes temperaturas (37 y 50 oc) en
un medio de características semejantes al medio de la reacción test de actividad lipásica. La
reacción test utilizada para determinar la actividad lipásica remanente del derivado
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mmovilizado fue la hidrólisis de tributirina, catalizada por el derivado SIL-C tras un
determinado tiempo de almacenamiento en las condiciones indicadas.
La desactivacián del derivado inmovilizado se analizó a dos temperaturas diferentes:
37 0C temperatura de la reacción test y a una temperatura exterma (50 0C).
Las curvas de desactivación enzimática de la lipasa cruda e inmovilizada (SIL-C) se
ajustaron a una ecuación de decrecimiento exponencial simple, como la utilizada en el estudio
de la estabilidad térmica de la lipasa de Rh.niiehei cruda y semipurificada (ver IV.2.3.d.;
ecuación 29), mediante el programa EXFIT del paquete integrado SIMFIT versión 4.0 254.
Actividad residual = A ekt + c [29]
En las Figuras 59 A y E se comparan las curvas de desactivación de la lipasa de
Rh.miehei cruda e inmovilizada por enlace covalente con sílice (SIl-C) a 37 oc y so oc,
respectivamente.
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Figura 59: Curvas de desactivación de la lipasa de Rhániehei cruda e inmovilizada por unión
covatente con sílice (SIL-C). A> a 37 oc y B) a 50 0C.
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Estas curvas de desactivación indican que en todos los casos (a 37 y 50 0C) se alcanza
una actividad residual constante (c) y como se indicó en el estudio de estabilidad de la lipasa
de Rh.miehei semipurificada (SP) (ver 11K2.3.d.) los datos experimentales de la desactivación
enzimática para las diferentes temperaturas analizadas se ajustaron a una ecuación de







Esquema 26: Modelo de desactivación de la lipasa de Rh.miehei cruda e inmovilizada sobre sílice.
Esto no ocurre con la lipasa de C.cylindracea
266 imovilizada sobre sílice, la cual se
desactiva siguiendo un modelo lineal, hasta perder toda su actividad.
A partir de los ajustes obtenidos se calcularon los valores de los parámetros de dicha
ecuación: constante del ajuste (A), relación de actividades (a
1), constante cinética de
desactivación (k1) y actividad remanente (c = a), que aparecen en la Tabla 39.
Tabla 39: Parámetros de desactivación
cruda e inmovilizada sobre sílice.
enzimática a 25, 37 y 50
0C de la lipasa de Rh.miehei
ENZIMA T A a
1 k a2
(
0C) (%) (%) (h~’) (%)
cruda
SiI-C
50 88±7 12±0,9 0,38±0,03 6,6+04
50 57±6 43±4 0,08±0,02 24±4
cruda
Sil-C
37 57±5 43±3 0,27±0,05 29±2
37 42±7 58±9 1,5±0,6 56±2
La diferencia entre ambas enzimas reside en el hecho de que los estados intermedios
de desactivación (E
1 y E) de la enzima inmovilizada son más activos, ya que los parámetros
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de actividad relativa (a, y a) son mayores. Evidentemente, cuanto mayor es la temperatura
de almacenamiento, menor es la actividad residual (c = «2), ya que está más próxima a la
temperatura de desnaturalización enzimática.
Los resultados más destacados, en cuanto al incremento de la estabilidad enzimática
tras el proceso de inmovilización se observan a 50 0C, ya que a esa temperatura las
diferencias entre los valores de las actividades relativas (aa) y las actividades remanentes (a)
son más acusadas.
Tras analizar todos los parámetros de la ecuación monoexponencial decreciente a la
cual se ajusté el proceso de desactivación enzimática de los biocatalizadores estudiados se
comprobó que se babia logrado el objetivo fundamental del proceso de inmovilización, que
es el aumento de la estabilidad de la enzima, ya que en ambos casos (37 y 50 0C) la actividad
residual remanente fue significativamente superior para el derivado inmovilizado (SIL-C).
Por tanto, se puede concluir que tanto la lipasa cruda de Rh.miehei como la
inmovilizada sobre sílice por unión covalente (SIl-C) siguen el mismo modelo de
desactivacién (Esquema 26), de lo que se deduce que el procedimiento de inmovilización
seguido no provoca distorsiones en la lipasa de Rh.miehei, tal y como cabría preveer teniendo
en cuenta la ubicación de los residuos de lisina por los cuales se produce la unión covalente
soporte-enzima, los cuales se sitúan alejados del centro activo de la lipasa de Rh.in¿ehe¿ (ver
1L3.3.h.; Figura 23)
LY.3.4.- INMOVILIZACION DE LA LIPASA DE Rh.m¡ehei SEMIPURIFICADA
Como ya se indicó en la Sección IV.2. de la presente Memoria, tras llevar a cabo
diversos métodos de semipurificación de la lipasa de Rh.miehet, se determinó que el método
de semipurificacián por precipitación con un 50% de saturación de sulfato amónico era el más
adecuado. Aunque la lipasa semipurificada por ese procedimiento resulté ser más activa que
la lipasa cruda, su estabilidad fue peor (ver 1V2.3.d.), por lo que se procedió a inmovilizarla,
con el fin de incrementar su estabilidad y poder así utilizarla a nivel industrial.
La lipasa de Rh.miehei se semipurificó a mayor escala siguiendo esa metodología y
posteriormente se mmovílizó por enlace covalente con sílice, previamente activada vía 2,4,6-
tricloro- 1 ,3,5-triazina (TCT).
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En la Tabla 40 se comparan los resultados obtenidos al inmovilizar la lipasa de
Rh.miehei cruda y semipurificada.
Tabla 40: Inmovilización por enlace covalente con sílice, de la lipasa de Rh.miehei cruda
(SIIL-C) y semipurificada por precipitación con un 50% de saturación de sulfato amónico
(SIL-SP).
ENZIM soporte protinicia carga enz. ¡nmov. actividad
(g) (mg) (mg prat (%) reten¡da~>
/mg soporte) (%)
Sil-C
5 237 0,045 96 3,6
tI 526 0,028 59 9
Sil-SP 2,2 10 0,0013 28,6 12,5
referida a la actividad de la lipasa cruda en la reacción de hidrólisis(+) actividad retenida especifica,
de tributirina.
El porcentaje de actividad retenida se determiné analizando la actividad lipásica
especifica de las lipasas, cruda y seinipunficada, antes y después de la inmovilización. La
reacción de referencia fue la hidrólisis de tributirina.
Puede observarse que el rendimiento del proceso de inmovilización de la lipasa
semipurificada es menor que el de la lipasa cruda, aunque la actividad lipásica retenida es
mayor, tal y como cabía esperar al inmovilizar una enzima más pura y más activa.
Actividad ¡triásica específica
En la Figura 60 se representa la actividad lipásica de los derivados inmovilizados por
enlace covalente con sílice en la reacción de hidrólisis de tributirina.
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Figura 60: Actividad lipásica de la lipasa de Rh.miehei cruda y semipurificada, inmovilizadas
ambas sobre sílice. Reacción test: hidrólisis de tributirina.
En la Tabla 41 aparecen los valores de actividad lipásica específica de ambas enzimas
(cruda y semipurificada) inmovilizadas por enlace covalente. Estos valores de actividad
especifica corresponden a la pendiente de las rectas representadas en la Figura 60.
La actividad lipásica específica indica el valor de actividad lipásica por miligramo de
proteina, determinado por el método de Bradford, por lo que el valor de actividad de la lipasa
cruda (inmovilizada y no inmovilizada) se multiplicó por el factor de correción (8,5±0,9).
Tabla 41 Actividad lipásica específica de la lipasa de Rh.miehe¡ cruda y semipurificada e
ínmovíhzadas sobre sílice. Reacción test: hidrólisis de trihutirina.
ENZIMA actividad lipásica específica
(mmol/min mgprot>
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Tras el estudio comparativo de la actividad lipásica de los derivados inmovilizados de
la lipasa cruda y semipurificada se confirma que el derivado seniipurificado es más activo,
como se esperaba, iuesto que la enzima de partida era más activa y la actividad retenida del
derivado es también superior.
Determinación de las constantes cinéticas
A continuacién se determinaron las constantes cinéticas de la actividad lipásica de
ambos derivados en la reacción de hidrólisis de tributirina con el fm de analizar su
comportamiento cinético y su afinidad por el sustrato tributirina.
En la Figura Ellas curvas de Michaelis-Menten, linealizadas en la Figura 62 mediante
el modelo de Eadie-Hofstee.
0.50
Figura 61: Curvas de Michaelis-Menten de actividad lipásica de la lipasa de Rh.mzehei cruda
y semipurificada, inmovilizadas sobre sílice. Reacción test: hidr6tisis de tributirina












Figura 62: Representación de Eadie-Hofstee de actividad lipásica de la lipasa de R/tmniehei
cruda y semipurificada, inmovilizadas sobre sílice. Reacción test: hidrólisis de tributirina.
En la Tabla 42 se recogen los valores las constantes cinéticas de la reacción de
hidrólisis de tributirina, catalizada por los derivados inmovilizados sobre sílice de la lipasa
cruda (SIL-e) y seniipurificada (SIL-SP) de Rh.mxehe¡
Tabla 42: Constantes cinéticas de actividad lipásica de ¡os derivados inmovilizados sobre








(*) se aplicó el factor de corrección (f=8,5±0,9)para expresar la cantidad de proteína según el método
de Bradford.
Al comparar los valores de las constantes cinéticas (KM y k0~1) para ambos derivados,
se observa que las constantes del derivado SIL-SP son mayores y que el aumento más
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valor, mientras que KM experimenta un aumento del doble de su valor. Por otra parte,
comparando estos resultados con los obtenidos con las lipasas no mmovilizadas (Tabla 32)
se observa que el valor de KM no varia tras la inmovilización de la lipasa cruda (KM de la
enzima cruda 0,06M y KM de SIL-C 0,09M), mientras que aumenta notablemente para
el derivado SIL-SP (KM de SP = 0,06M y KM de SIL-SP = 0,21M). Esta diferencia en la
evolución del valor de KM tras la inmovilizacién de estas enzimas puede ser debido a la
eliminación de los azúcares y pequeños péptidos que contaminan la preparación comercial,
por lo que al inmovilizar la enzima semipurificada la formación de la interfase necesaria para
el reconocimiento del sustrato se modifica, fenómeno que se traduce en un aumento del valor
de KM de SIL-SP.
Asimismo, se puede considerar el hecho de que al inmovilizar la lipasa cruda y debido
a la gran cantidad de moléculas de glúcidos que acompañan a la proteína, es factible que se
origine cierta competencia entre las usinas de la proteina y los grupos hidroxilo de los
azucares por unirse a los puntos activados del soporte (sílice activada vía TCT), de forma que
la inmovilización de la lipasa cruda se podría producir a través de los azúcares, dando lugar
a un derivado (SIL-e) similar al obtenido por adsorción, pues el centro activo no es
modificado. Sin embargo, en el caso de la enzima semipurificada, al estar desprovista de
azúcares, la unión covalente al soporte activado se produce unicamente a través de sus
residuos de Usina, por lo que se podría alterar más facilmente el centro activo de la lipasa,
modificación que se traduce en un aumento del valor de la constante de afinidad (KM) del
derivado SIL-SP respecto de la enzima SP, pero que a su vez también provoca un aumento
de k0,~
IV,3.4.a.- Estudio de la estabilidad térmica de la lipasa de Rh.m¡ehe
¡
semipurificada e inmovilizada sobre silice (SIL-SP
)
Una vez comprobado el incremento de la actividad de la lipasa semipurificada de
RJi.miehei tras el proceso de inmovilización, se procedió al estudio de la estabilidad de dicho
derivado a 37 y 50
0C, tras un periodo de almacenamiento a dichas temperaturas en un medio
semejante al de la reacción de hidrólisis de tnbutinna, reacción de referencia para el estudio
de la evolución de la desactivacién enzimática.
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En las Figuras 63 A y B se comparan las curvas de desactivación térmica de la lipasa
de Rhanieheí seniipurificada (SP) y de los derivados inmovilizados por unión covalente sobre





Fitura 63: Curvas de desactivación térmica de la lipasa de Rh.m¿ehei semipuñflcada (SP)
y de los derivados inmovilizados (SIL-C) y (SR-SP) a (A) a 370C y (B) a 500C. Reacción
test: hidrólisis de trihutirina.
Como se observa en las Figuras anteriores tras el proceso de inmovilización covalente
se produce un importante incremento de la estabilidad de la lipasa de Rh.miehei
semipurificada, lográndose el objetivo propuesto al desarrollar esteproceso de inmovilización,
que era el auniento de la estabilidad de la lipasa de R/wniehet semipurificada.
Con el fin de cuantificar los resultados obtenidos se procedió, como se indicó
anteriormente a ajustar los datos experimentales de desactivación representados en las Figuras
63 A y B a una ecuación monoexponencial decreciente (ecuación 29)
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comparativo de la termoestabilidad de la lipasa de Rh.miehei y de todos sus derivados
obtenidos a lo largo de la presente Tesis Doctoral. Los valores correspondientes a los
parámetros de la ecuación de desactivación enzimática para la lipasa de Rhaniehet cruda,
semipurificada (SP) e inmovilizada por enlace covalente sobre sílice, tanto cruda (SIL-C)
como semipurificada (SIL-SP) se recogen en la Tabla 43.
Tabla 43: Parámetros de desactivación enzimática a 37 y 50 0C de la lipasa de R/iániehei
semipurificada e inmovilizada sobre sílice (Sil-SP); la lipasa cruda y la lipasa cruda
inmovilizada sobre sílice (Sil-fi)
ENZIMA r A a1 k c=ct2





37 57±5 43±4 0,27±0,05 29±2
37 94±4 6,1±0,2 0,042±0,004 0
37 42±7 58±9 1,5±0,6 56±2





50 88±7 12±1 0,3 8±0,03 6,6+04
50 96±2 4,0±0,1 0,27±0,02 0
50 57±6 43±4 0,08±0,02 24±4
50 38±3 62±4 0,10±0,03 57±2
Tras el análisis de los datos de la Tabla 43 se llegó a la conclusión de que tras la
mmovilización de la lipasa semipurificada de Rh.mieheí (SIL-SP) se incrementó notablemente
la estabilidad de dicha enzima con respecto a la lipasa semipurificada (SP) y con respecto al
derivado SIL-C, obtenido al inmovilizar la lipasa cruda. Con el derivado SIL-SP se obtuvieron
los mayores valores de actividad remanente (a
2) a las dos temperaturas estudiadas. El
mcremento de la estabilidad es más notable a 50
0C, ya que a elevadas temperaturas el
proceso de desactivacion. ennmática es también mayor, por lo que la diferencia de la
constante de desativación (k) de la lipasa semipurificada e inmovilizada sobre sílice con
respecto a la constante de desactivación de las otras enzimas es más marcada, que a 37 0C.
En conclusión, el proceso de inmovilización por enlace covalente con sílice,
previamente activada vía TCT, es un magnifico sistema de estabilización de la lipasa de
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Rh.rniehei, puesto que los derivados obtenidos resultaron ser mucho más estables, siendo esta
diferencia más notable a elevadas temperaturas. Además, se ha logrado el objetivo principal
de la inmovilización de la lipasa semipurificada, que era el incremento de su estabilidad, por
lo que se solventó el inconveniente planteado para la aplicación, desde el punto de vista
industrial, de esta enzima semipurificada que aunque es más activa que la lipasa cruda, resultó
ser muy poco estable. Por todo ello este nuevo derivado de la lipasa de Rh.miehei
semipurificada e inmovilizada, es un biocatalizador óptimo para su utilización industrial en
procesos de hidrólisis,
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iVA.- RESOLUCION ENANTIOSELECTiVA DE AINEs
Como se indicó en la Introducción de esta Memoria (ver 1L2.7.c.1.) uno de los
objetivos actuales de la Industria farmacéutica es la obtención de fármacos homoquirales. En
la presente Tesis Doctoral se ha llevado a cabo la resolución enantioselectiva de mezclas
racémicas de ácidos (R,S) 2-arilpropiónicos o de sus ésteres correspondientes, utilizando como
biocatalizador la lipasa de Rh.nnehez Asimismo, se ha analizado con detalle la influencia de
las diversas variables que intervienen en la reacción y que pueden modificar el rendimiento
y el grado de enantioselectividad de la misma.
Las estrategias seguidas fueron dos:
1).- Hidrólisis enantioselectiva en medio acuoso, a partir del correspondiente
éster racémico.
2).- Esterificación enantioselectiva, a partir del ácido racémico, mediante
reacciones de esterificación en medio orgánico.
W.4.1.- ENANTIOSELECTIYIDAD DE LA LIPASA DE Rkmiehei
En la bíbliografia se recoge diversa información acerca de la enantioselectividad de
la lipasa de Rh.miehei. Algunos autores han trabajado con ácidos quirales, obteniendo
resultados dispares acerca de la enantiopreferencia de esta enzima, mientras que los que se
han centrado en el estudio de alcoholes quirales han obtenido resultados más homogeneos.
Entre los trabajos realizados con ácidos auirales se encuentran los realizados por Sih
y cols.24024« los cuales observaron que en la reacción de hidrólisis del éster metílico del (R,S)
Naproxeno, la lipasa de R.mieheí suministrada por el laboratorio Amano actuaba,
preferentemente, sobre el enantiómero R de dicho éster, coincidiendo con lo indicado por
Paloma y cols.247276 en las reacciones de hidrólisis y transesterificación del Ketoprofeno,
utilizando la lipasa de Rh.miehei suministrada por los laboratorios Amano y Novo-Nordisk.
Por el contarlo, Mustranta242 observó una enantiopreferencia opuesta, hacia el enantiómero 5,
en la reacción de esterificación del (R,S) Ibuprofeno con alcohol amilico. Esta misma
enantiopreferencia de la lipasa de Rh.m¡ehei se observó en la reacción de esterificación de
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(R,S) Ibuprofeno con 1-propanol, trabajando en condiciones supercriticas utilizando anhidrido
carbónico como disolvente241. Estos dos últimos autores utilizaron la lipasa suministrada por
el laborátorio Novo-Nordisk.
Otros autores han llevado a cabo reacciones enantioselectiva de esterificación277~ y de
transesterificación2lTh utilizando alcoholes cuir y como catalizador la lipasa de Rh.miehei
de Novo-Nordisk, observando en todos los casos una enantiopreferencia hacia el
estereoisómero R, aunque con diferente grado de enantioselectividad según fuera la naturaleza
del alcohol estudiado, debido a la formación de un complejo acil-enzima, característico para
cada ácido, cuya estructura y orientación influye directamente en el proceso de aproximación
posterior de los enantiómeros del alcohol2m, favoreciendo de esta forma la esterificación con
un determinado isómero del alcohol.
Estos resultados dispares difícilmente pueden atribuirse al efecto de variables aquirales,
como las que constituyen el medio de reacción; sino que lo más probable es que sea debido
al distinto origen y/o grado de purificación de las preparaciones enzimáticas comerciales.
Como ya se ha indicado, en las reacciones llevadas a cabo por los autores antes citados se
utilizaron lipasas de Rhan¿ehei procedentes de distintos laboratorios (Novo-Nordisk y Amano).
El diferente origen de la preparación enzimática puede ser un factor importante en la
modificación de la enantiopreferaicia de esta lipasa, ya que como observó Sonnet277’ el grado
de enantiopreferencia de la lipasa de Rh.m¡ehei en la reacción de esterificacción de ácido
octanáico con (±)2-octanol en hexano, varia según el laboratorio suministrador de la
enzima; así la lipasa de Novo-Nordisk presentaba una gran enantioselectividad, la lipasa de
Gist Brocades una enantioselectividad media y la lipasa de Amano una enantioselectividad
muy pobre.
IV.5.- HIDROLISIS ENANTIOSELECTiVÁ DE ESTERES DE
ÁCIDOS (RS> 2-ARIIJPROPIONICOS
Con el objeto de obtener el enantiómero farmacologicamente activo (S(+)) de los
AINES derivados del ácidos (R,S) 2-arjípropiónico y de acuerdo con la información recogida
en la bibliografía, acerca de la enantiopreferencia de la lipasa de Rh.m¡ehe¡ del laboratorio
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Novo-Nordisk; se planteó como primera estrategia el desarrollo de la reacción de hidrólisis
enantioselectiva de los ésteres racémicos de dichos ácidos.
Como sustratos de esta reacción se emplearon los ésteres butílicos de los ácidos (R.S)
2-arilpropiónicos. La reacción de hidrólisis de dichos ésteres fue catalizada por la lipasa de
Rhaniehei nativa (Lipozymet 10000L) e inmovilizada por adsorción sobre una resma de
intercambio aniónico (Lipozyme® 1M20) en medio acuoso a pH neutro, 370C y 143 horas de
reacción, según el método 13 de hidrólisis enzimática de ésteres descrito en la Parte
Experimental de esta Memoria (ver 111.7.2.)
Los rendimientos de la reacción (expresada en porcentaje de ácido liberado) y la
enantioselectividad del ácido liberado (expresado en exceso enantiomérico (ee)~ asi como el
valor del coeficiente enantiomérico (E) (ver 1I.2.5.b.1.) aparecen en la Tabla 44.
Tabla 44: Resultados de la hidrólisis de los ésteres butilicos de los ácidos (R,S) 2-
anípropiónicos cataiizada por la lipasa de Rh.miehe¡ (143 Ii).
ester botílico de enzima rend. ee E
(%) (%)
IBUPROFENO cruda 13,6±0,6 9,0±0,3(5) 1,2
1M20 56±2 3,0±0,1(5) 1,1
2-FENIiLPROPIONICO cruda 20,1±0,4 51±2(5) 3,5
1M20 98,6±0,1 27±1(5) >50
NAPROXENO cruda 67±9 30±1(5) 3,2
1M20 0 —— ——
KiETQPROFENO cruda 56±4 61±2(R) 9,4
1M20 77±1 57±2(R) >50
Las reacciones de hidrólisis de los ésteres butilicos de los ácidos (R,S) 2.-
anípropiónicos presentaron numerosos e importantes problemas técnicos. La formación
y mantenimiento de la emulsión fue muy dificil, por lo que las reacciones fueron muy poco
reproducibles, obteniéndose resultados muy dispares en los numerosos ensayos realizados.
Asimismo, no es aconsejable la utilización de la lipasa inmovilizada (Lipozyme® 1M20) en
medio acuoso, de acuerdo con los resultados obtenidos en los estudios de su actividad lipásica
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(ver IV. 1.2.) y los estudios de desorción (ver IV.1.1.h.). El elevado rendimiento obtenido con
esta enzima inmovilizada puede ser consecuencia de la desorción de la proteina de este
derivado tras 143 h de reacción y de la actuación de la lipasa desorbida, por lo que será muy
difícil controlar el desarrollo de la reacción y determinar la influencia del proceso de
desorción en el rendimiento de la reacción de hidrólisis.
Aunque la enantioselectividad de estas reacciones era la deseada, obteniéndose el ácido
S(+) farmacologicamente activo, (excepto con el Ketoprofeno), debido a los importantes
mconvenientes técnicos de esta reacción de hidrólisis y su difícil reproducibilidad se varió la
estrategia seguida y se llevó a cabo la reacción inversa de síntesis enantioselectiva de los
correspondientes ésteres en medio orgánico.
IV.5.1.- ACTIVIDAD DE LA LIPASA DE Rkmiehei SEMIPUIRIFICADA E
INMOVILIZADA
.
Utilizando como reacción de referencia la hidrólisis del éster butílico de (R,S)
Ibuprofeno a pH=8, 37 0C y 143 min. se analizó la actividad hidrolítica de la lipasa de
Rh.miehei inmovilizada por unión covalente con silice (SIL-C) y esta misma lipasa
semipunficada por precipitación con un 50% de saturación con sulfato amónico y
posteriormente inmovilizada por el mismo método (SIL-SP).
Para poder comparar la actividad hidrolítica de dichas enzimas se determinó la
actividad específica (mnxol ácido liberado/mm mg proteina determinadas por el método de
Bradford) de cada una de ellas. En la Tabla 45 se recogen los resultados de rendimiento
(mmol ácido/mm mg proteína) y execeso enantiomérico (00) obtenidos con cada lipasa.
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Tabla 45: Actividad de la lipasa de Rh.m¡ehei cruda, semipurificada e inmovilizada por
adsorción y por unión covalente covalente con sílice en la reacción de hidrólisis
enantioselectiva del éster butílico de Ibuprofeno (143 ti)












Como se indicó anteriormente, al semipurificar la lipasa de Ritmnzeheipor precipitación
con un 50% de saturación de sulfato amónico (SP), se obtuvo una lipasa de mayor actividad
esterásica (ver 1V2.3.c.; Tabla 28) y lipásica (ver IV.2.3.d.; Tablas 3Oy 31) en las reacciones
de hidrólisis de sus sustratos específicos (acetato de p-nitrofenilo, aceite de oliva y tributirina).
Asimismo, la actividad de esta lipasa semipurificada en la reacción de hidrólisis de otro
sustrato no especifico como es el éster butílico de Ibuprofeno también aumentó, como se
observa en los resultados de la Tabla 45. Además la enantioselectívidad del proceso aumentó
tras la semipurificación de la lipasa de Rh.miehe¡, comcídiendo con lo observado por Moreno
y c&s.2” con la lipasa purificada de C.cyltndracea en la reacción de hidrólisis del éster
propílico de 2-fenilpropiónico. Todos estos resultados indican que, efectivamente, el
biocatalizador ha mejorado notablemente tras el proceso de semipurificación.
Al inmovilizar la lipasa cruda de Rh.m¡ehe¡ por enlace covalente con sílice (derivado
SIL-C) aumentó el rendimiento. Este aumento del rendimiento puede atribuirse a la
estabilización de la emulsión por efecto de la superficie del soporte, cargada
electrostaticamente. Este resultado es opuesto al observado en la reacción de hidrólisis de
tributirina (ver Tabla 41), ya que en ese caso el derivado SIL-C resultó ser menos activo que
la lipasa cruda. Quizá ese comportamiento diferente se deba a que en la reacción de hidrólisis
de tributirina se solventó el principal mconveníente de las reacciones de hidrólisis, la
formación correcta de la emulsión, por la adición de un agente emulsifícante (goma arábiga),




Tras la inmovilización de la lipasa de Rh.miehei por adsorción (1M20) o por unión
covalente (SIL-C y SIL-SP) se obtuvieron una serie de derivados de gran enantioselectividad,
debido probablemente a la alteración de la conformación de la enzima, ya que disminuyen sus
grados de libertad, aumentando su rigidez y por tanto su enantioselectividad hacia el isómero
S, que es el enantiómero sobre el que trabaja la lipasa cruda de Rh.miehei (Lipozyme®
lOOOOL).
Al comparar la actividad hidrolítica del derivado inmovilizado por adsorción
(Lipozyme® IM2O) (0,028±0,002mmol/min mg) y del derivado inmovilizado covalentemente
(SIL-C) (1,25±0,01mmol/miin mg) se obtienen resultados muy superiores con el derivado
inmovilizado sobre sílice, como ya ocurrió en la reacción de hidrólisis de tributirina (ver
IV I.3.b.; Tabla 22). Este resultado era de esperar, pues el derivado Lipozyme® IM2O no es
muy adecuado para catalizar reacciones en medio acuoso, ya que fue diseñado para reacciones
en medio orgánico276’”7.
Tras comparar entre sí la actividad hidrolitica de todos los preparados enzimátícos
utilizados (semipurificados, inmovilizados por adsorción y covalentemente) (Tabla 45) se llegó
a la conclusión de que la preparación más indicada para llevar a cabo la reacción de hidrólisis
del éster butilico de Ibuprofeno es la lipasa seniipurificada por precipitación con sulfato
amónico (SP).
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1V.6.-SINTESIS ENANTIOSELECTIVA DE ESTERES DE
ÁCIDOS (RS> 2-ARILPROPIONICOS
Otra metodología seguida para la resolución enzimática de las mezclas racémicas de
AINEs derivados del ácido (R,S) 2-arilpropiónico se basó en la sintesis enantioselectiva de
los ésteres correspondientes. Dicha metodología permitió además, analizar el comportamiento
de la lipasa de Rh.miehei en medio orgánico.
El estudio de estas reacciones se estructurá en los siguientes apartados:
1).- estudio de la influencia de las variables de operación.
2).- estudio de la influencia de las variables discontinuas o estructurales.
Para llevar a cabo todos estos estudios se estableció una reacción estándar de sintesis
de ésteres con las siguientes características:
ácido —* (R,S) Ibuprofeno (0,125 M)
alcohol .-> 1-butanol
disolvente —*. ciclohexano (10 mi)
lipasa cruda de Rh.mtehe¿ (Lipozymee IOOOOL)(0,4 mi)
lipasa inmovilizada de Rh.m¡ehei (LipozymetlM20)(300 mg)
temperatura —> (37 0C)
tiempo de reacción —> (72 h)
El análisis del rendimiento de reacción y del exceso enantiomérico se describe en la
Parte Experimental de esta Memona (ver 111.8.3.,).
ITV.6.i.- ESTUDIO DE LAS VARIABLES DE OPERACION
.
DISEÑO ESTADISTICO DE EXPERIMENTOS
Para estudiar las variables de operación que pueden influir en la reacción de síntesis
del éster butílico de (R,S) Ibuprofeno en ciclohexano, catalizada por la lipasa de Rh.miehei
tanto libre como inmovilizada, se utilizó un análisis factorial denominado Diseño estadístico
de Experimentos, que es un método de variación múltiple en el cual, todos los parámetros
objeto de estudio varían simultáneamente de forma programada. De este modo se realiza un
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estudio eficiente y racional de las variables elegidas en todo su intervalo y se obtiene
información adicional de los efectos debidos al conjunto de dos o más variables26t.
Ésta metodología ya fue empleada por García y coL?78 para analizar la influencia de
las variables (temperatura, presión y concentración de catalizador) en la síntesis del oleato de
oleilo, catalizada por la lipasa inmovilizada de Rh.miehei (Lipozyme~ 1M20).
En la presente Tesis Doctoral se analizaron más variables y se compararon las
actividades de la lipasa cruda e inmovilizada de Rh.miehei.
FV.6.1.a.- Lipasa cruda de Rh.miehei <Lipozvm¿ LOOOOU
Las variables consideradas fueron:
relación molar (ácido:alcoholXXA>
tiempo reacción (h) (~<B>
temperatura (0C> <Xc)
velocidad agitación (r.p.m.) (Xc)
enzima libre <¡ni> <U
disolvente (mi) (NF)
Los valores máximo, mínimo y central para cada una de estas variables aparecen en
la Tabla 46.
Tabla 46: Variables y valores considerados en el Diseño estadístico de Experimentos para
la lipasa cruda de Rh.miehei
VARIABLES (~) P.C. (-)
relacion ácido:alcohol(X,) 4:1 1:1 ¡:4
tiempo reacción <X~} 10 h 8 Ii 6 h
temperatura (Xc) 57 0C 37 oc 17 0C
velocidad agitación {X~) 700 rpm 500 rpm 300 rpm
enzima libre (Xc) 1,6 ml 1 ml 0,4 ml
disolvente <NF) 15 ml 10 ml 5 ml
Los experimentos fueron realizados de forma aleatoria según un modelo factorial de
2~. En total se realizaron 16 experimentos combinando de forma aleatoria los valores máximos
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y mininos de cada variable y 3 experimentos con el valor central (C.P.) de cada variable. En
la Tabla 47 se muestran los valores máximos y mínimos de cada variable para cada
experimento, así corno el rendimiento de cada reacción, expresado en porcentaje de éster
producido.
Tabla 47: Diseño factorial: Matriz experimental para la (¡pasa cruda de Rh.mieheí.
P 1 5<,,
-- - - - - 1,94
2 + - - - + - 3,55
3 - - - + + 14,43
4 + + - - - + O
5 - - + - + + 0
6 + - -4- - - + O
7 - + + - - - o
8 + -4. -4- - + - 19,13
9 - - - 4- - + O
10 + - - + + + 1,57
11 - .4- - + + - 15,82
12 + -4- - + - - O
13 - - + + + - 5
14 + - + + - - 3,79
15 - + 4- + - + 5,03
—1-6-——-.
17
~- 4- 4- 4- -~- .—J4,62.
49,960 0 0 0 0
18 0 0 0 0 0 0 54,44
19 0 0 0 0 0 0 59,61
A continuación, se realizó un analisis estadístico utilizando el programa
STATGRAPH269. Los valores de los coeficientes estimados para cada variable obtenidos tras
dicho análisis estadístico se recogen en la Tabla 48. Estos coeficientes se compararon con el
error experimental obtenido, equivalente a la desviación estándar de los resultados de las tres
reacciones realizadas con los varlores medios de cada variable. Generalmente cuanto mayores
son los valores de los coeficientes en relación con el valor de desviación estándar, mayor es
la influencia de las variables sobre el rendimiento de la reacciónZ~.
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Tabla 43: Analisis estadístico del Diseño de Experimentos realizado para la lipasa cruda de
Rh.miehe¿
Número de experimentos: 16
Grados de libertad 15
Resultados del analisis estadístico:
5,30 b~» =b~ =-0,43
bA = 0,05 bAC = bRE = 6,82
b~ =6,64 bBC =b~ =bDF =0,85
bC= 1,28 bA»=b~=~l,52
bD =084 b =b =El) CF -0,37
bE =7,92 bCD=bnF= 1,48
b=-169 b =b =F ‘ DE AY -0,87
punto central (t de Student)
nivel de confianza: 95 %
C~ =54,7%
t2 (cv=0,05) = 2,9
S =48
limites de confianza: ±10.0
Asimismo, se analizó la influencia de cada variable en la reacción a través del método
de Daniels
280 (Figura 64). Según esta metodología los puntos que no se ajustan al modelo de
probabilidad estadistica, es decir, que no se ajustan a la recta de regresión repreentada, son








Figura 64: Método de Daniel para la reacción de síntesis
Ibuprofeno catalizada por la lipasa cruda de Rh.miehei
del éster butilico de (R,S)
o
-2.00 0.00 2.00 400 8.00 8.00
docto.
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Según el análisis estadístico (Tabla 46) y el método de Daniel (Figura 64) las variables
que más influyen en la reacción de síntesis del éster butílico de Ibuprofeno catalizada por la
lipasa cruda de Rltñiíehei son: el tiempo de reacción (b5= 6,64), la cantidad de enzima (bE
7,92) y la relación entre ambas variables (bBE 6,82>.
A la vista de estos resultados el rendimiento de la reacción de esterificación catalizada
por la lipasa cruda de Rhjniehei (Lipozymet 10000L) se puede expresar en función de las
variables más influyentes, según la ecuación 31.
Rendimiento (%) = 5,30 + 7,92 X
5 + 6,64 3% + 6,82X~ [31]
El significado fisico del efecto positivo en el rendimiento, del tiempo de reacción y
de la cantidad de enzima son evidentes. Por lo que se refiere a las otras variables analizadas
se pudo deducir que:
a).- La no influencia de la velocidad de agitación (XE) y de la cantidad de disolvente
(3%) indica que la reacción no es controlada por la difusión interparticular ni por la difusión
en el seno de la reaccion.
b).- Por último, la baja influencia de la temperatura de reacción puede ser debida a que
en el intervalo de temperatura considerado no se produzca una variación apreciable de la
actividad de la lipasa cruda de RJi.miehei.
IV.6A.b.- Linasa inmovilizada de R.miehei (tipozvmet 1M2O~
Un estudio paralelo realizado con la lipasa de Rh.m¡ehei mmovílizada por adsorción,
podría conducir a resultados similares o diferentes, en función del grado de influencia del
soporte en la actividad enzimática. En este estudio se consideraron las mismas variables que
en el caso anterior, pero también se analizó la posible influencia de trazas de agua en el
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medio, ya que varios autores han descrito su importancia en la actividad de esta enzima
Esta variable no se consideró para la lipasa cruda, ya que era una disolución acuosa y por
tanto la adición de agua no tenía níngim efecto sobre el proceso.
Los valores máximo, mínimo y central para cada variable aparecen en la Tabla 49.
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Tabla 49: Variables y valores considerados en el Diseño estadístico de Experimentos para la
lipasa inmovilizada de Rh.miehei (1M20).









30 h 24 h 18 Ii
57
0C 37 0C 17 0C
700 rpm 500 rpm 300 rpm
450 mg 300 mg 150 mg
15 ml 10 ml 5 ml
0,6 ml 0,3 ml O ml
En la Tabla 50 se recogen los valores máximos y mínimos de cada variable para cada
experimento, así como el rendimiento de cada reacción, expresado en porcentaje de éster
sintetizado.
Tabla 50: Diseño factorial: Matriz
(1Mb)








- - - - - 5,71
2 + - - - - + + O
3 - + - - + - + 50,08
4 + - - + + - 11,41
5 - - + - + + + 9,68
6 + - + - + - - 37,65
7 - + + - - - + O
8 + + + - - + - 30,03
9 + - - + + + - 21,12
10 - - - + + - + 13,19
11 - + - + - + + o
12 + + - + - - - 9,14
13 + - + + - - + 3,17
14 - - + + - + - 24,36
15 - + + + + - - 69,92
—L&.-—
17
-‘- 4- 4- 4- 4- 4- 4-
0 0 0 0 0 0 0 35,91
18 0 0 0 0 0 0 0 46,87
Con los datos obtenidos en cada reacción se realizó un análisis estadístico (Tabla 51)
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y se aplicó el método de Daniel (Figura 65); con lo que se pudo determinar el grado de
influencia de cada variable en la reacción de síntesis en medio orgánico catalizada por la
lipasa mmovilizada de Rltrntehei (Lipozyme® 1M20).
Tabla 51: Analisis estadístico obtenido del Diseño estadístico de Exeprunentos realizado para
la lipasa inmovilizada de Rh.miehei (INflO)
Número de experimentos: 16
Grados de libertad: 15









punto central (t de Student)
nivel de confianza: 95 %
Cm= 43,5 %
t2 (a=0,05) = 2,9
S~ =6,6









= ~ = b20 = -10.57
bAC = bl)Q = bnE = -10.23
bBc=bDE=bAF= -0.30
= b00 = bEF = -9.41
bBD = b~ = bFG = -2.27
bCn=bBE=bAG= 5.86
bAY=bBo =bnF = -0.34
Figura 65: Método de Daniel para la reacción de síntesis del éster butílico de (R,S)
Ibuprofeno catalizada por la lipasa inmovilizada de Rh.nsiehe¿(1M20)
o




Una vez analizados los resultados obtenidos con el Diseño estadístico de
Experimentos, se puede concluir que las variables más influyentes en la reacción de
esterifiCación son: la cantidad de enzima (bg= 17,96), y el agua añadida (b¿= -25.93). Además,
se observa un ligero efecto positivo del tiempo de reacción (bB~ 7,35) y de la temperatura
(b0= 8,40), pero no llegan a alcanzar un nivel de significancia mayor del 95 Vo.
Así pues, las condiciones más favorables para la reacción catalizada por la lipasa
inmovilizada de Rh.mníehei serian: una temperatura elevada, sin adición de agua al medio, una
elevada concentración de enzima y, obviamente, un tiempo largo de reacción.
A la vista de estos resultados el rendimiento de la reacción de esterificación catalizada
por la lipasa inmovilizada de Rh.mieheí (Lipozymé’ 1M20) se puede expresar según la
sigmente ecuación:
Rendimiento (%) = 18,03 + 17,96 XB - 25,93 XG [32]
Tras el estudio de la influencia de las variables de operación que pudieran influir en
la reacción de síntesis del éster butílico de (R,S) Ibuprofeno, aplicando la metodologia del
Diseño estadístico de Experimentos, se puede concluir que la cantidad de enzima y el tiempo
de reacción son los factores que más influyen en la reacción catalizada por al lipasa cruda de
Rh.miehei, mientras que la cantidad de enzima y el agua añadida al medio de reacción son
los factores más influyentes en el proceso catalizado por la lipasa cruda de Rh.miehei.
* * * ** * * * * * * * * * * * * * * * * * * * * * * * ** * * * * * * * * * *
Para analizar con más detalle las variables más influyentes en la actividad de la lipasa
de Rh.miehei cruda e inmovilizada, de acuerdo con los resultados obtenidos en el Diseño de
Experimentos se utilizó la metodología denominada OVAl (“One Variable At Time”
influencia de cada variable por separado), por la cual se analiza una determinada variable
dentro del intervalo de trabajo, mientras las demás variables permanecen constantes. Las
variables analizadas fueron las sigmentes
* cantidad de enzima
* tiempo de reacción
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* temperatura
* agua añadida al medio
* relación molar de sustratos (ácido:alcohol)
En estas ensayos se analizó la influencia de la variable estudiada tanto en el
rendimiento de la reacción, como en la enantioselectividad del proceso.
IV.6A.a.- Influencia de la CANTIDAD DE ENZIMA
Como inidcó el Diseño estadístico de experimentos, la cantidad de lipasa utilizada es
un factor influyente en el rendimiento de la reacción de síntesis de ésteres. El estudio
detallado de 5~Li influencia en la evolución de dicha reacción permitió determinar la carga
enzimática equivalente del derivado inmovilizado (Lipozymet 1M20) en función de su
actividad smtetasa en medio orgánico. Para ello, se llevó a cabo la síntesis del éster butilico
de Ibuprofeno en ciclohexano a 37 0C, catalizada por diferentes concentraciones de enzima
cruda de Rhaníehei. Las reacciones se pararon tras 48 b de reacción.
IY.6.1.a.1.- Lipasa cruda de Rh.miehei
En la Figura 66 se representa el rendimiento de la reacción, expresado en porcentaje
de éster sintetizado, frente a la concentración de proteínas de la lipasa cruda de Rhaníehei,




cantidad de proteínas (mg>
Figura 66: Influencia de la cantidad de proteina en la síntesis del éster butilico de Ibuprofeno







Los resultados obtenidos se ajustaron a la siguiente ecuación de segundo grado:
9 = - (3,7±0,7)x2 + (1,54±0,09)x - (9±l)lO~~ [33]
De la Figura 66 se deduce que, para cantidades de lipasa superiores a 80 mg de
proteína (VrlO mi) se estabiliza el rendimiento de la reacción, debido a la
enantioselectividad de la lipasa de Rh.miehei. La relación entre el rendimiento de la reacción
y la cantidad de proteína es lineal hasta el 50% de rendimiento; a partir de ese punto,
disminuye la concentración del enantiómero preferido (S) y la lipasa comienza a actuar sobre
el otro enantiómero (R), pero debido a la menor afinidad de la lipasa por este último
enantiómero la velocidad de reacción disnnnuye La enantiopreferencia por el enantiómero
8 es la misma que la descrita en la reacción de hidrólisis del éster butílico de Ibuprofeno (ver
Tabla 45,), en la cual se hidroliza a mayor velocidad el éster S.
IV.6.1.a.2.- Lipasa inmovilizada de R.miehei (Lipozyme~ 1MW)
A continuación, se llevó a cabo la misma reacción de síntesis catalizada por distmtas
cantidades de derivado inmovilizado de Rh.m¡ehe¡ (LipozymÉ’ 1M20) El rendimiento
obtenido en dichas reacciones se interpoló en la curva de segundo grado (Figura 65>,
aplicando la correspondiente ecuación 33. En la Tabla 52 se recogen los rendimientos de
dichas reacciones y el valor de actividad sintetasa residual del derivado mmovíhzado
(Lipozyme~ 1M20) (mg de proteína activa/mg de Lipozym& 1M20).
Tabla 52: Actividad retenida de la lipasa de Rh.miehei inmovilizada (Lipozymet 1M20) en
la reacción de esterificación del Ibuprofeno con 1-butanol






(*)No se pudo determinar la carga enzimática de la reacción catalizada por 450 mg de derivado
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El valor medio de la actividad retenida del derivado inmovilizado, expresado en
función de la cantidad de proteína activa por cantidad de derivado fue (0,17±0,04)mg de
proteína activa/mg de Lipozyme® 1M20. Este valor es semejante a la carga enzimática del
mismo derivado determinada por Vazquez y cok270, que fue de 0,12 mg de proteína/mg de
LipozymJ 1M20, por lo que se puede concluir que toda la lipasa de Rhan¡ehei unida al
soporte por adsorción mantiene su actividad sintetasa inalterada. Además, se comprobó que
la enzima inmovilizada de este derivado no se desorbía en medio orgánico (ciclohexano) (ver
IV.1.1.b.; Tabla 16,). Por el contrario, la actividad lipásica retenida en la reacción de hidrólisis
de aceite de oliva, de este derivado (0,016 mg de proteína activa/mg de Lipozyme® 1M20)
se puede deber a la fracción enzimática desorbida al medio de reacción (ver IJ’fll.3.a.2.).
Tras este estudio se puede concluir que la lipasa de Rh.m¡ehei inmovilizada
(Lipozyme® 1M20) es muy activa en la reacción de síntesis de ésteres en medio orgánico, pero
pierde gran parte de su actividad cuando trabaja en medio acuoso, residiendo la actividad
hidroli.tica en la fracción protéica que se desorbe al medio.
FV.6.1.a.3.- Influencia en la enantioselectividad
Factor de enantioselectividad (FE)
Con el fin de determinar la enantioselectividad alcanzada en reacciones de segundo
orden, en las que la velocidad de reacción depende de la concentración de dos sustratos, como
ocurre en la reacción de síntesis de ésteres, se definió un nuevo parámetro de
enantioselectividad que relaciona la velocidad de reacción de una determinada enzima sobre
cada uno de los enantiómeros de una mezcla racémica
Este nuevo parámetro se denominó factor de enantioselectividad (FEl. que se defme
como la relación entre el exceso enantiomérico medido exverimentalmente tras un
determinado tiempo de reacción y el exceso enantiomérico teórico que se obtendría si la
enzima fuera enantioespecifica, considerando la conversión calculada para ese mismo tiempo
de reacción.
rendimiento





El máximo valor de FE es 1 y se alcanza cuando la conversión es superior al SO %.
En ese momento la enzima deja de ser enantioselectiva y comienza a utilizar el enantiómero
no preférente, por lo que disminuye el valor de FE. Hasta el 50 % de conversión el valor de
FE aumenta proporcionalmente con el tiempo de reacción, si la enzima es enantioselectiva.
A continuación, se representa el exceso enantiomérico de ácido remanente (ee) (Figura
67A) y el factor de enantioselectividad (FE) (Figura 67B) alcanzados en la reacción de
esterificación enantioselectiva del (R,S) Ibuprofeno frente a la cantidad de proteína. La
cantidad de proteínas del derivado inmovilizado se estableció utilizando el valor de carga
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Figuras 67: Representación de la enantiaselectividad ((A) cey (E) FE) en la síntesis del éster
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Como se observa en la Figura 67A, con ambas lipasas existe una relación inversa entre
la cantidad de proteínas del biocatalizador y la enantioselectividad, expresada en función de
FE, parámetro que Yelaciona el exceso enantiomérico (ee) y el rendimiento en ester de la
reaccion.
Asimismo, puede observarse (Figura 67B) que la enantioselectividad de la lipasa cruda
de Rh.miehei es más uniforme debido a su menor actividad. El valor de FE de las reacciones
catalizadas por esta enzima se estabiliza en 0,8 para un intervalo de proteínas amplio (entre
10 y 70 mg). Por el contrario, en las reacciones catalizadas por la lipasa inmovilizada se
produce una brusca variación de FE, al variar la cantidad de proteína debido a su mayor
actividad. La drástica disminución de FE es debida a que el rendimiento alcanzado es superior
al 50 % (68%), lo que mdica que la enzima ha dejado de actuar selectivamente sobre el
enantiómero S.
Comparando ambos biocatalizadores, desde el punto de vista industrial, el derivado
inmovilizado (Lipozyme 1M20) es el más ventajoso en esta reacción de sintesis del éster
butilico de Ibuprofeno, ya que se obtiene la máxima enantioselectividad y rendimiento en
éster, con la menor cantidad de derivado, como se deduce de la Figura 67A.
IV.6.1.b.- Influencia dcl TIEMPO DE REACCION
El tiempo de reacción es una de las variables de operación que más influyen en la
reacción de síntesis de ésteres, según se desprende del estudio del Diseño de Experimentos.
Como era de esperar, al aumentar el tiempo de reacción aumenta también el
rendimiento. Con el fin de comparar la actividad de las dos lipasas comerciales de R.h.m¡ehei
(cruda (Lipozyme’ lOOOOL> e inmovilizada (Lipozyme~ 1M20)) se llevó a cabo un estudio
de la evolución de la reacción estándar de síntesis del éster butilico de Ibuprofeno a lo largo
del tiempo.
El rendimiento de la reacción se expresó en mmoles sintetizados por mg de proteína.
debido a que la concentración de proteínas de ambas lipasas es diferente:
* enzima cruda (Lipozyme~ 1 OOOOL) —* (64±2)mg proteína/ml
* enzima inmovilizada (Lipozymet 1M20) —4 0,12 mg proteína/mg 270
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En la Figura 68 se representa el rendimiento de cada reacción frente al tiempo.











Figura 68: Evolución de la reacción de síntesis del éster butilico de Ibuprofeno, catalizada
por la lipasa de Rh.miehei cruda (Lipozyme lOOOOL) e inmovilizada (Lipozymet 1M20).
La curva obtenida para cada enzima se ajustó a una cinética de primer orden
(rendimento = A (1~ekt))y se determmo el valor de la velocidad inicial de cada reacción
(V
0 = A k).
Para analizar la enantioselectividad de las dos enzimas se determinó el valor de exceso
enantiomérico (ee) y factor de enantioselectividad (FE) tras 72 h de reacción, valores que,
junto con el rendimiento obtenido a ese tiempo y la V0 de cada reacción se recogen en la
Tabla 53.
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Tabla 53: Resultados de rendimiento, enantioselectividad (ce) y (FE) y velocidad inicial (y0)
de ¡a recación de síntesis del éster butilico de Ibuprofeno, catalizada por ¡a lipasa cruda
(Lipozyme IOOOOL) e inmovilizada (Lipozymet 1M20) de Rh.mieheí.ENZIMA t rcnd. ce FE
(Ii) (Vs) (%) (mmol/h mg prot)
CRUDA 48 ti 33±2 49±2 1,0
72 Ii 68±5 68±3 0,3
0,4 10~
IM 20 48 h 45±2 78±4 0,98
72 ti 66±4 85±4 0,4
0,7 í0’
La velocidad inicial de la reacción estándar de sintesis de ésteres catalizada por la
lipasa de Rh.miehei cruda e inmovilizada fue muy similar. Al analizar el rendimiento de cada
reacción expresado en porcentaje de éster sintetizado, sin considerar la concentración de
proteínas de cada biocatalizador, se observa que el rendimiento alcanzado tras 48 h de
reacción, es menor para la lipasa cruda, debido probablemente a su menor enantioselectividad,
como ya se observó en la sección anterior, lo que hace que la reacción se desarrolle más
lentamente hasta alcanzar el 50% de conversión, punto en el cual ambas enzimas actúan sobre
el enantiómero R no preferente, disminuyendo la velocidad de reacción y alcanzando en
ambos casos el mismo rendimiento (72h). Este proceso se expresa por el valor del factor de
enantioselectividad (FE), que a 48h de reacción es practicamente uno, lo que indica que
ambas enzimas son totalmente enantioespecificas. A 72 h de reacción se ha superado el 50%
de conversión, las enzimas actúan sobre el enantiómero no preferentemente y disminuye
drasticamente el valor de FE hasta 0,4 y 0,3 respectivamente.
Tras este estudio comparativo de la actividad de las dos preparaciones comerciales de
la lipasa de .Rh.míehe¡ (cruda (Lipozyme® 1 OOOOL) e inmovilizada (Lipozyme® 1M20)) se
llegó a la conclusión de que ambas enzimas presentan la misma actividad y
enantioselectividad en la reacción estándar de síntesis de ésteres, catalizada por 300 mg de
Lipozym& 1M20 y 0,4 ml de Lipozymet 10000L. Asimismo, se observa que la influencia del
tiempo de reacción en la conversión es lineal en todo el intervalo, lo que explica el elevado
nivel de significancia obtenido en el Diseño estadístico de Experimentos.
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IV.6.1.c.- Influencia de la TEMPERATURA
La temperatura es una de las variables que más influyen en la actividad de la lipasa
inmovilizada de Rh.miehei (Lipozymet 1M20), según se comprobó en el Diseño de
Experimentos (ver IVÓ.].). Por esta razón se estudió con detenimiento su influencia en la
reacción de sintesis del éster butilico de (R,S) Ibuprofeno en ciclohexano, catalizada por la
lipasa inmovilizada y cruda de Rh.míehei, lo cual permitió, además comparar la influencia de
la temperatura en la actividad y enantioselectividad de ambas enzimas.
El intervalo de temperaturas considerado fue entre 4 y 100 0C; más amplio que el
analizado por Svanholm28’ y Eigtved278 (25-80 0C) para ambas lipasas de Rh.miehei. De esta
forma se estudió la influencia de temperaturas extremas.
En las Figuras 69 y 70 se representan los resultados obtenidos en la reacción de

































Figura 69: Rendimiento (%) y enantioselecúvidad (ce) de la reacción de síntesis del éster


























Figura 7tRendimiento (%) y enantioselectividad (ee) de la reacción de síntesis del éster
butilico de Ibuprofeno catalizada por la lipasa inmovilizada (¡MiO) de Rh.miehe¡ a
diferentes temperaturas (tiempo reacción 2410.
Una de las principales ventajas de la inmovilización enzimática es el aumento de la
termoestabilidad de los derivados respecto de la lipasa cruda. Este hecho se observa en las
Figuras 69 Y 70, ya que la temperatura de máxima actividad de la lipasa inmovilizada de
Rhanzehez (Lípozymet 1M20) fue de 70W; mientras que el intervalo térmico de mayor
actividad para dicha lipasa cruda fue entre 37 y 60 0C.
La productividad de una lipasa depende de su actividad y su velocidad de
desactivación, así como del tipo de reacción. Dado que la velocidad de desactivación aumenta
con la temperatura como consecuencia de la desnaturalización protéica, a partir de esta
temperatura (60-70W) se produce una brusca disminución de la actividadenzimática, llegando
a ser practicamente nula a 80 y 100 0C.
La documentación facilitada por el laboratorio Novo-Nordisk, suministrador de la
lipasa cruda e inmovilizada de Rh.m¡ehei, indica que en la reacción test de hidrólisis de
tributirina la temperatura óptima de trabajo para la lipasa cruda es de 35-50W y para la




misma lipasa inmovilizada es de 70 0C 251 Estos resultados coinciden también con los
resultados obtenidos por Eigtved2” en la reacción de sintesis de ceras y en la
reacción~ de interesterificación del aceite de coco con estearina de palma, los cuales
observaron que en ambas reacciones la temperatura de máxima actividad de la lipasa
inmovilizada de Rh.rniehei (Lipozyme® 1M20) fue 70 0C.
Asimismo, Gandhi y cols.2” llevaron a cabo la reacción de síntesis del laurato de
laurílo catalízada por la lipasa cruda de Rh.míehei (Lipozymet 10000L), obteniendo la
máxima actividad sintetasa en el intervalo de 40-50 0C, mientras que a 29 0C la actividad era
menor y a 60 0C, aunque el rendimiento de la reacción es máximo durante las primeras horas
de reacción, éste se estabiliza y resulta ser muy inferior al rendimiento final obtenido a menor
temperatura.
Aunque la máxima actividad enzimática de la lipasa inmovilizada se alcanzó a 60 0C
y puesto que el intervalo de máxima actividad de la lipasa cruda se encuentra entre 37 y 60
0C la reacción estándar utilizada en la presente Tesis Doctoral se llevó a cabo a 37 0C, con
el fin de evitar la evaporación del disolvente orgánico y minimizar los procesos de
desnaturalización protéica, como indicaron Manjón y coL?”
IV.6.1.c.1.- Influencia de la temperatura en la enantioselectividad
En las Figuras 69 Y 70 se observó que tanto la lipasa cruda como la lipasa
inmovilizada de Rh.meihei alcanzan los valores máximos de exceso enantiomérico (ee) en el
intervalo de temperaturas 37-600C, produciendose una brusca disminución de la
enaitioselectividad del proceso a temperaturas superiores.
Con el Fm de estudiar con mayor profundidad la influencia de la temperatura en la
ennatioselectividad de la lipasa de Rh.míehei se representó la variación del factor de
enantioselectividad (FE) frente a la temperatura (Figura 71)
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Figura 71: Variación de¡ factor de enantioselectividad con
Rh.m¡ehe¡ cruda e inmovilizada (11M20).
En la Tabla 54 se recogen los valores de exceso enantiomérico (ee), factor de
enantioselectividad (FE) y rendimiento alcanzado en las reacciones realizadas en un intervalo
de temperaturas entre (4 y 100 0C).
Tabla 54: Grado de enantioselectívidad o (ee y FE) y rendimiento (%) de la reacción de


















4 9,9±0,1 6,4±0,2 0,6 11,6±0, 16,1±0,6 1,2
30 24±1 26±1 0,8 41±2 55±2 0,8
37 30±2 40±2 0,9 45±3 75±3 0,9
50 28±1 41±1 1,0 56±4 78±3 0,6
60 34±3 42±2 0,8 62±1 82±3 0,5
80 1,5±0,1 0,90±0,03 0,6 49±1 45±2 0,4
100 6,4±0,1 0,30±0,01 0,05 27±1 12,1±0,5 0,3









En la Figura 71 se observa una correlación inversa entre el factor de
enantioselectividad y la temperatura para la lipasa inmovilizada de R/trniehei, mientras que
la lipasá cruda se produce un aumento lineal de este factor con la temperatura hasta alcanzar
un máximo valor máximo a 50 0C, diminuyendo drasticamente a partir de esa temperatura.
Esta correlación inversa entre la temperatura y la enantioselectividad, expresada a
través del coeficiente enantiomérico (E), definido para reacciones de primer orden (ver
1L2.5.b.l.,). se ha observado en otras lipasas como la de C.cylindracea 288 la de Peepacea 289
y la lipasa pancreática porcina290, coincide con las previsiones postuladas por Otto291. Según
este autor, la disminución de la enantioselectividad es consecuencia de la deformación que
sufre la cavidad donde se sitúa el centro activo de las lipasas al aumentar la temperatura del
medio.
Asimismo se observa que a 37 oc se obtuvo el mismo valor de FE para ambas
enzimas, por lo que la reacción estándar de síntesis de ésteres butilicos de ácidos (R,S) 2-
arilpropiónicos se llevó a cabo a esa temperatura.
IV.6.1.d.- Influencia de la CANTIDAD DE AGUA EN EL MEDIO
Como ya se indicó en la Introducción de la presente Memoria (ver II.2.6.c) el agua
desempeña un papel fundamental en las reacciones enziniáticas que se desarrollan en medio
orgánico. En la reacción de síntesis enantioselectiva del éster butílico de (R,S) Ibuprofeno,
catalizada por la lipasa inmovilizada de Rh.miehei (Lipozym& 1M20), la concentración de
agua en el medio de reacción es la variable que más influye en la actividad de dicha enzima
según se dedujo en el estudio de las variables de operación tras aplicar la metodología del
Diseño estadístico de Experimentos. Según este estudio, la presencia de agua en el medio es
muy perjudicial para la actividad sintetasa de esta lipasa (b
0 = -25,9; ver Tabla Si), No
obstante, como indicaron Zaks y Klibanov’
3, la cuestión principal consiste en determinar la
minima cantidad de agua necesaria para que una determinada enzima mantenga su
conformación nativa y, por tanto, su actividad. Por ello hay que analizar y considerar la
hidrofilia del soporte y del medio de reacción.
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El soporte del derivado LipozymJ 1M20 es una resma de intercambio aniónico, que
fue específicamente seleccionada con el fm de que fuera capaz de retener el agua esencial
para la lipasa de~ Rh.miehei98. El contenida en agua de Lipozymet 1M20 es de
aproximadamente un 10% (p/p), concentración óptima para el desarrollo de la actividad de
este derivado en medio orgánico251.
La cantidad de agua que contiene el derivado 1M20 se cuantificó siguiendo dos
metodologias:
* la técnica de Karl-Fische¿~
* el método descrito por Rizzi y cols.293 que se basa en el secado del derivado
mmovilizado, durante 48 h, en un desecador a vacio que contiene >2v, en polvo (ver Ifl’.9.2.).
La medida de la cantidad de agua perdida se hizo por diferencia de pesada, antes y después
de calentar el derivado desecado durante 3h a 105 oc en un horno.
Tabla 55: Contenido en agua del derivado inmovilizado (1M20) de la lipasa de Rh.miehe¡
MIETODO contenido en agua (%)
Karl-Fischer .




El resultado obtenido por ambas metodologías fue similar, alrededor de un 10 % ~/p),
como se describe en la bibliografía
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IV.6.1.d.1.- Isotermas de adsorción
Con el Fm de establecer la cantidad de agua esencial para el desarrollo de la actividad
de la lipasa de Ritmíeheí se utilizó un método sencillo que permitiera establecer las
condiciones óptimas de hidratación, en términos de actividad de agua (a.), que requiere esta
enzima para desarrollar al máximo su actividad. Para ello se realizó la isoterma de adsorción
de la lipasa de Rh.m¡eher inmovilizada (Lípozym¿ 1M20) tanto en aire, como en ciclohexano,
















Figura 72: Isotermas de adsorción de la lipasa inmovilizada de Rh.ndehei (IM2S) con y sin
1 ml de ciclohexano anhidro.
Puede observarse en la Figura 72 como las isotermas de la lipasa inmovilizada (1M20)
realizadas en aire y en ciclohexano se cruzan en a.~ = 0,3, lo que implica un cambio de
tendencia del sistema para valores de a~ por encima y por debajo de ese valor.
Para bajos niveles de hidratación (a~< 0,3), tanto el ciclohexano seco como el derivado
1M20 adsorben agua, por lo que la isoterma en ciclohexano va por debajo de la isoterma en
aire. Por el contrario, para valores de a.~ > 0,3, el cíclohexano se encuentra saturado de agua.
y rechaza las nuevas moléculas que se van añadiendo. Debido a este comportamiento del
disolvente, para una determinada cantidad de agua añadida se alcanza un valor de a~ muy
superior en el sistema en aire’20
Según lo observado por Valivety y cok.’20 la isoterma del derivado inmovilizado
Lipozyme’> 1M20 es similar a la isoterma de la resma de intercambio aniónico, soporte de este
derivado inmovilizado. Por tanto, en este la mayoría de las moléculas de agua se adsorben
sobre la superficie libre del soporte, siendo posteriormente distribuidas a las moléculas de
proteína adsorbidas en su superficie.
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Para comprobar el grado de influencia del soporte en la adsorción de moléculas de
agua se realizó la isoterma de la lipasa cruda de Rh.miehei (Lipozyme~ 10000L) en aire y en
ciclohexano anhídró. Esta lipasa es una disolución acuosa y presenta un elevado contenido
en azúcares, por lo que fue extremadamente complejo liofilizaría, ya que no se pudo congelar
por procedimientos convencionales. Aunque fmalmente se logró desecar congelándola a -180
con nitrógeno líquido (ver 111.9.2.).
En la bibliografía se recogen algunas isotermas del derivado inmovilizado de
Rh.miehei (Lipozyme~ 1M20)’09’21’2” pero no se ha encontrado ninguna información acerca
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de adsorción de la lipasa cruda de Rh.nuiehei con y sin 1 ml de
()
Las isotermas de la lipasa cruda de Rh.m¡ehe¡ en aire y en ciclohexano son muy
similares, lo que indica que en este caso las moléculas de agua no son captadas por el





pequeñas cantidades de agua se producen importantes variaciones en el valor de ¾. lo que
indica que la enzima cruda, forzada a llegar a un extremo de deshidratación muy acusado
tiende & rehidratarse con avidez, fenómeno que en parte es dificultado por la presencia del
disolvente, pués éste rechaza las moléculas de agua y provoca que la rebidratación de la
enzima sea más dificil. No obstante, este fenómeno es mucho más acusado que en e] caso del
derivado inmovilizado ya que para alcanzar un valor de a.« superior a 0,4 es necesario añadir
mayor cantidad de agua a la lipasa cruda, como se observa en la Figura 74, en la que se

















de la lipasa de RA.miehel cruda e immovilizada, con 1 ml de
Como se observa en la Figura 74 la primera parte de ambas isotermas es semejante,
pero a partir de aproximadamente a~= 0,4 las isotermas se separan. Este hecho índica que en
la primera fase de la isoterma, correspondiente al agua fuertemente ligada a la enzima el agua
se adsorbe preferentemente sobre la proteína, pero a partir de una actividad de agua superior
a 0,4 las moléculas son aceptadas por el soporte, por lo que la isoterma del derivado
inmovilizado crece más lentamente.
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17V.6A.d.2.- Influencia de la a~ en la actividad de la lipasa de Rh.miehei.
Para analizar la influencia de la actividad de agua del biocatalizador en el desarrollo
de la reacción de síntesis del éster butilico de Ibuprofeno en ciclohexano se siguieron dos
metodologías:
a).- pre-equilibrando la lipasa a un determinado valor de a~
b).- sin pre-equihbnar la lipasa a un determinado valor de a.~
A).- Pro-equilibrio de la lipasa de Rh.pn¿ehez a un determmado valor de a~
A continuación, se realizaron una serie de reacciones, ajustando y equilibrando
previamente ambas lipasas a determinados valores de actividad de agua (0,3; 0,5 y 0,8).
En las Figuras 75 y 76 se representan los rendimientos de la reacción ¿atándar de
síntesis de la lipasa cruda e inmovilizada de R.h.rniehez para determinados valores de a,~.
Figuras 75: Rendimiento de las reacciones de síntesis del éster butílico de Ibuprofeno
catalizadas por la lipasa cruda de Rh.miehei pro-equilibrada a valores de a.~ de 0,3; 0,5 y 0,75
mndmanft on ~ater t~)
1.20
0 50 100 150 200 250 300
U.mpc (IPwu.~>
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80
Figuras 76: Rendimiento de las reacciones de síntesis del éster butílico de Ibuprofeno
catalizadas por la ~¡pasainmovilizada (1M20) de Rhsniehei pre-equilibrada a valores de a~
da 0,3; 0,5 y 0,75.
En la Tabla 56 se recogen los valores de rendimiento y exceso enantiomérico de las
reacciones de síntesis ajustadas a un determinado valor de a~.
Tabla 56: Rendimiento y exceso enantiomérico de la reacción de síntesis del ester butílico
de Ibuprofeno catalizada por la lipasa de Riuniehez cruda e inmovilizada, ajustadas a valores
de a~ de 0,3; 0,5 y 0,8 respectivamente (tiempo reacc¡án= 72 h).
enzima cruda
rend (%) ce (%)
enzima inmnoviliza













Tabla 56 se observan notables diferencias en la actividad de la lipasa cruda e
de Rh.miehei. El redimiento de la reacción catalizada por la lipasa cruda
es practicamente nulo tras 72 h de reacción, por lo que se d~aron transcurnr
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estas reacciones durante 262 h, aunque el rendimiento alcanzado fue de aproximadamente el
1 % para todas las actividades de agua analizadas, como se observa en la Figura 75. Esta
pérdida de actividad debe ser consecuencia de las condiciones tan drásticas de desecación a
que fue sometida la lipasa cruda, que provocarían importantes alteraciones en la conformación
de la lipasa, que no se recuperaron a pesar de la rehidratación de la enzima. Esta lipasa,
aunque muestra una tendencia ascendente en cuanto a su actividad a tiempos muy largos de
reacción, solamente llega al 1% de rendimiento.
Por el contrario, la lipasa inmovilizada incrementa su actividad de forma espectacular
tras equilibraría hasta valores fijos de a~ (Figura 76). Aunque las diferencias en cuanto al
rendimiento de las reacciones, a diferentes valores de actividad de agua, son insignificantes,
como se observa en la Figura anterior, al analizar los resultados recogidos en la Tabla 55 a
un tiempo fijo de 72 h se observa que al aumentar el contenido en agua (a.~= 0,5 y 0,8) se
produce una ligera disminución de la actividad enzimática, como ya fue descrito por Mono?96
debido a que para elevados valores de ¾la preparación enzimática está tan hidratada que
se obstaculiza la libre difusión de los sustratos hidrofóbicos hasta el centro activo de la
enzima, disminuyendo la velocidad de la reacción. Asismimo Klibanov y Zaks82 observaron
que cuando se alcanza el límite de la solubilidad de una determinada enzima en agua las
moéculas de enzima tienden a formar aglomerados desprovistos de actividad catalítica. Efectos
similares fueron descritos por Vazquez y cok.270.
B).- Sin ore-equilibrio de la lipasa de Rh.ín¡ehei a un determinado valor de a.~
Para estudiar el comportamiento del sistema con diferentes valores de agua se procedió
a realizar una serie de experimentos consistentes en cuantificar el rendimiento de diferentes
reacciones de esterificación de Ibuprofeno con butanol en ciclohexano (ambos previamente
desecados (ver hL 1.2), utilizando como biocatalizador diferentes preparaciones del derivado
mmovilizado 1M20, desecado y con un exceso de agua, con el Fm de compararlos con el
comportamiento del sistema habitual, esto es, el derivado 1M20 utilizado sin manipulaciones
previas.
Para poder establecer un parámetro relativo que defina la cantidad de agua que lleva
el derivado 1M20, se utilizó el valor de ¾.bién sea medido directamente, o bien a través de
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la isoterma correspondiente, a partir de la lectura del valor de a~ según el contenido en agua
del sistema.
Así en la siguiente gráfica (Figura 77) se muestran las conversiones obtenidas con 3
sistemas diferentes:
a).- catalizador 1M20 convencional (a~=0,382)
b).- catalizador 1M20 desecado (¾=0,138)
e).- catalizador 1M20 + 300 mg de agua (a.? 1)
1? E<’~~— ~W Zfit~ (B l) 3
Figura 77:: Rendimiento obtenido en la reacción de síntesis del éster butilico de Ibuprofeno,
catalizada por el derivado inmovilizado 1M20 convencional, desecado y con exceso de agua.
Como puede observarse, el resultado obtenido es sensiblemente diferente. Así, para
el valor más bajo de ¾~se observa una menor conversión, así como un cierto comportamiento
sigmoidal, con un periodo de inflexión o latencia, mientras que para el sistema estándar (a.r
0,3 82) se observa el caracteristico comportamiento de cinética de pseudoprimer orden. Por su
parte, para el derivado hidratado (¾=1), el rendimiento obtenido se sitúa en una zona
intermedia entre los otros dos casos. A la vista de estos resultados se puede concluir que,
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reacción, esto es, se va formando el éster butílico del Ibuprofeno, al mismo tiempo se va
generando agua. Puesto que en esta zona de la isoterma la curva del sistema en aire queda
por encima de la del ciclohexano se puede considerar que el agua que se va generando es
atrapada por el ciclohexano, y por tanto, no puede rehidratar correctamente a la enzima, por
lo que el rendimiento obtenido no es excesivamente bueno.
Para el caso del catalizador en su estado estándar (¾=0,3 82), la situación del derivado
está muy próxima al punto de corte de ambas isotermas del derivado 1M20 en aire y en
cíclohexano. Este hecho implica que el agua que lleva el catalizador “per se” (10% (p/p))25’
puede ser compartida entre en catalizador y el disolvente, de forma que se puede considerar
que esta es la zona óptima de trabajo del derivado Lipozyme~ 1M20.
Para elevados valores de ¾~el agua en exceso, que debería inhibir la reacción de
smtesis de ésteres por la ley de acción de masas, es rechazada por el ciclohexano, que no la
disuelve, impidiendo que llegue hasta el biocatalizador, modulando así el efecto inhibitorio
esperado y, por tanto, permitiendo el desarrollo de la síntesis de ésteres. Vazquez y cok270
mdican que se produce una drástica reducción de la velocidad inicial de la reacción de síntesis
del laurato de geranilo, catalizada por Lipozymet 1M20 al saturar este derivado enzimático
con agua utilizando isooctano saturado en agua como disolvente. El hecho de que el
disolvente esté saturado en agua provoca este efecto inhibitorio, ya que la enzima desecada
capta con avidez el agua del disolvente, siendo activa desde el primer momento y provocando
su rápida inhibición. Las moléculas de agua en exceso se colocan alrededor del derivado
mmovilizado formando una serie de capas: según va aumentando el grosor de estas capas se
dificulta el acceso del sustrato hasta la enzima, debido a la baja solubilidad de estos sustratos
en agua, por lo que se produce una disminución en la velocidad de la reacción estudiada por
Vazquez y co/sM70. En nuestro caso, dado que la enzima y el disolvente han sido desecados
previamente, ambos compiten por las moléculas de agua, por lo que se produce un período
de latencia en la actividad que coincide con la rehidratación lenta inicial del derivado.
En la Figura 78 se muestran dos microfotografías en las que se puede comparar el
estado del derivado inmovilizado Lipozyme® 1M20 antes y después de la reacción de
270
esterificación, desarrollada en isooctano saturado en agua
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Figura 78: Microfotografias en las que se muestra el estado del derivado inmovilizado 1M20,
a tiempo cero (A) y tras la tercera reutilización (B). Las flechas señalan las moléculas de
270
agua
En la Figura 78B se observan las moléculas de agua dispuestas alrededor del derivado
mmovilizado Estas imagenes confirman el efecto físico del agua al acumularse sobre el
denvado 1M20
En conclusión, para ambas metodologías, sin y con previa equilibración del derivado
de la lipasa de RJi.míehe¡ inmovilizado por adsorción sobre una resina de intercambio aniánico
(Lipozym& 1M20), se obtienen mejores resultados para valores de a.~’ 0,3-0,4 (punto de corte
de las dos isotermas de este derivado en aire y en ciclohexano (Figura 72).
Asimismo, si el derivado mmovilizado 1M20 se pre-equilibra a un determinado valor
de ¾~se obtienen mejores conversiones globales que si el catalizador no se pre-equilibra. Esto
indica que en el segundo caso el pre-equilibrio del derivado se produce en el transcurso de
la reacción de esterificación, por lo que la velocidad micial de esta reacción es menor, debido
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IV.6.1.e.-. Influencia de la RELACION MOLAR DE SUSTRATOS (ácido/alcohol
)
Para estudiar la influencia de la concentración de los sustratos de la reacción de
síntesis de ésteres, catalizada por la lipasa de Rh.miehei cruda e inmovilizada (1M20) se
realizaron una serie de reacciones en las que se varió la concentración de uno de los dos
sustratos de la reacción estándar de sintesis (ácidoz= (R,S) Ibuprofeno y alcohob butanol),
manteniendo constantes las otras condiciones de reacción.
Sin embargo, la cuantificación de las reacciones se llevó a cabo de forma distinta,
monitorizando la disminución de la concentración de cada enantiómero del ácido (LS)
Ibuprofeno por HPLC con columna quiral (ver IILS.3.). La determinación del rendimiento de
la reacción se realizó considerando la disminución de la concentración de cada enantiómero
del ácido durante el transcurso de la reacción. Para dicha determinación se hizo una
calibración previa obtenida al representar las áreas integradas de cada enantiómero en los
cromatogramas correspondientes frente a la concentración de cada isómero (Figura 79). El
cálculo de la concentración de cada enantiómero se hizo dividiendo entre dos la concentración
total de ácido utilizado. En la Figura 79 se representa la recta de calibrado, que resultó ser




área enantiómero=(l,2+0,02)lOE+7 * [Pv!]+ (3,3+0,5)IOE+5
N= 58 R= 0,979
GE+6 ttab. 1,67 texp. 51,2
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[V.&l.e.1.- Estudio de ¡a variación de concenfración de butanol
.
En una primera serie de reacciones se varió la concentración de butanol en un
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Figura SO: Disminución de la concentración de los ennatiámeros R y S del (R,S) Ibuprofeno
en el curso de la reacción de esterificación con butanol, catalizada por la lipasa cruda de
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La concentración de (R,S) Ibuprofeno se mantuvo constante a 0,1 25M; esta serie de
reacciones fueron catalizadas por la lipasa cruda de Rh.miehef. Las curvas representadas en
la Figura SO, en las que se reperesenta la disminución de la concentración de cada
enantiómero del ácido durante la reacción de síntesis del éster butílico se ajustaron a un
modelo exponencial decreciente: [ácido R o S] = A ekt, utilizando el programa EXiFIT, dentro
del paquete integrado SIMFIT versión 4.0 254 De esta forma se calcularon las velocidades
iniciales (V0) de disminución, que se inidean también en la Figura 80.
De igual forma, se realizó una serie de reacciones de esterificación con
concentraciones variables de butanol, catalizadas por la lipasa inmovilizada de Rh.miehei
(IMZO), que fueron seguidos con la msima metodología.
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Figura 81: Disminución de Ja concentración de los ennatiómeros R y 5 del (R,S) Ibuprofeno
en el curso de la reacción de esterificación con butanol, catalizada por la lipasa inmovilizada
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Tal y como se indicó en la sección 1L2.S.b.1., a] comentar los parámetros de
enantioselectividad descritos en la bibliografía se hizo referencia al coeficiente de
enantioselectividad (E), que correlaciona las velocidades de conversión de dos enantiómeros
de un sustrato en condiciones de primer orden. Este coeficiente, para el estudio llevado a cabo
en la presente Tesis Doctoral, corresponderla al cociente obtenido al dividir los valores de las
velocidades iniciales de esterificación para cada isómero. Los valores obtenidos aparecen en
la Tabla 57.
Tabla 57: Velocidades iniciales (Milt) de esterificación de das isómeros del (R,S)-Ibuprofeno,
al variar la concentración de butanol. [(R,S)-Ibuprofeno1~~~= O,125M (constante).
¡cid/OH



















Tras estudiar los resultados obtenidos, se observa como los efectos inhibitorios del
exceso de alcohol se manifiestan fundamentalmente para elevadas concentraciones del mismo
(relación 1/lo), en el caso del enantiómero R, mientras que para el enantiómero 5, sobre el
que la esterificación transcurre de forma más enantioselectiva, dichos efectos se observan a
menores concentraciones de butanol, concretamente, para la relación 1/5 al utilizar la lipasa
cruda y para la relación 1/2 en el caso de la lipasa inmovilizada (1M20). En la bibliografía
se recogen296 los efectos inhibitorios del butanol sobre la lipasa inmovilizada, el cual se
atribuye al hecho de que se produce la sustitución de moléculas del escudo de agua que rodea
a la lipasa por moléculas de butanol, provocando un cambio en la constante dieléctrica del
medio y, por tanto, desnaturalizando la enzima.
Del mismo modo, Chulalaksananukul y cols.2” analizaron el efector inhibitorio del
exceso de alcohol, etanol en su caso, en la reacción de esterificación del ácido oléico,
catalizada por la lipasa inmovilizada de Rh.míehe¡ (1M20). Estos autores plantearon el hecho
de esta inhibición como resultado de la imposibilidad para formar el complejo acil-enzima.
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No obstante, Vazquez y cols.270 no observaron niguna inhibición por exceso de geraniol en
la esterificación del ácido láurico catalizada por LipozymJ 1M20.
Tras el estudio realizado en la presente Tesis Doctoral, cuyos resultados se recogen
en las Figuras 80 y 81 y en la Tabla 57, se observa, como ya se indicó, que el efecto
inhibidor del butanol a elevadas concentraciones es más acusado para la lipasa inmovilizada
(1M20). Por otra parte, para la lipasa cruda, un aumento de la concentración al doble (relación
1/2) produce una mejora en la enantioselectividad de la enzima, obteniéndose un incremento
del doble en el valor del parámetro de enantioselectividad (E). En condiciones 1/10, el
comportamiento enantioselectivo de la lipasa cruda es muy bueno (E 29,1), aunque a costa
de perder mucha actividad.
En conclusión, se puede pensar que dado que el paso determinante de la velocidad de
reacción es la formación del complejo acil-enzima, se puede suponer que la sustitución de
moléculas de agua por butanol en el microentomo del biocatalizador parece favorecer la
interacción de la lipasa cruda de RJa.miehej con el enantiómero S(+) de Ibuprofeno, hasta una
relación de sustratos (1:2), disminuyendo la actividadpara concentraciones mayores; mientras
que en el caso de la lipasa inmovilizada (1M20) no se observan efectos tan acusados.
W.6.1.e.2.- Estudio de la variación de la concentración de (R.S) Ibuprofeno
.
Además de analizar la influencia de la variación de alcohol en la actividad de la lipasa
de Rh.mteheí cruda e inmovilizada se estudió la influencia en el rendimiento de ambas lipasas
de la variación de la concentración de ácido.
El procedimiento experimental seguido fue el mismo, pero en esta serie de reacciones
no se pudo llevar a cabo la reacción con una concentración de ácido 1,25 M (relación 10/1),
catalizada por la lipasa inmovilizada (Lipozym& 1M20), porque se formó un aglomerado que
impidió el desarrollo normal de la reacción.
En las Figuras 82 y 83 se representa la evolución de las reacciónes de esterificación
con diferentes concentraciones de (R,S) Ibuprofeno. en un intervalo de concentraciones entre
O,125M y l,25M, catalizadas por la lipasa cruda de Rh.miehei (Figura 82) e inmoivlizada
(1M20) (Figura 83). En todas estas reacciones se mantuvo constante la concentración de
butanol en 0,125M.
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Figura 82: Disminución de ¡a concentración de los enantiómeros R y 5 deI
en el curso dc la reacción de esterificación con butano!, catalizada por la
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Figura 83: Disminución de la concentración de los enantiómeros R y S del (R,S) Ibuprofeno
en el curso de Ja reacción de esterificación con butanal, catalizada por Ja lipasa inmovilizada
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En esta serie de reacciones también se ajustaron las curvas representadas en las Figuras
83 y 84 a un modelo exponencial simple y se calcularon las velocidades iniciales de
desaparición de cada enantiámero del ácido en cada reacción, todo ello con el programa
EXFIT. Asimismo, se determinó el coeficiente de enantioselectividad (E) de cada reaccion.
Los resultados obtenidos aparecen en la Tabla 58.
Tabla 58: Velocidades iniciales (MIt’) de esterificación de los dos isómeros del (R,S)
Ibuprofeno, variando su concentración inicia]. [butanol] ~¿ 0,125M (constante).
acM/OH

















Como puede observarse, para el isómero R el efecto obtenido al aumentar la
concentración de (R,S) Ibuprofeno es bastante similar para el caso de la lipasa de Rh.mzehei
cruda e inmovilizada (1M20), ya que practicamente deja de ser utilizado par ambas enzimas,
Esto es debido a que al estar el ácido en exceso las enzimas utilizan el enantiómero preferente
5, sin necesidad de utilizar el otro enantiómero R.
Por otra parte, para el isómero S, sí se observan comportamientos diferentes de las dos
enzimas. La enzima inmovilizada (1M20) se inhibe por exceso de ácido a partir de una
relación 5/1. Este hecho coincide con los resultados obtenidos por Vazquez y cola.”0, que
también obervaron un efecto inhibidor del ácido en la reacción de esterificación del ácido
lánrico con geraniol, catalizada por la lipasa inmovilizada de Rh.míehei (Lipozynie® 1M20).
No obstante, la enzima cruda no es inhibida por el exceso de ácido.
Para visualizar mejor los resultados obtenidos en todas las reacciones estudiadas (en
en la serie de variación de ácido y en la serie de variacián de alcohol) catalizadas por la
lipasa de Rh.miehei cruda e inmovilizada (1M20) se realizó la Figura 84, en la que se recoge
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Figura 84: Representación de la velocidad inicial de cada reacción frente a la concentración del
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Como puede observarse en la Figura 84, para la enzima cruda al aumentar la
concentración inicial de (R,S) Ibuprofeno se observa un aumento de la velocidad inicial de
esterificación del S(-4-> Ibuprofeno, con un comportamiento perféctamente michaeliano, por lo
que se calcularon las corerspondientes constantes cinéticas (V~~ = (4,7±0,1)ío3 Mil’ y KM
— (5,7±0,6)10.2 M))
Se logra así un gran aumento de la ennatioselectividad de la lipasa cruda de Rh.miehei
para altas concentraciones de ácido (E>100), pero de forma diferente a la serie de reacciones
de variación de la concentración de alcohol, pues en este caso tanto la enzima cruda como
la inmovilizada mantienen su actividad muy elevada.
Como conclusión de este apartado es de destacar el gran aumento de la
enantioselectividad y conversión logrado para las reacciones catalizadas por la lipasa cruda
de Rh.míehe¡ al aumentar la concentración inicial de ácido. Este efecto no es tan acusado para
la enzima inmovilizada 1M20, puesto que existe un efecto inhibidor al aumnetar la
concentración de ácido, lo cual puede ser debido a problemas de solubilidad en condiciones
5/1 y que imposibilitó el desarrollo de la reacción de relación de sustratos 10/1
lV.6.2.- ESTUDIO DE LAS VARIABLES CONTINUAS O ESTRUCTURALES
Las variables continuas o estructurales analizadas fueron
a).- el disolvente orgánico
b).- los sustratos: el alcohol
el ácido (R,S) 2-arilpropionico
Para este estudio se utilizó la metodología OVAl, según la cual se modifica una
variable, la que es objeto de estudio, mientras las demás permanecen constantes.
Asimismo, se analizó la influencia de la variación de estas variables tanto en el
rendimiento de la reacción estándar de síntesis del éster butilico de Ibuprofeno, como en
la enantioselectividad de dicha reacción.
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IV.6.2.a.- Influencia de ti naturaleza del DISOLVENTE ORGÁNICO
.
De acuerdo con lo indicado en la bibliografía (ver 1L2.6.) se eligió como disolvente
de la rea?cción estándar de síntesis de ésteres un disolvente apolar, el ciclohexano (logP = 3,2),
ya que se ha comprobado que las lipasas requieren un medio fuertemente apolar (logP > 2)
para mantener la capa de agua esencial para el mantenimiento de su conformación nativa y,
por tanto, de su actividad298.
IV.6.2.a.1.- Influencia en el rendimiento.
Asimismo, se analizó la influencia de la naturaleza del disolvente orgánico en la
actividad de la lipasa de Rh.miehei cruda e inmovilizada, relacionando los resultados
obtenidos en estas reacciones con dos parámetros fisicos de los disolventes orgánicos; el logP,
parámetro de polaridad, que se define como el coeficiente de partición en un sistema
octanol/agua)299 y el Volumen molar <y,), parámetro estérico que equivale al volumen,
expresado en litros, que ocupa un mol de disolvente. Este último parámetro indica la
capacidad de solvatacián de un determinado disolvente 299 (Tabla 59).
Tabla 59: Disolventes orgánicos utilizados, valor de sus corespondientes logP y volumen
molar (Vm)y rendimiento de las reacciones de sintesis del éster butilico de Ibuprofeno en cada
disolvente (72h).
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Para analizar la influencia de cada parámetro en el rendimiento de la reacción se
utilizó el programa estadístico STATGRAPH269; obteniéndose las correspondientes matrices
de correlación (Tablas 60 A y B)):









rend. 1 0,89 0,61
¡cg? 1 0,82
VM 1
El parámetro más influyente en la actividad sintetasa de ambas lipasas es el logP,
parámetro que determina el grado de polaridad de cada disolvente orgánico.
A continuación, se hizo un ajuste por regresión lineal de dicho parámetro
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En las Figuras 85 A y B se representan las rectas, limites de confianza y límites de
predicció obtenidos en el ajuste por regresián lineal del rendimiento de cada lipasa en la
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Figura 85: Ajuste por regresión lineal de la actividad de las lipasas cruda (A) e inmovilizada
(B) de la lipasa de Rh.miehe¡ frente al log 1’ de los disolventes analizados.
Tras analizar la influencia de la polaridad de diferentes disolventes en la actividad de
la lipasa de Rh.mxehe¡ libre e inmovilizada se obtuvo una mejor correlación (R = 0.793) para
la lipasa mmovilizada de Rh.tnieheí, ya que la actividad sintetasa de esta enzima está
directamente relacionada con el caracter apolar del disolvente. Esta correlación fue menor para
la lipasa cruda (E. = 0,613), ya que la máxima actividad se alcanzó con el tolueno (logP =
2,5), y fue disminuyendo ligeramente al aumentar el caracter apolar del medio.
Tanto la lipasa libre como la lipasa inmovilizada de Rh.m¡ehei fueron inactivas con
disolventes poíares (dimetilformaimda, dioxano, isobutilmetilcetona y acetonitrilo), con logP
inferior a 2; ya que estos disolventes extraen el agua esencial de la lipasa, provocando la
alteración de la conformación nativa de la proteína300. Estos res~tados coinciden con lo
indicado por Mille?” y Svanholm285 en la reacción de síntesis del miristato de propilo y
Manjón2” en la síntesis del butirato de etilo. Estos autores trabajaron con la lipasa
inmovilizada de Rhaníehez y observaron una marcada diferencia en la actividad de dicha
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enzima en función de la naturaleza del disolvente, ya que pasaba de ser practicamente inactiva
con disolventes apolares y muy activa con los disolventes más apolares.
IN.6.Z.a.2.- Influencia en la enantioselectividad
A continuación, se analizó la influencia de la naturaleza del disolvente orgánico en la
enantioselectividad de la lipasa de Rh.m¡ehe¡ cruda e inmovilizada. Estos resultados y los
parámetros físicos de cada disolvente logP y Vm se muestran en la Tabla 61.
Tabla 61: Disolventes orgánicos utilizados,
molar (Vm) y rendimiento de las reacciones de
disolvente (72h).
valor de sus corespondientes logP y volumen
síntesis del éster butilico de ibuprofeno en cada




dimetilformamida -1,0 0,08 0 0
dioxano -0,4 0,09 0 0
acetonitrilo -0,33 0,13 0 0
isobutilmetilceto 1,4 0,05 0 0
diisopropiléter 2,03 0,14 9.9±0,5 32,6±0,3
1,1,1-tricloroetano 2,49 0,10 47,2±0,2 67±1
tolueno 2,5 0,11 53±4 54±1
ciclohexano 3,2 0,11 68±3 85±4
hexano 3,5 0,13 68±3 80±1
heptano 4,0 0,15 72±2 66±2
¡so-octano 4,5 0,17 48±2 77±3
Utilizando el programa estadístico STATGRAPH269 se




Tabla 62: Matrices de correlación de la enantioselectividad de la lipasa cruda e inmovilizada
de Rh.miehe¡
enzima cruda enzima inmovilizada (14420)
ce logP VM






ce 1 0,90 0,57
iogP 1 0,82
VM
El parámetro más influyente en la enantioselectividad de ambas lipasas es el logP; por
lo que se puede concluir que tanto la actividad como la enantioselectividad de la lipasa de
.Rh.miehei en la reacción de síntesis de ésteres en diversos medios orgánicos depende
fundamentalmente de la polaridad del disolvente orgánico.
Tras el ajuste por regresión lineal del logP con los valores de exceso ennatiomérico
obtenidos se obtuvieron las siguientes rectas:
U).- Ajuste exceso enandomérico - logP del disolvente
1 a - lipasa cruda de Rh.m¡ehei
exceso enantiomérico (ce) (%) = (14+1) logP + (5±4) (38]
n = 33 R 0,739
t = 1 («0,05) ,70
., 9,4 t13 =
88 (a0,05> 2,89
Ib - lipasa inmovilizada de Rh.mzeheí
exceso enantiomérico (ee) (%) = (17±1)logP + (7±4) [39]
n=33 R=0,821
12 ~1,31 (a—O.05> 1,70
F¡J1(«~v05)= 2,89
En las Figuras 86 A y B se representan las rectas, limites de confianza y límites de
predicción obtenidos en el ajuste por regresión lineal del exceso enantiomérico de cada lipasa
en la reacción de síntesis del éster butilico de Ibuprofeno frente al IogP de los disolventes
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Figuras 86: Ajuste por regresión lineal de la actividadde las lipasas cruda (A) e inmovilizada
(B) de la lipasa de Rh.m¡ehe¡ frente al log P de los disolventes analizados
Analizando los resultados obtenidos con los disolventes más apolares (logP mayor de
2,49) se observa que el comportamiento de estas dos enzimas es similar. En el caso de la
lipasa inmovilizada (Lipozyme® 1M20) se produce un aumento del rendimiento y la
enantioselectividad de la reacción con la polaridad de los disolventes, coincidiendo con lo
indicado por los autores anteriormente citados285’287~01. La lipasa cruda (Lipozym& lOOOOL),
cuyo comportamiento con distintos disolventes no ha sido estudiado anteriormente, alcanza
su máxima enantioselectividad con el tolueno (logP = 2,5), descendiendo ligeramente con los
disolventes más apolares. Por el contrario, el valor del exceso enantiomérico, parámetro que
determina el grado de enantioselectividad alcanzado, alcanza sus valores máximos con los
disolventes más apolares. Estos resultados parecen indicar que la lipasa de R.miehei es más
enantioselectiva con los disolventes más apolares (logP > 3), por lo que el rendimiento se
mantiene en tomo al 50%, ya que solo reconoce uno de los enantiómeros. Con el disolvente
más apolar (isooctano; logP 4,5) se produce una disminución drástica de la
enantioselectividad para la lipasa cruda, debido a problemas difusionales que dificultad el
acceso de los sustratos al centro activo de la lipasa enzima.
-2 -1 0 1 2 3 4 5
¡cg P
-2 -1 0 1 2 3 4 5
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El disolvente utilizado en la reacción estándar de síntesis del éster butilico de
Ibuprofeno fue el ciclohexano (logP = 3,2), disolvente apolar intermedio, con el que se
obtuvieion muy buenos resultados tanto de rendimiento como de enantioselectividad con las
dos lipasas y que además fueron similares para ambas lipasas.
Para analizar la influencia en el proceso de la naturaleza de los ácidos (R,S) 2-
arilpropiónicos se utilizó el diisopropiléter, debido a la necesidad de utilizar un disolvente en
el que se solubilizaran estos ácidos y la lipasa de Rhmiehei fuera activa.
IV.6.2.b.- Influencia de la CADENA ALCOHOLICA
Con el fm de analizar la influencia de la naturaleza del alcohol en la actividad de la
lipasa de Rh.m¡ehe¡ Se llevó a cabo la reacción estándar de síntesis de ésteres de (R,S)
Ibuprofeno vanando el tipo del alcohol utilizado.
IV.6.2.b.1.- Influencia en el rendimiento de la reacción
Si se asume la fonnación de un complejo intermedio acil-enzima durante la reacción
de síntesis de ésteres, el rendimiento final de la reacción dependerá de la accesibilidad del
nucleáfilo (alcohol, en este caso) al enlace acil-enzima; de ahí la influencia de la naturaleza
del alcohol en el rendimiento de estas reacciones.
En la Tabla 63 aparecen los rendimientos finales (72h) de cada reacción, expresados
en porcentaje de ester sintetizado y en actividad específica (nnnol ester sintetizados/mg de
proteína).
Tabla 63: Actividad de la lipasa cruda e inmovilizada de R.mzehez en la reacción de
esterificación del (R,S) Ibuprofeno con diversos alcoholes (72h).
ALCOHOL
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En la Figuras 87 A y B se muestra el resultado obtenido con cada alcohol a distintos
tiempos de reacción.
LIPASA CRUDA LIPASA INMOVILIZADA <1M201
Figuras 87: Rendimiento de la reacción de esterificación del (R,S) Ibuprofeno con distintos
alcoholes, catalizada por la lipasa cruda (A) e inmovilizada (E) de Rh.mieheí.
Las lipasas especificas, como la lipasa de R.miehei, catalizan las reacciones de
esterificación preferentemente con alcoholes primarios, mientras que su actividad es muy
pobre con alcoholes secundarios y, al igual que todas las lipasas, no es activa con alcoholes
terciarios302. Por esta razón, en este estudio de la influencia del alcohol en la actividad de la
lipasa cruda e inmovilizada de R.miehei se analizaron diversos alcoholes primarios de
diferente longitud (1-butanol y 1-octanol) y ramificado (3-metil-l-butanol); alcoholes
secundarios alifático (2-propanol) y cíclico (ciclohexanol), pero no se analizaron alcoholes
terciarios.
En las Figuras 87 A y B se observa que la lipasa inmovilizada de Rh.mniehe¡
(Lipozyme® 1M20) no es activa con los alcoholes secundarios utilizados, mientras que la
rendn,I.nto en I.t.T (34> rendm¡.nto en ñte, ~4)
100
40 40
Sampa (ho,uq? á,~ fPica~o 20 60 50
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lipasa cruda presenta una actividad muy baja con dichos alcoholes, en relación con la
actividad obtenida con los alcoholes primarios. Resultados análogos han sido descritos por
SvanhoFm285 en la reacción de esterificación del ácido mirístico, donde obtuvo rendimientos
del 90% con los alcoholes primarios ensayados y rendimientos del 10% con los alcoholes
secundarios.
Los alcoholes primarios estudiados presentan más de cuatro átomos de carbono, ya que
los alcoholes primarios de cadena corta como el etanol, debido a su alta hidrofília
(logP = -0,24), ejerce un efecto deshidratante sobre la lipasa, disminuyendo su actividad28~03.
Entre los alcoholes primarios, tanto con la lipasa cruda como con la inmovilizada, los
mejores resultados se obtuvieron con 1—butanol y los peores con 1-octanol, debido a la
disminución de la actividad de la lipasa de Rh.miehei al aumentar la longitud de la cadena
alcohólica.
Miller30’ tras analizar la actividad de la lipasa inmovilizada de Rh.nñehei (Lipozymet
1M20) en la reacción de esterificación del ácido mirística con diferentes alcoholes primarios
(con radicales alquilicos y aromáticos en la posición fr con grupos funcionales polares en esa
misma posición y diversos alcoholes con insaturaciones y grupos aromáticos en su cadena),
llegó a la conclusión de que esta enzima admite una gran variedad de sustratos alcohólicos
debido a que su centro activo está rodeado de una gran zona hidrófoba. Por tanto, los
sustratos más apolares presentarán una gran afinidad por esta región, favoreciendo el
desarrollo de las reacciones de esterificación. No obstante, estas conclusiones deben matizarse
tras analizar los resultados representados en las Figuras 87 A y B, dado el menor rendimiento
obtenido con el 1-octanol (logP = 2.90) respecto al 1-butanol (logP = 0.80). a pesar de su
caracter más apolar, lo que indica que la longitud de la cadena de los alcoholes primarios es
un factor más influyente en la actividad de la lipasa de Rkmiehei que la polaridad de los
alcoholes.
Tras este estudio se observó que el alcohol más adecuado para la lipasa de Rh.miehei,
tanto cruda como inmovilizada, es el 1-butanol, ya que con este alcohol se alcanzaron
elevados y semejantes valores de actividad específica para ambas lipasas: 0,024 mmol/mg con
la lipasa cruda y 0,025 mmnol/mg con la lipasa inmovilizada.
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liV.6.2.b.2.- Influencia en la enantioselectividad
Además de analizar la influencia de la naturaleza del alcohol en el rendimiento de la
reacción de esterificación del (R,S) Ibuprofeno se estudió su influencia en la
enantioselectividad de dichas reacciones.
En la Tabla 64 aparecen los resultados de exceso enantiomérico (ee) y rendimiento en
éster (%\ obtenidos al fmal de cada reacción (72 Ii).
Tabla 64: Enantioselectividad de la lipasa cruda e inmovilizada de Rh.miehei en la reacción
de esterificación del (R,S) Ibuprofeno con diversos alcoholes (7214
ALCOHOL
enzima cruda enzima inmov



















La enantioselectividad alcanzada en cada reacción está directamente relacionada con
el rendimiento obtenido, ya que las reacciones de mayor rendimiento son también las de
mayor enantioselectividad. De ahí que los valores de exceso enantiomérico obtenidos con los
alcoholes primarios sean muy superiores a los obtenidos con los alcoholes secundarios.
Los datos de factor de enantioselectividad (FE) obtenidos con cada alcohol no son
comparables, ya que en algunas reacciones a las 72h de reacción se ha sobrepasado el 50%
de conversión, mientras que en otras todavia no se ha alcanzado.
El 1-butanol fue el alcohol con el que se obtuvieron mejores resultados con ambas
lipasas, por lo que se utilizó en la reacción estándar de esterificación.
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liV.6.2.c.- Influencia del ACuDO (RSi 2-ARILPROPIONICO
A continuación se llevó a cabo la síntesis enantioselectiva de los ésteres butilicos de
diferentés ácidos (R,S) 2-arilpropiónicos, catalizada por la lipasa de R.h.miehei cruda e
inmovilizada. Debido a la escasa solubilidad de estos sustratos, se utilizó un disolvente lo
suficientemente apolar como para que la lipasa de Rhjniehei puediera desarrollar su actividad
y lo suficientemente polar, como para que todos los ácidos estudiados fueran solubles; el
disolvente utilizado que reunía todas estas características es el diisopropiléter (logP = 2,03).
El Naproxeno es el ácido S(+) 2-(6-metoxi-2-naftil)propiónico, pero en esta sección
y con el fin de simplificar la nomenclatura utilizada, se engloba dentro de la denominación
de Naproxeno a los dos enantiómeros R(-) y 5 (±)del ácido (R,S) 2-(6-metoxi-2-
naftil)propiónico.
IV.6.2.c.I.- Influencia en el rendimiento de la reacción.
En la Figura 88 A y 13 se representa la evolución de la reacción de sintesis del éster
butilico de cada ácido (R,S) 2-arilpropiónico frente al tiempo.
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Las curvas de la Figura 88 se ajustaron a un modelo exponencial creciente y se calculé
la velocidad inicial de cada reacción utilizando el programa EXFIT, del paquete estadístico
SIMIFIT versión 4,0. En la Tabla 64 se recogen los resultados de velocidad inicial (mmoles
ester sintetizado/hora) obtenidos en cada reacción; así como los valores de logP de cada ácido
(R,S) 2-arilpropiónico estudiado.
Tabla 64: Velocidad inicial de las reacciónes de síntesis de los ésteres butilicos de diferentes
ácidos (R,S) 2-arilpropiónicos, catalizada por la lipasa de Rhaniehei cruda e inmovilizada y
logP de cada ácido.
ACIDO log 1> del
ácido






















De los datos de la Tabla anterior se puede deducir que la reactividad relativa de los
tres ácidos cuyo enantiómero S(+) se esterifica preferentemente es la misma para la lipasa de
Rh.pniehei cruda e inmovilizada
(R,S) Ibuprofeno > (R,S) Naproxeno > (R,S) 2-fenilpropiónico
siendo la diferencia de reactividad mayor con la lipasa inmovilizada que con la enzima cruda.
Este reactividad relativa puede relacionarse, en principio, con el logP de cada ácido,
de forma que el ácido más lipoide ((LS) Ibuprofeno) difunde mejor en el medio de reacción
(diisopropiléter) hacia el Centro activo de la enzima
En el caso del (R,S) Ketoprofeno, que presenta una enantioselectividad opuesta, hacia
el enantiómero R, es relativamente más reactivo que los otros ácidos para las reacciones
catalizadas por la lipasa cruda de R.h.miehez. Esta situación es opuesta en las reacciones
catalizadas por la lipasa inmovilizada (1M20). No obstante, el (R,S) Ketoprofeno es poco
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reactivo en ambos casos.
IV.6.2.c.2.- Influencia en la enantioselectividad.
En la Tabla 65 se recogen los valores de los parámetros de enantioselectividad (ee y
FE) obtenidos en las reacciones de sintesis de los ésteres butilicos de diversos ácidos (R.S)
2-arilpropiónicos.
Tabla 65~ Enantioselectividad de las reacciones de síntesis de los ésteres butilicos de los























Para comprobar que la enantioselectividad de la lipasa de Rh.miehei tanto cruda como
inmovilizada varió con respecto al Ketoprofeno, se realizaron una serie de reacciones
utilizando como sustratos los enantiómeros R y S puros de dicho ácido, manteniendo
constantes todas las condiciones de la reacción. Los resultados obtenidos se recogen en la
Tabla 66.
Tabla 66: Rendimiento de ¡a reacción de síntesis del éster butilico de Ketoprofeno, utilizando
















Como se observa en la Tabla 66 el rendimiento de la reacción de síntesis del éster
butílico del enantiómero 5 de Ketoprofeno fue muy bajo, mientras que en la reacción de
esterificación del isómero R el rendimiento obtenido fue muy superior en las dos series de
reacciones, catalizadas por la lipasa de Rhiniehei cruda e inmovilizada (1M20),
respectivamente.
Tras la realización de las reacciones con los enantiómeros puros de Ketoprofeno
quedó confirmado que la enantiopreferencia de la lipasa de Rh.miehei es diferente en el caso
del (R,S) Ketoprofeno, ya que actúa selectivamente sobre el isómero R, mientras que para los
otros ácidos (R,S) 2-arilpropiónicos estudiados reconoce preferentemente el isómero 5.
Como ya se indicó en la sección IV 4.2., la información recogida en la bibliografía
acerca de la enantioselectividad de la lipasa de Rh¿niehei para los ácidos (R,S) 2-
arilpropiónicos es bastante contradictoria. Algunos autores como St y cols.2402” observaron
un comportamiento enantioselectivo de la lipasa de Rh.m¡ehei hacia el isómero R del (R,S)
Ibuprofeno. Sin embargo, otros autores24’ detectaron una marcada enantioselectividad por el
enantiómero 5 de este mismo sustrató. Este diferente comportamiento de la lipasa de
Rh.miehei sobre el mismo sustrato, como se comentó anteriormente, puede atribuirse al
diferente origen de las enzimas, ya que la lipasa utilizada por Sih era del laboratorio Amano
y la utilizada por Rantakylá24’ y por nosotros procedía del laboratorio Novo-Nordisk.
Sin embargo, Palomer y cols?47276 observaron también una modificación de la
enantiopreferencia de la lipasa de Riurnehel por el isómero R(.-) del Ketoprofeno.
La enantiopreferencia de la lipasa de Ritmiehei por el enantióniero 5 de los ácidos
(R,S) 2-arilpropiánicos, excepto en el caso del Ketoprofeno, observada en la presente Tesis
Doctoral condujo a la obtención del éster 5 y el ácido R, tras la reacción de síntesis
enantioselectiva de dichos ácidos. Aunque el resultado obtenido fue opuesto al que se
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Dado que los cuatro sustratos son reconocidos por la lipasa de Rh.,niehet, se puede
suponer que el lugar de reconocimiento debe tener unas dimensiones tales que permitan la
entrada del sustrato más voluminoso. Así pues, el tunel de reconocimento del grupo arilo debe
tener una profundidad de la menos 9,8 A, puesto que es la longitud de los enantiómeros más
largos (Naproxeno y Ketoprofeno) y una anchura y una altura como minmo de 5,93 A cada
una de ellas para permitir la entrada del sustrato más voluminoso (Naproxeno). Las
dimensiones del lugar de reconocimiento del grupo arilo, diseñadas en función de los estudios
conformacionales de los ácidos (R,S) 2-arilpropiónicos se representan en la Figura 90 A.
Asimismo, en este tunel cabría perfectamente el ácido 2-metildecanáico, que es el
sustrato de la lipasa de Rh.m¡ehei más largo de todos los decritos en la bibliografíapara dicha
enzima y que tiene una longitud de 9,8 A y una anchura de 5,56 A. En la Figura 90B se
representa el confórmero de mínima energía de dicho ácido, dentro del lugar de







Figura 90: Dimensiones del lugar de reconocimiento del grupo arilo de la lipasa de




La diferente enantioselectividad observada en esta Tesis Doctoral no es la priemra vez
que se describe para esta lipasa, como se comentó en el apanado IV. 4.1. y al principio de esta
sección.
Holmquist y cols.’89 describieron en 1993 el cambio de enantioselectividad del
enantiómero 5 al R en las reacciones de hidrólisis del 2-metil-decanoato de 1-heptilo y del
2-metil-decanoato de bencilo, catalizadas por la lipasa de Rh.miehei. Estos autores atribuyen
este cambio de enantioselectividad a la diferente interacción del alcohol con la tapadera de
la lipasa, ya que la mutación del residuo Arg-86 de la tapadera a GluS7 provoca la alteración
de la enantioselectividad de las reacciones de hidrólisis estudiadas,
Dado que en nuestro caso el sustrato quiral es el ácido y no el alcohol se procedió al
estudio de las variaciones de energía producidas al girar determinados enlaces que se
consideraron críticos en la molécula de R(-) Ketoprofeno y de S(+) Ketoprofeno para poder
acoplarse al centro activo de la lipasa de RJi.míeheí.
En la Fiáura 91 se indican los 3 giros realizados en la molécula de Ketoprofeno





Figura 92: Giros realizados en la molécula del (LS) Ketaprofeno
A continuación se indica la variación de energía producida al realizar cada uno de los
giros indicados en la Figura 92 y el ángulo de giro de cada enlace.
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De estos resultados se puede obtener las siguientes conclusiones:
a).- Del giro 4 se deduce que el grupo carboxilo tiene practicamente total libertad de
giro para acoplarse al centro activo de la enzima.
h).- Del giro 3 se deduce que el enlace que une el centro estereogénico con el primer
carbono aromático tiene cierta dificultad de giro, con dos máximos a (a
0 + 1200) y (a0
+ 3100) y dos minnnos a a0 y (a0 + 1800)
e).- De los giros 1 y 2 se deduce que los dos bencenos presentan gran dificultad de
giro, por lo que dificilmentepodrá alterarse su conformación para acoplarse al centro
activo de la enzima.
De forma análoga se realizó el estudio de los giros de los enlaces de la molécula de
Naproxeno. Se eligió esta molécula entre los ácidos 2-arjípropiónicos para los que la lipasa
de Rh.rniehei es 5-enantioselectiva porque el anillo de naftaleno es el radical más rígido y por
tanto el que menos alterará su confomación para acoplarese la centro activo de la lipasa de
Rh.miehei. En la Figura 92 se indican los enlaces de la molécula de Naproxeno que se han










Figura 92: Giros realizados en la molécula de (R,S) Naproxeno
A continuación se indican los ángulos de giro realizados y la diferencia de energía
producida tras cada giro
GIRO 1 GIRO 2
ángulo de giro(O) Al(%)
a0 o
a0 +600 11
a0 + 1200 94
a0 + 1800 45
a0 + 2500 12
a0 + 3000 6,1
a0 +3600 0
ángulo de giro(0) Al(%)
a0 O
a0 + 600 73
a,, + 1200 1,1
a0+ 180~ 2,2

















a,, + 2400 0,9
a,, + 3000 57
a,,+3600 0
De estos resultados se puede deducir que las barreras energéticas de los giros de la
molécula de S(+) Naproxeno son pequeñas, por lo que esta molécula podrá acomodarse con
facilidad en el centro activo de la lipasa de Rh.m¡ehei.
Resultados análogos de diferencia de energía (AB) se obtuvieron para los giros del
ácido (R,S) 2-fenlípropiónico y del (R,S) Ibuprofeno.
* ** * * * * * * * * ** * * * * ** * ** ** * * * ** * * ** * * * * ** * ******* ** * * *
A continuación se superpusieron los enantiómeros S(+) del ácido 2-fenilpropiónico,
del Iburpofeno y del Naproxeno por el carbono estereogénico y por el primer anillo aromático
de estas moléculas.
En las Figuras 93 A y B se representan los enantiómeros S(+) Ibuprofeno y el ácido
5(4) 2-fenilpropiónico superpuestos y analizados desde distinto ángulo. En la Figura A se
analiza su disposición en un plano y en la Figura B se representa su disposición girando dicho
plano un ángulo de 9Q0
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Figura 93: Enantiómeros S(+) Ibuprofeno y ácido S(+) 2-fenilpropiónico superpuestos.
Como se observa en la Figura 93 los dos enantiómeros analizados se superponen
totalmente. Los restos carboxilo, metilo y los hidrógenos de ambas moléculas se disponen en
la misma zona espacial y los anillos aromáticos se solapan por completo.
A continuación se superpusieron los enantiómeros S(+) Ibuprofeno y S(+) Naproxeno,
también a través del centro estereogénico y del primer anillo aromático de cada molécula, tal










Figura 94: Enantiómeros S(+) Ibuprofeno y S(+) Naproxeno superpuestos.
En esta Figura se observa también que las dos moléculas se superponen totalmente,
disponiéndose sus restos carboxilo, metilo e hidrógeno en la misma zona y solapandose el
resto fenilo del S(+) Ibuprofeno con el primer anillo aromático del naftaleno de la molécula
de S(+) Naproxeno.
Asimismo, se observa que las zonas
dimensiones muy similares. Esta zona se sitúa
en la lipasa de Rh.míehe¡, de lo que se deduce
que el Ibuprofeno, su disposición en el centro
finales de las dos moléculas presenta unas
en el lugar de reconocimiento del grupo arilo
que aunque el Naproxeno es más voluminoso






Figura 95: Enantiónieros S(+) Naproxeno y R(-) Ketoprofeno superpuestos.
A continuación se analizaron las características estructurales de los enantiómeros R
y 5 de Ketoprofeno, con el fin de deternnnar la causa del cambio de enantiopreferencia de
la lipasa de Rh.míehe¡ cuando actúa sobre el (R,S) Ketoprofeno. Para ello se superpusieron
los dos enantiómeros de Ketoprofeno sobre el S(+) Naproxeno, que es el enantiómero 5 más
volummoso.
En la Figura 95 A se observa que los grupos metilo e hidrógeno de los enantiómeros
R(-)Ketoprofeno y S(+)Naproxeno se colocan hacia lados opuestos, mientras que los grupos
carboxilo de ambos se colocan en la misma zona, tal y como se observa en la Figura A.
Asimismo se puede comprobar que la zona aromática de los dos enantiómeros presenta una
disposición muy similar, yá que el resto benzoilo del R(-) Ketorpofeno está girado de forma




Figura 96: Enantióm eros S(+)Naproxeno y S(+)Ketoprofeno superpuestos.
En esta Figura se superpuso el S(+) Naproxeno sobre el mismo enantiómero de
Ketoprofeno. En este caso se observa que la estructura de los dos enantiómeros es muy
diferente, ya que los restos carboxilo, metilo e hidrógeno de ambos se disponen en zonas
opuestas. Sin embargo el factor más llamativo es la disposición del resto benzoilo del
S(+)Ketoprofeno, que está muy alejado del naftaleno del S(+)Naproxeno, a diferencia de lo
que se observó al superponer el enantiómero R(-)Ketoprofeno. Como se comprobó en la
página 295, el giro 1 de la molécula de Ketoprofeno está muy impedido ya que requiere
mucha energía. Como consecuencia de la rigidez de ese enlace el enantiómero
S(+)Ketoprofeno no puede entrar en el “tunel” de reconocimiento del grupo arilo en la lipasa








Para comprobar las dimensiones del enantiómero S(+) Ketoprofeno se midió la anchura
de la Figura 96 en la que se superpusieron los enantiómeros S(+)Naproxeno y
S(+)Ketoprofeno. Como se observa en la Figura 97 la anchura de la zona aromática del S(+)
Ketoprofeno es muy superior (6,98 A) a las diemensiones calculadas en la Figura 90 para la
zona de reconocimiento de los grupos arilo en la estrucutra de la lipasa de Rh.míeheí, que se
calculó fue de 5,93 A. Por todo ello se puede concluir que el factor determinante del cambio
de enantiopreferencia de la lipasa de Rh.m¡eheí respecto del (R,S)Ketoprofeno fue la gran
distancia de la zona arilo del enantiómero S(+)Ketoprofeno debido a la disposición de su resto
bencilo y a la imposibilidad de giro de su enlace.
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Figura 98: Disposición de ¡os enantiómeros R y S de los ácidos (R,S) 2-arilpropiónicos en
el centro activo de ¡a lipasa de Rh.m¡ehez.
Asi pues se puede concluir a nivel cualitativo que:
a).- los sustratos flexibles (R,S) Ibuprofeno; ácido (R,S) 2-fenilpropiónico y (R,S)
Naproxeno se acomodan con facilidad al tunel de reconocimiento del grupo arilo de la lipasa
de Rh.,rnehei.
b).- la enantioselectividad observada para los ácidos (R,S) 2-arilpropiónicos indicados
en el apartado anterior ( enantiómero S > enantiómero R) viene controlada por los subsitios
de reconocimiento del hidrógeno y del metilo, ya que estos subsitios del centro activo de la
enzima reconocen mejor a estos grupos en la configuración S. Como se representa en la
Figura 98 el isómero S se acopla perfectamente, mientras que el grupo metilo del isómero R
tiene mayor impedimento para acoplarse y el hidrógeno queda totalmente suelto en el centro
activa.
c).- Por el contrario, en el caso de la molécula rígida, (R,S) Ketoprofeno. es la
geometría del grupo arilo la que determina qué enantiómero puede unirse, siendo para este
compuesto el isómero R(-). Esto explicaría cualitativamente el cambio de enantioselectividad
observada.
¡SOMERO s ¡SOMERO R
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IV.6.3.- ACTIVIDAD DE LA LIPASA DE Rkmiehei SEMIPURIFICADA E
INMOVILIZADA
.
Tras analizat las variables de operación y estructurales que participan en la reacción
de esterificación enantioselectiva de ácidos (R,S) 2-arilpropiónicos, catalizada por la lipasa
de Rh.nñehei cruda (Lipozym& IOOOOL) e inmovilizada por adsorción sobre una resina de
mtercambio aniónico (Lipozym& 1M20) se analizó la actividad de la lipasa de Rh.rniehei
semipurificada por diálisis y por precipitación con sulfato amónico en esa misma reacción;
así como la actividad de la lipasa cruda y semipurificada inmovilizadas por enlace covalente
con sílice.
Para este estudio se llevó a cabo la reacción estándar de esterificación (síntesis del
éster butilico de (R,S) Ibuprofeno en ciclohexano a 37 0C). catalizada por Jos diferentes
derivados semipurificados y/o inmovilizados de la lipasa de Rh.rniehei.
Dado que el contenido protéico de cada enzima es diferente y con el fin de comparar
el rendimiento obtenido en cada reacción, se expresó el rendimiento en milimoles de éster
formado por miligramo de proteína. La determinación de la cantidad de proteínas se hizo por
el método del biuret en unos casos y por el método de Bradford en otros, por lo que se aplicó
un factor de conversión (f = 8.5) para unificar criterios y expresar todos los resultados segun
el método de Bradord.
Los resultados obtenidos en el transcurso de cada reaccion se ajustaron a emetícas de
primer orden (y = A (1 ~ekI)) y se calculó el valor de la velocidad inicial (y
0) (y0 = A k) con
el programa EXFIT, del paquete estadístico SIMFIT versión 4.0 254
Asimismo, se analizó la enantioselectividad de cada reacción. El parámetro utilizado
para este estudio fue el factor de enantioselectividad (FE), definido en la presente Memoria
(ver 1V6.J.a.3.) para determinar la enantioselectividad en un momento determinado de la
reacción y que permitió comparar los resultados obtenidos con cada enzima.
IV.6.3.a.- Estudio de la actividad de la lipasa de Rh.miehei SEMIILPURIFICADA
Como se indicó anteriormente, la lipasa de Rh.m¡ehei (Lipozym? IOOOOL) fue
semipurificada siguiendo dos metodologías:
a~- diálisis y centrifugación




En las Figuras 99 se representan las cinéticas de primer orden del rendimiento
obtenido en cada reacción a lo largo del tiempo. A partir de cada una de estas curvas se
determinó el valor de velocidad inicial (y0), que permitió comparar la actividad de cada
derivado semipurificado.
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Figura 99: Evolución de la reacción de síntesis del éster butilico de Ibuprofeno catalizada por




Figura 100: Evolución de la reacción de síntesis del éster butílico de Ibuprofeno, catalizada










Antiinflamatorios no esteroideos (AlA/Es)
En la Tabla 67 se recogen los valores de velocidad inicial (y0), factor de purificación
exceso enantiomérico (ee) y factor de enantioselectividad (FE) obtenidos en la reacción
estándar de sintesis de ésteres catalizada por la lipasa de Rh.miehe¡ cruda y semipurificadas.
Tabla 67: Valores de velocidad inicial (V,,), exceso enantiomérico (ee) y factor de
enantioselectividad (FE) obtenidos en la reacción de síntesis del éster butílico de Ibuprofeno,
catalizada por la lipasa de Rh.miehei cruda y semipurificada.
ENZIMA ~ ce FE
(inmoles/mg prot h) (%X72b) (7210




3<> 1,8 12,3±0,6 0,75





11,9 10~ 3,3 15,5±0,8 0,89
. 5,5 l0~ 1,5 9,2±0,4 0,63
2,8 i0~ 0,7 5,1±0,2 0,70
3,9 lO~ 1,1 8,0±0,4 0,61
(*) se aplicó el factor de corrección (f 8,5±0,9)para expresar ¡a cantidad de proteína según el método de Bradford.
A la vista de los resultados recogidos en la Tabla 67 y en las Figuras 99 y 100 se
observa que la lipasa semipurificada por diálisis resultó ser más activa que la lipasa cruda de
Rh.miehei; mientras que tras la posterior centrifugación, la actividad sintetasa del derivado
obtenido fue semejante a la de la lipasa cruda.
Analizando los resultados obtenidos con la lipasa semipurificada por precipitación con
diferentes porcentajes de saturación de sulfato amónico se observa que el factor de
purificación (defmido como la relación de las actividades de la lipasa cruda con cada uno de
los derivados semipurificados) presenta un valor dos veces superior para la enzima
semipurificada con un 50% de saturación, siendo semejante al de la enzima cruda el de los
biocatalizadores obtenidos por precipitación con un 60, 70 y 80 % de saturación con sulfato
amonico.
En cuanto a la enantioselectividad, la lipasa de Rh.míeheí tras los diferentes procesos
de semipurificación mantiene su enantioprefemcia hacia el isómero S(-4-) de Iburpofeno.
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IV.6.3.b.- Estudio de la actividad de la linasa de Rh.m¡ehei INMOVILIZADA
.
Una vez comprobado que la lipasa semipurificada por precipitación con un 50% de
saturación de sulfato amónico era la más adiva en la reacción de sintesis de ésteres se
procedió a su inmovilización por enlace covalente sobre un soporte de sílice. A continuación,
se estudió la actividad del derivado obtenido (SIL-SP) en la misma reacción estándar de
síntesis y se comparó con la actividad del derivado inmovilizado sobre sílice de la lipasa
cruda de Rh.miehei (Lipozym& lOOOOL). En la Tabla 68 se recogen los resultados obtenidos,
cuya representación gráfica a lo largo del tiempo se muestra en la Figura 10>
Figura 161: Evolución de la reacción de síntesis del éster butilico de (R,S) Ibuprofeno
catalizada por la lipasa de Rh.miehei cruda y setnipurificada por precipitación, inmoivlizaads
ambas por enlace covalente con sílice.
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Tabla 68: Valores de velocidad inicial (y0), exceso enantiomérico (ce) y factor de
enantioselectividad (FE) obtenidos en la reacción de síntesis del éster butilico de Ibuprofeno,
catalizada por la lipasa de Rh.miehe¡ cruda e inmovilizada sobre sílice por enlace covalente.
ENZIMA ee FE
(mmoles ester/mgprot Ii) (%X72h)
CRUDA
sp
3,6 10~3(*) 68±3 0,32
11,9 IO~ tS,5±0,8 0,89
SIL-C
SIL-SP
0,95 ío.3(*) 3,5±0,1 0,70
1,7 ío~~ 1,1±0,05 0,36
(*) se aphco el factor de corrécción (f= 8,5±0,9)para expresar la cantidad de proteína según el método de Bradford.
Los das derivados obtenidos tras la inmovilización por enlace covalente con sílice de
la lipasa de R.h.miehei cruda y semipurificada fueron menos activos que las correspondientes
enzimas no inmovilizadas Por lo que se llegó a la conclusión de que los derivados de la
lipasa de Rh.nnehe¡ mmovilizados por enalce covalente no son adecuados como
biocatalizadores de la reacción de síntesis del éster butilico de Ibuprofeno.
A la vista de todos estos resultados se puede concluir que para las reacciones de
síntesis de ésteres de los ácidos (R,S) 2-aril-propiónicos, los derivados de la lipasa de
Rh.miehei más adecuados son: la misma lipasa cruda, el derivado inmovilizado comercial
(Lipozymek> 1M20) y la lipasa semipunficada por precipitación con un 50% de saturación de
sulfato amónico. Este último derivado resultó ser, una vez más, el derivado de mayor






Las conclusiones obtenidas tras el desarrollo de la presente Tesis Doctoral son las
sigmentes:
1)-- Se han puesto a punto diversas metodologías de caracterización de la lipasa de
Rh.rniehei, basadas en la determinación de su concentración de proteinas, su actividad
esterásica y su actividad lipásica, que permiten la caracterización de dicha enzima de forma
sencilla, eficaz y rápida
2).- Tras la semipurificación de la lipasa de RJ.miehe¡ por diálisis y sucesivas
centrifugaciones a 5000 r.p.m.. se logra un cierto grado de purificación de esta enzima. Sin
embargo, aunque su actividad esterásica específica se mantiene inalterada, su actividad
lipásica específica disminuye notablemente.
3).- Mediante la precipitación de la lipasa cruda de Rh.miehei con un 50% de saturación de
sulfato amónico se obtiene una enzima más pura que por los otros métodos ensayados. Esta
enzima semipufificada presenta presenta un actividad enziniática (lipásica y esterásica)
superior a la de la lipasa cruda. La sencillez del método de purificación, su bajo coste y la
elevada actividad enzimática observada hacen este método muy aconsejable desde el punto
de vista tecnológico.
4).- Se ha inmovilizado la lipasa de Rhmn¡ehe¡ por unión covalente sobre sílice (SIL-C),
obteniendo un derivado de elevada actividad lipásica y esterásica. Asimismo, se ha
mcrementado notablemente la estabilidad térmica de esta enzima, lo que hace que este
derivado sea muy interesante para posibles aplicaciones industriales.
5).- El nuevo derivado inmovilizado de la lipasa de Rh.mwhez es más activo y estable en
medio acuoso que el derivado comercial (Lipozyme” 1M20) obtenido por adsorción iónica
sobre ima resina de intercambio aniónico.
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6).— Tras la inmovilización, también por unión covalente con silice, de la lipasa de Rh.miehei
semipurificada por precipitación con sulfato amónico, se obtuvo un derivado (SIL-SP) más
termoestable que el derivado de la lipasa cruda (SIL-C). Así pues la combinación de la
semipurificación por tratamiento con un 50 % de saturación de sulfato amónico y la
inmovilización covalente sobre sílice constituyen una excelente metodología que conduce a
la obtención de derivados activos y estables de la lipasa de Rh.miehei.
7).- Al contrario de lo indicado por diversos autores, la lipasa de Rh.miehe¡ del laboratorio
Novo-Nordisk presenta una marcada enantioselectividad por el isómero R(-) de los ácidos
(R,S) 2-arilpropiónicos, excepto en el caso del Ketoprofeno. Con el fin de obtener el isómero
S(±)activo se planteó la estrategia de hidrólisis enantioselectiva de los correspondientes
ésteres butilicos pero debido a numerosos mconveníentes técnicos, que dificultaban la
formación corecta de una interfase, elemento fundamental para el desarrollo de la actividad
de las lipasas en medio acuoso, se varió de estrategia
8).- La estrategia alternativa para la obtención enantioselectiva del isómero S(+) de los ácidos
(R,S) 2-arilpropiónicos se basó en la síntesis de los correspondientes ésteres. Debido a la
enantiopreferencia de la lipasa de Rh.rnrehn por el isómero S(+), se obtuvo en todos los
casos, excepto con el Ketoprofeno, el éster 5 y el ácido R; pero esta mezcla se puede separar
facilmente por extraccion.
9).- Se hizo un estudio de la influencia de las variables experimental en la actividad en medio
orgánico de la lipasa de Rhsn¡ehet cruda e inmovilizadapor adsorción, del cual se dedujo que
para la lipasa cruda la cantidad de enzima y el tiempo de reacción son las variables más
influyentes, mientras que para la lipasa inmovilizada (Lipozyme® 1M20) son la cantidad de
agua añadida al medio y la cantidad de biocatalizador. A continuación se realizó un estudio
detallado de la influencia de la cantidad de biocatalizador, del tiempo de reacción, de la
temperatura y de la cantidad de agua del medio en la actividad de la lipasa de Rhán¡ehei tanto
cruda como inmovilizada (1M20).
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10).- Por primera vez se realizó una isoterma de la lipasa cruda de Rh.iniehei, ya que debido
a su elevado contenido en azúcares el proceso de liofilización y desecación es muy
complicado.
Tras la rehidratación de la lipasa cruda de RJz.miehei, esta enzima no recuperó su
actividad debido a las graves alteraciones sufridas durante el proceso de desecacion. Por el
contario, la actividad de la lipasa inmovilizada (1M20) aumentó considerablemente tras su
rehidratacion. Asimismo se comprobó que el derivado inmovilizado alcanzó su maxima
actividad a valores de actividad de agua (a.,,,) de 0,3, punto de corte de sus correspondienets
isotermas de adorcion realizadas en aire y en ciclohexano.
11).-. Del estudio de la influencia de la relacion molar de sustratos (ácido y alcohol) en la
actividad de la lipasa de Rh.miehei se dedujo que el exceso de alcohol provoca la inhibición
de la lipasa cruda e inmovilizada de forma similar. Sin embargo, la influencia del exceso de
ácido es diferente para cada enzima, ya que mhíbe la actividad de la lipasa inmovilizada y
por el contrario, provoca un importante aumento tanto de la actividad como de la
enantioselectivida de la lipasa cruda de Rh.,niehei.
12»- Del estudio de la influencia de diferentes disolventes orgánicos en la actividad de la
lipasa de RJi.miehei se dedujo que el disolvente mas apropiado es el ciclohexano (log P = 3,2)
13).- Los mejores resultados de la reaccion de esterificación catalizada por la lipasa de
Rh.miehei, cruda e mmovílizada, se obtuvieron con alcoholes primarios de cadena lineal y
con mas de cuatro átomos de carbono, mientras que con los alcoholes secundarios la lipasa
mmovilizada es inactiva y la lipasa cruda presenta una actividad muy pobre.
14).- Tanto la enzima cruda de Rh.m¡ehe¡ como la inmovilizada por adsorción mostraron
preferencia por el isómero S(+) de los ácido (R,S) 2-arilpropiónicos estudiados, excepto en
el caso del (R,S) Ketoprofeno, donde el isómero preferido resultó ser el R(-).
Con el fin de poder explicar estos resultados se llevaron a cabo diversos estudios de
Dinámica y Mecánica Molecular que indican la posibilidad de que el factor clave para el
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reconocimiento de los sustratos sea la correcta disposición del resto aromático de la molécula
dentro de un “tunel” en la estructura de la lipasa de Rhiniehe¡.
Para los isóxheros S(+) de los ácidos analizados la ubicación del resto aromático y de
las zonas de reconocimiento del metilo e hidrógeno del centro estereogénico son los
adecuados. No obstante, los isómeros R(-) también son reconocidos por la lipasa de
Rh.miehei, aunque peor, por lo que esta enzima no puede cahficarse como enantioespecifica.
Para el caso especial del (R,S) Ketoprofeno, el isómero R(-) es el preferido puesto que,
aunque las zonas de reconocimiento de metilo e hidrógeno están alterados, la enorme
dificultad de giro del resto benzoilo de la molécula hace que la disposición que entra de forma
correcta en el ‘tunel” aromático sea precisamente la del enantiómero R(-), ya que la
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